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Resumo 

As infeções urinárias associadas a cateteres são bastante comuns em pacientes com 

longos períodos de cateterização urinária. Estas ocorrem devido a incrustações e obstruções dos 

cateteres por cristais e biofilmes microbianos, sendo a bactéria Proteus mirabilis uma das mais 

problemáticas. A utilização de bacteriófagos no combate a infeções bacterianas é vantajosa 

devido à sua especificidade, não destruindo bactérias da flora natural do hospedeiro. 

Este trabalho descreve a caracterização de dois novos fagos de P. mirabilis, 

vB_PmiP_CEB5460 e vB_PmiM_CEB5461, e a avaliação da sua capacidade de adsorção ao 

silicone, uma superfície polimérica recorrentemente utilizada na cateterização. Posteriormente, 

foi avaliado o efeito das superfícies revestidas com fago na prevenção da formação de biofilmes 

pela espécie P. mirabilis. 

Os fagos vB_PmiP_CEB5460 e vB_PmiM_CEB5461 apresentam características 

morfológicas diferentes e mostraram-se específicos para esta espécie. Os dois fagos possuem 

um espetro lítico alargado sendo o do fago vB_PmiM_CEB5461 ligeiramente superior. Verificou-

se que o revestimento de superfícies de silicone com partículas fágicas não compromete a 

viabilidade dos fagos. A não funcionalização prévia da superfície resultou numa maior 

concentração de fagos na superfície, em particular do fago vB_PmiP_CEB5460, e também num 

revestimento mais estável.  

Estirpes de P. mirabilis com elevada capacidade de formação de biofilme foram usadas 

em ensaios de prevenção da formação de biofilme, tendo-se avaliado a eficácia dos fagos 

utilizando dois modelos diferentes (estático e contínuo). Em modelo estático foi observada uma 

ligeira redução, em especial após 48 horas de formação de biofilme. Já em modelo contínuo, 

apesar de ser visível uma tendência para a redução da população viável do biofilme, não foram 

observadas reduções estatisticamente significativas. 

Os resultados desta tese mostram que o revestimento de superfícies com fagos pode ter 

algum efeito preventivo na formação de biofilme; no entanto, novos estudos devem ser feitos em 

condições dinâmicas para aferir o verdadeiro potencial desta abordagem.  
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Abstract 

Catheter-associated urinary tract infections are common complications in patients with 

long periods of urinary catheterization. These infections occur due to the adhesion of pathogenic 

microorganism that can form crystalline biofilms eventually lead to the catheter obstruction. 

Proteus mirabilis is one of the most problematic bacteria. The use of bacteriophages to fight 

bacterial infections has shown some advantages, mostly due to their specificity, which allow a 

precise attack of the target bacteria, leaving the natural flora unharmed.  

This work describes the characterization of two recently isolated P. mirabilis phages, 

vB_PmiP_CEB5460 and vB_PmiM_CEB5461, in terms of their adsorption capacity to silicone, a 

polymeric surface commonly used in catheterization. Afterwards, the effect of phage-coated 

surfaces in the prevention of biofilm formation was evaluated. 

The phages vB_PmiP_CEB5460 and vB_PmiM_CEB5461 presented different plaque 

morphologies and were specific for this species. Although both phages presented good lytic 

spectrums, vB_PmiM_CEB5461 has shown a broader one. The coating of silicone surfaces with 

phage particles was possible without compromising the viability of the phages. The adsorption of 

phages to non-functionalized surfaces led to higher concentrations of particles on the surfaces 

and to a more stable coating, in particular for the phage vB_PmiP_CEB5460. 

Biofilm prevention assays on silicon surfaces coated with phages were carried out with P. 

mirabilis strains showing high ability to form biofilms. The efficacy of phage-coated surfaces was 

tested using a static and a dynamic model. In the static model a slight reduction was observed, 

especially after 48 hours of biofilm formation. In the continuous model, a slight effect was visible 

in the biofilm viable population, but no significant reductions were observed. 

These results have provided some evidences on the value of phage-coated surfaces for 

the control of biofilm formation, but further studies might be done on dynamic conditions to 

prove the true potential of this approach.  
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Estrutura da Tese 

 

A tese apresentada é constituída por 4 capítulos. 

No capítulo 1 encontra-se uma introdução teórica sobre a problemática das infeções 

urinárias, dando realce às infeções urinárias associadas a cateteres, sobretudo as causadas pela 

bactéria Proteus mirabilis. Encontra-se também descrito o papel dos biofilmes, assim como as 

potencialidades dos bacteriófagos como agentes terapêuticos. 

O capítulo 2 descreve todo o processo de caracterização de dois novos bacteriófagos de 

P. mirabilis, vB_PmiP_CEB5460 e vB_PmiM_CEB5461, desde a sua produção, especificidade e 

resistência à sonicação, bem como caraterização da sua replicação no hospedeiro bacteriano e 

capacidade de adsorção a superfícies de silicone. 

O terceiro capítulo descreve a caracterização das estirpes de P. mirabilis quanto à 

capacidade de formação de biofilme, perfil de resistência bacteriana aos antibióticos e 

resistência à sonicação. Para além disso neste capítulo é também descrito o efeito do 

revestimento de superfície com partículas fágicas na formação de biofilme, quer em modelo 

estático como em modelo contínuo.  

Por fim, no último capítulo são descritas as conclusões principais do trabalho realizado e 

são colocadas algumas sugestões para trabalhos futuros.  

 

 

 



 

 



 

 

 

 

 

 

 

Capítulo 1 

Introdução Geral 

  



 

 

 



Introdução Geral 

Página | 3 

Capítulo 1 – Introdução Geral 

 

 

1.1. Infeções Urinárias 

 

1.1.1. As infeções do trato urinário 

As infeções do trato urinário são bastante comuns nas práticas médicas (Brooks e 

Keevil, 1997), sendo as infeções nosocomiais mais comuns no ser humano (Klevens et al., 

2007, Rodrigues e Barroso, 2011). O trato urinário é composto por vários tecidos e órgãos, entre 

eles rins, ureteres, bexiga e uretra, (Moura et al., 2009). As infeções urinárias são patologias que 

afetam o trato urinário (Sheerin, 2011), e são caracterizadas pela presença de bactérias na urina 

– bacteriúria (Lee e Neild, 2007). Porém, só é considerada uma infeção do trato urinário quando 

existem pelo menos 105 bactérias/ml de urina fresca, podendo ocorrer uma infeção sintomática 

com valor ligeiramente abaixo, normalmente acompanha por outra afeção (Lee e Neild, 2007). A 

origem mais comum das infeções do trato urinário é a bacteriana, contudo também podem 

ocorrer infeções causadas por fungos, vírus e parasitas (Sheerin, 2011).  

As infeções urinárias podem adquirir várias designações, consoante o órgão que é 

afetado. Assim sendo, infeções na uretra são designadas por uretrites, infeções da bexiga por 

cistites e infeções nos rins por pielonefrites (Rodrigues e Barroso, 2011). Quanto à sua 

classificação, estas podem ser classificadas como infeções do trato urinário não complicadas, 

quando não se verifica nenhum tipo de irregularidade, quer a nível anatómico como funcional; e 

infeções do trato urinário complicadas, ocorrendo nestas anomalias ou irregularidades que 

aumentam a suscetibilidade para a infeção (Sheerin, 2011). 

Os patogénicos podem entrar no trato urinário por duas vias distintas: via ascendente, 

da uretra para a bexiga (havendo possibilidade de afetar o rim - pielonefrite), sendo os flagelos e 

as pili um fator de grande importância no que se refere à mobilidade dos microrganismos (Lane 

et al., 2007); via hematogénica, onde a bactéria infeta inicialmente o sangue e posteriormente o 

aparelho urinário, nomeadamente os rins (Rodrigues e Barroso, 2011). Mesmo existindo duas 

vias de infeção, as infeções através da via ascendente, quer da bexiga como dos rins, são as 

mais comuns (Lee e Neild, 2007). 
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Existem vários fatores de risco para o desenvolvimento de uma infeção urinária, tais 

como: fatores genéticos, relações sexuais, cremes espermicidas, uso de diafragma, 

esvaziamento incompleto da bexiga, alterações na flora bacteriana normal, infeção urinária 

anterior (Sheerin, 2011, Scholes et al., 2000).O sexo feminino apresenta uma maior 

predisposição para as infeções urinárias. Tal acontecimento é devido à proximidade da uretra 

com o ânus, mas também devido ao facto de o canal uretral ser mais curto que o do sexo 

masculino (Lee e Neild, 2007).  

Em condições normais o sistema urinário, isto é, os rins, ureteres e bexiga são estéreis. 

Já a uretra pode ser facilmente colonizada por bactérias da flora vaginal ou retal, e, dependendo 

da virulência da bactéria, poderá ultrapassar as defesas do hospedeiro, causando infeção (Lee e 

Neild, 2007, Sheerin, 2011, Rodrigues e Barroso, 2011). Infeção esta que posteriormente 

poderá alastrar-se aos outros órgãos. 

De acordo com a literatura, o agente etiológico mais frequentemente associado às 

infeções do trato urinário é a Escherichia coli, havendo contudo referência a outros 

microrganismos como Proteus mirabilis, Klebsiella pneumoniae, Enterococcus faecalis, 

Pseudomonas aeruginosa e Staphylococcus saprofiticus (Sheerin, 2011). 

No que concerne à resistência das bactérias aos antibióticos, esta tem aumentado 

substancialmente nos últimos anos (Junquera et al., 2005), sendo que este acontecimento pode 

ser devido ao uso constante e irrefletido de antibióticos que são normalmente empregues no 

combate das infeções urinárias (Rodrigues e Barroso, 2011). 

 

1.1.2. Infeções urinárias associadas a cateteres 

Nas infeções nosocomiais mais comuns estão incluídas as infeções do trato urinário 

associadas a cateteres, conhecidas como CAUTIs – catheter-associated urinary tract infections 

(Sedor e Mulholland, 1999). A definição de CAUTIs segundo Leone et al. (2004) é a presença de 

microrganismos na bexiga de um paciente cateterizado. Esta é uma complicação bastante 

comum em pacientes com longos períodos de cateterização urinária, ocorrendo devido a 

incrustações e obstruções do cateter por cristais e biofilme (Stickler e Zimakoff, 1994). 

Os cateteres urinários são dispositivos médicos utilizados para aliviar a retenção e 

incontinência urinária, podendo estes serem utilizados quer em ambiente hospitalar como 

domiciliário, através dos cuidados de enfermagem. O cateter normalmente utilizado em 

cateterizações urinárias é o cateter de Foley. Este é um sistema fechado, que já se encontra 
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estéril, pois terá que entrar pela uretra até à bexiga, na qual permanece devido ao facto de 

possuir um balão, que é posteriormente insuflado, para assim poder escoar a bexiga sem correr 

o risco de deslocação (Jacobsen et al., 2008). A introdução do cateter pode levar à inflamação 

da uretra, abrindo assim uma porta de entrada às bactérias, ocorrendo mais facilmente no sexo 

feminino devido ao curto comprimento da uretra e a fácil contaminação por flora vaginal e anal 

(Leone et al., 2004, Ha e Cho, 2006). Para além disso, uma infeção urinária associada a cateter 

pode ser adquirida devido ao método e tempo da cateterização, à suscetibilidade do paciente e 

qualidade do cateter (Ha e Cho, 2006, Newman e Willson, 2011). Na realidade, inicialmente 

estes dispositivos foram desenhados para serem utilizados nos pacientes por curtos períodos de 

tempo, sendo agora utilizados por longos prazos, como por exemplo em pacientes que perderam 

o controlo da bexiga (Jacobsen et al., 2008, Kohler-Ockmore e Feneley, 1996).  

Este dispositivo médico é largamente utilizado em ambiente hospitalar, sendo que em 

alguns casos o seu uso seria evitável (Jain et al., 1995), como por exemplo na incontinência 

urinária sem feridas perineais, para a prevenção de ulceras, entre outros (Jansen et al., 2012). 

Esta prática coloca alguns pacientes em risco de desenvolver uma infeção urinária associada a 

cateter (Jacobsen et al., 2008), pois o cateter é um meio atrativo para a colonização bacteriana 

e também formação de biofilme (Stickler, 2008). De facto, a cateterização pode acarretar 

diversas complicações clínicas para o paciente, como febre, uretrites e cistites, nos casos mais 

simples; ou pielonefrites agudas, cicatrizes renais e bacteremias, em casos com mais gravidade 

(Jacobsen et al., 2008). Posto isto, algumas das formas de prevenção deste tipo de infeções 

passam por reduzir a sua utilização, serem utilizados apenas em casos de real necessidade, 

removê-los assim que não sejam necessários, manter o sistema de drenagem fechado, isto é, da 

bexiga para o saco de recolha sem que haja contato exterior para não contaminar a urina ou o 

interior do próprio saco (Hooton et al., 2010, Stamm, 1991).  

Segundo Ha e Cho (2006) a formação de biofilme no cateter urinário tem sido descrita 

como um ponto importante na patogenicidade dos microrganismos associados a CAUTIs, 

surgindo assim interesse na superfície do cateter, isto é, interesse na modificação da superfície 

deste de forma a impedir a formação de biofilme. 

 

1.2. Biofilmes 

Na natureza, os microrganismos podem apresentar-se sob duas formas, sendo estas a 

forma planctónica e a forma séssil. A diferença entre estas formas é que na primeira os 
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microrganismos estão dispersos no meio, circulando livremente, e na segunda encontram-se 

aderidos às superfícies sólidas, na forma de biofilmes (Pasternak, 2009). 

Os biofilmes são compostos essencialmente por água (Stewart, 2002) e são definidos 

como sendo um denso agregado de microrganismos, aderidos a uma superfície, estando este 

agregado rodeado por uma matriz de exopolissacarídeos (Drenkard, 2003). Estes podem ser 

formados por uma só espécie microbiana ou então serem compostos por múltiplas espécies 

microbianas (O'Toole et al., 2000). Quanto à superfície à qual o biofilme adere, esta é bastante 

variável, podendo ser uma superfície inerte, tecidos vivos ou material morto (Donlan, 2001). 

Contudo, pode ocorrer a formação de biofilme sem a presença de uma superfície sólida, 

podendo o microrganismo em questão formar uma densa matriz anexada às células agregadas a 

um muco viscoso (Romling e Balsalobre, 2012). 

A matriz de exopolissacarídeos (EPS) mantém o biofilme unido e funciona como barreira 

protetora, resistindo à penetração de vários agentes (Drenkard, 2003, Stewart e Costerton, 

2001). Esta é muito provavelmente responsável pela elevada persistência das infeções 

associadas a biofilmes (Costerton et al., 1999).  

A resistência bacteriana nos biofilmes leva a que as doenças envolvendo estas estruturas 

sejam de difícil tratamento, podendo muitas vezes serem impossíveis de tratar com agentes 

antimicrobianos (Drenkard, 2003, Donlan, 2001). Já vários tipos de antibióticos foram testados 

contra biofilmes, contudo na maior parte dos casos as bactérias presentes nestas estruturas 

conseguem alterar o seu modo de crescimento de forma a serem menos sensíveis à presença 

destes agentes do que quando se encontram na forma sua forma livre, planctónica (Stewart, 

2002). 

 

1.2.1. Formação de biofilmes 

A formação, bem como a acumulação dos biofilmes resulta de vários processos 

químicos, físicos e biológicos, os quais trabalham em simultâneo. O desenvolvimento de 

biofilmes passa por várias etapas (Figura 1.1). 
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Figura 1.1 - Etapas de desenvolvimento de um biofilme. Adaptado de Molin e Tolker-Nielsen 

(2003). 

 Estas diferentes etapas podem ser resumidas da seguinte forma: 

1. As células livres (forma planctónica) com motilidade aproximam-se da superfície 

sólida e aderem a esta. Nesta fase a adesão ainda pode ser reversível; 

2. As células planctónicas chegam à superfície sólida e aderem. Aqui a adesão já é 

irreversível. Começa a produção de EPS; 

3. Crescimento e divisão das células aderidas, à custa de nutrientes presentes na 

superfície à qual aderiram, ou originários do líquido envolvente; 

4. Maturação do biofilme com a adesão das células livres, bem como de outras 

partículas, ajudando à acumulação do biofilme. Aqui a estabilidade do biofilme é 

assegurada pelas interações célula-célula e pela matriz de EPS; 

5. Libertação do material celular por: 

a. Erosão, onde ocorre a perda de células individuais; 

b. Descolamento, onde ocorre perda de agregados. 

A composição dos biofilmes depende de várias condições, como o microrganismo, o seu 

estado fisiológico, ambiente onde se encontra (temperatura, pH, composição do meio) e a 

superfície onde as células estão aderidas (Davey e O'Toole G, 2000). Um dos processos mais 

importantes na formação de biofilmes é o transporte de células livres e sua posterior fixação à 

superfície sólida, pois é assim que se começa a formar um biofilme. Outro mecanismo 

importante na formação de biofilmes é o quorum sensing (QS). Este é um mecanismo 

intercelular de sinalização, ou seja, um mecanismo de “comunicação” entre células, capaz de 
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regular determinadas atividades (Parsek e Greenberg, 2005). O QS permite que as bactérias 

detetem concentrações de outras bactérias que estejam presentes num microambiente limitado, 

ativando posteriormente determinados genes como resposta. Esta ativação pode levar à 

produção de fatores de virulência, como enzimas ou toxinas (Hoiby et al., 2011). Em muitas 

bactérias Gram-positivas, as moléculas de QS podem ser péptidos, já em bactérias Gram 

negativas, as moléculas QS mais bem descritas são N-acyl-L-homoserina lactones (AHL) (Fuqua 

et al., 2001). 

 

1.2.2. Tolerância a antibióticos 

Em termos médicos, a característica mais importante das bactérias em biofilme é a sua 

elevada resistência quer a mecanismos de defesa do próprio hospedeiro, quer a terapia 

antimicrobiana (Ehrlich et al., 2005). Os biofilmes bacterianos são difíceis de detetar através de 

diagnósticos de rotina, e por isso facilitam a propagação das resistências aos antibióticos, a qual 

acontece devido à promoção da transferência horizontal de genes (Fux et al., 2005). Assim 

sendo, os biofilmes são a origem de muitas infeções bacterianas persistentes, as quais possuem 

uma enorme importância clínica (Fux et al., 2003, Hall-Stoodley e Stoodley, 2009). 

Segundo vários autores, as células bacterianas quando presentes em biofilmes são mais 

resistentes aos antibióticos. Existem duas concentrações que são valores padrão nos testes de 

suscetibilidade aos antimicrobianos e são referências importantes no tratamento de infeções, 

sendo elas a concentração inibitória mínima (do inglês minimum inhibitory concentrations - MIC) 

e a concentração bactericida mínima (do inglês minimum bactericidal concentration - MBC), 

ambas expressas em μg/mL ou mg/L (Fux et al., 2003). A concentração inibitória mínima é a 

concentração mais baixa de antimicrobiano capaz de inibir o crescimento do microrganismo. Por 

sua vez, a concentração bactericida mínima é a concentração mais baixa de antimicrobiano 

capaz de matar células bacterianas (Andrews, 2001). Para além destas duas concentrações, em 

biofilmes existe também a concentração mínima de erradicação do biofilme (do inglês minimum 

biofilme eradication concentration – MBEC), que não é mais que a concentração mais baixa 

capaz de erradicar o biofilme (Ceri et al., 1999). Na forma de biofilmes, a mesma bactéria pode 

apresentar uma MBC (ou, considerando a forma de biofilme, MBEC) três a quatro logs superior à 

observada na sua forma planctónica (Fux et al., 2003). Da mesma forma, outros autores 

mostraram que uma bactéria em biofilme pode apresentar uma MIC 1000 vezes superiores à 

suportada na forma planctónica (Behlau e Gilmore, 2008, Stewart e Costerton, 2001). Quanto 
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mais elevado for o valor da concentração inibitória mínima e quanto mais próxima do limite 

superior de sensibilidade, maior é a probabilidade de acontecerem falhas na terapêutica, isto é, 

maior é o risco de o antimicrobiano ser ineficaz, sobretudo quando este penetra mal o local de 

infeção (Ramos et al., 2006). 

A resistência das bactérias quando presentes em biofilmes pode-se dever a diferentes 

fatores, os quais se encontram resumidos na Figura 1.2. Alguns dos mecanismos mais descritos 

envolvem a redução das taxas de crescimento, a produção de bombas para expelir os 

antibióticos, a produção da matriz do biofilme, o desenvolvimento de células persister 

especializadas, e também a elevada diversidade da população. As células persister são uma 

população de células que persistem no biofilme, isto é, são células altamente especializadas que 

resistem aos agentes antimicrobianos e a desinfetantes químicos (Stewart, 2002, Fux et al., 

2003). Estas células estão presentes em maior quantidade nos biofilmes (Stewart, 2002). 

 

Figura 1.2 - Alguns dos mecanismos descritos para o aumento da resistência aos antibióticos 

em biofilme maduro (adaptado de Drenkard (2003)). 

Segundo Prakash et al. (2003), a presença de EPS pode atuar como uma barreira físico-

química, dificultando ou impedindo a penetração de agentes, tais como os antibióticos. A matriz 

também limita o acesso a nutrientes a algumas das células do biofilme, o que leva a um 

crescimento lento ou estagnação. Isto pode contribuir para a tolerância a antibióticos através da 

diminuição da absorção da droga. Além disso, as enzimas como as beta-lactamases, que 

degradam os antibióticos, podem ser imobilizadas na matriz de EPS, de modo que a entrada de 

moléculas de antibiótico pode ser inativado de forma eficaz. Sabe-se também que a composição 

de proteínas da parede celular de bactérias é significativamente modificada (até 40%) em 
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comparação com as bactérias que estão na forma planctónica. Isto significa que as membranas 

das bactérias do biofilme podem ser melhor equipadas para bombear os antibióticos, caso as 

barreiras primárias falhem.  

É também na camada exterior dos biofilmes que são desativados os agentes 

antimicrobianos, como por exemplo o hipoclorito e o peroxido de hidrogénio, sendo esta mais 

rápida do que a sua difusão. Estes oxidantes antimicrobianos resultam do metabolismo oxidativo 

das células fagocíticas. Por sua vez, a fraca penetração destes agentes pode explicar 

parcialmente a incapacidade das células fagocíticas em destruir microrganismos no biofilme. 

Finalmente, devido à elevada proximidade entre as células, os biofilmes proporcionam 

um nicho perfeito para a troca de DNA extracromossomal, que é responsável pela transferência 

de fatores de virulência e resistência a antibióticos.  

Todos estes factos mostram que os biofilmes representam o ambiente ideal para o 

surgimento e proteção de patogénicos altamente especializados. A bactéria de P. mirabilis é um 

bom exemplo de um microrganismo altamente adaptado quando em biofilme. Esta bactéria é 

capaz de aderir rapidamente à superfície de cateteres, formar biofilme e incrustações cristalinas 

que bloqueiam o fluxo do cateter, e ainda induzir fenótipos de elevada motilidade e aderência, 

capazes de reverter o fluxo e colonizar o trato urinário humano (Stickler e Morgan, 2008, Mobley 

e Warren, 1987, Stickler et al., 1993). 

 

1.3. Proteus mirabilis 

As bactérias do género Proteus são bacilos Gram-negativos (Jacobsen e Shirtliff, 2011) 

que pertencem à família das Enterobacteriaceae (Coker et al., 2000). Estas bactérias são 

encontradas nos mais diversos ambientes, como águas poluídas, solo e intestino de mamíferos 

(Rozalski et al., 1997, Jacobsen e Shirtliff, 2011), e possuem uma enorme motilidade 

(geralmente designada de swarming) (Rozalski et al., 1997). Devido a esta característica, estas 

bactérias são capazes de se mover de forma coordenada aquando da presença de superfícies 

sólidas ou semi-sólidas (Jacobsen e Shirtliff, 2011). As infeções urinárias associadas a Proteus 

podem ser de difícil tratamento (Jacobsen et al., 2008) devido, entre outras características, ao 

facto de esta bactéria se fixar a vários tipos de polímeros do cateter, como o silicone, o 

propileno, poliestireno, entre outros (Jacobsen e Shirtliff, 2011, Stickler e Hughes, 1999, 

Jacobsen et al., 2008). A espécie de Proteus que mais frequentemente causa doenças nos 

humanos é a Proteus mirabilis (Jacobsen e Shirtliff, 2011), sendo esta bactéria a causa de várias 
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infeções nosocomiais oportunistas (Rozalski et al., 1997). Esta espécie bacteriana é descrita por 

vários autores como causadora comum de infeções do trato urinário, principalmente CAUTIs 

(Coker et al., 2000, Stickler e Morgan, 2008, Jacobsen et al., 2008). Porém, geralmente P. 

mirabilis não é um colonizador primário do trato urinário, não sendo vulgarmente encontrada em 

cateterizações curtas, acontecendo o contrário em cateterizações longas, onde normalmente 

aparece na urina (Stickler, 2008). 

P. mirabilis é um microrganismo com vários fatores de virulência, entre os mais comuns 

estão a motilidade, devida aos flagelos, e a presença de fimbrias que causam a invasão dos 

tecidos do hospedeiro e adesão às mucosas deste, provocando danos (Coker et al., 2000, 

Jacobsen e Shirtliff, 2011, Jacobsen et al., 2008). Por sua vez, os flagelos, para além de 

permitirem a reversão do fluxo e colonização do trato urinário, também parecem possuir um 

papel importante na perceção da superfície, e como consequência na formação de biofilme 

(Coker et al., 2000). 

Para além disso, esta bactéria possui enzimas de degradação, entre elas ureases, 

proteases, hemolisinas; tem uma enorme capacidade para captar ferro e consegue formar vários 

cristais, como por exemplo os de estruvite (Rozalski et al., 1997, Sosa et al., 2006). É a urease 

que leva à geração de cristais, pois hidrolisa a ureia levando à formação de iões de amónio e 

carbonato, o que provoca um aumento do pH urinário, e consequentemente do biofilme. À 

medida que a urina fica alcalina precipitam-se cristais de fosfato de magnésio e cálcio, 

desempenhando estes um papel importante na formação do biofilme. Por sua vez, agregados 

destes acumulam-se na urina, mas também nas células aderidas à superfície do cateter. Por 

conseguinte, a contínua acumulação de cristais e células leva à formação de biofilmes cristalinos 

(Stickler, 2008) e pode conduzir ao entupimento do cateter, impossibilitando o fluxo de urina. A 

retenção urinária pode depois levar a consequências mais graves como pielonefrites (McLean et 

al., 1991, Stickler et al., 2006, Stickler e Morgan, 2008, Coker et al., 2000). A urease produzida 

por esta estirpe é considerada uma enzima potente, devido ao facto de hidrolisar a ureia mais 

rapidamente que as enzimas produzidas por outras espécies (Jones e Mobley, 1987). Na figura 

1.3 encontra-se um esquema resumindo os acontecimentos que podem ocorrer durante a 

formação de biofilme por esta espécie bacteriana. 
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Figura 1.3 - Mecanismo proposto da formação de biofilme em infeções urinárias associadas a 

cateteres com a bactéria P. mirabilis. Adaptado de Jacobsen e Shirtliff (2011). 

A resistência bacteriana pode ser dividida em dois tipos, a resistência bacteriana 

intrínseca ou natural e a resistência bacteriana adquirida. O primeiro tipo de resistência 

bacteriana é uma resistência espécie-específica, isto é, depende do género/espécie da bactéria, 

sendo todas as estirpes pertencentes a esse género resistentes a determinado antimicrobiano. O 

segundo tipo, a adquirida, pode apenas manifestar-se em algumas estirpes da mesma espécie 

bacteriana, podendo esta resultar de alguma mutação num gene cromossómico ou então da 

aquisição de novo material genético pela bactéria (Tenover, 2006). No que se refere à sua 

suscetibilidade a antibióticos, a espécie P. mirabilis é geralmente suscetível a vários antibióticos, 

entre eles as penicilinas, fluoroquinolonas, aminoglicosídeos, cefolosporinas ou ß-lactâmicos 

(O'Hara et al., 2000, Luzzaro et al., 2001). Contudo, nos últimos anos tem sido descrita a 

aquisição de resistência a alguns destes antibióticos, nomeadamente aos ß-lactâmicos, 

aminoglicosídeos e fluoroquinolonas (Aragon et al., 2008, Wachino et al., 2006, Saito et al., 

2006). Quanto a resistências intrínsecas a antimicrobianos, o P. mirabilis possui resistência à 

nitrofurantoína e a tetraciclina, podendo a resistência à tetraciclina servir como marcador deste 

microrganismo (O'Hara et al., 2000). As terapias antimicrobianas indicadas para as infeções 

urinárias dependem da gravidade da doença, sendo os antibióticos mais vulgarmente prescritos 
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as quinolonas e trimetoprim/sulfametoxazol (Franz e Horl, 1999). Porém, em biofilme as 

espécies bacterianas são mais resistentes aos agentes antimicrobianos, bem como a 

componentes do sistema imune do hospedeiro (Drenkard, 2003). Por conseguinte, a elevada 

resistência dos biofilmes tem levado à investigação de estratégias antibacterianas alternativas. A 

terapia fágica tem sido sugerida como alternativa aos tratamentos químicos, sendo já testada em 

alguns biofilmes, com resultados promissores (Tait et al., 2002). 

 

1.4. Bacteriófagos 

A descoberta dos bacteriófagos gera alguma controvérsia no que respeita a 

revindicações da prioridade. Em 1896, Ernest Hanking, bacteriologista britânico, reportou a 

existência de uma elevada atividade antibacteriana contra Vibrio cholerae em dois rios da Índia, 

limitando assim a expansão das epidemias de cólera. Devido a isto, o bacteriologista sugeriu que 

este fenómeno se devia à presença de uma substância não identificada. Observações similares 

foram feitas por outros bacteriologistas, porém nenhum deles explorou tal acontecimento. 

Passados cerca de 20 anos do primeiro relato deste fenómeno, um bacteriologista de Inglaterra, 

Frederick Twort, reintroduziu o tema devido à observação de um fenómeno similar e lançou a 

hipótese de este fenómeno ser devido a um vírus. Contudo, devido a dificuldades financeiras não 

prosseguiu esta descoberta, e só em 1917 Felix d’Herelle, microbiologista do Instituto Pasteur 

em Paris, descobriu oficialmente os bacteriófagos (Sulakvelidze et al., 2001). 

Os bacteriófagos (fagos) são vírus que infetam bactérias sendo específicos para estas, e 

inofensivos para seres humanos, animais e plantas. Estes são organismos simples e estão 

amplamente distribuídos na natureza, podendo ser encontrados no solo, na água e até mesmo 

no ar (Yele et al., 2012). Segundo vários autores, estima-se que existam cerca de 10 fagos 

diferentes para cada célula bacteriana (Azeredo e Sutherland, 2008, Chibani-Chennoufi et al., 

2004).  

Os fagos podem ser divididos em dois tipos, os fagos virulentos e os fagos temperados, 

que apresentam ciclos lítico e lisogénico (Figura 1.4). Os fagos virulentos causam a lise das 

células para libertar as partículas de vírus recentemente formadas. Por sua vez, os fagos 

temperados integram o seu ácido nucleico no genoma da bactéria ou formam um replicão 

circular no citoplasma da bactéria, sem que ocorra morte celular. O material genético do fago 

(conhecido como profago) pode ser transmitido para as células filhas em cada divisão celular 

subsequente (Sillankorva et al., 2012).  
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Como todos os vírus, os fagos não têm metabolismo próprio, logo necessitam do 

metabolismo do hospedeiro, bem como dos recursos energéticos e materiais para se replicarem 

(Withey et al., 2005). Devido a estas caraterísticas, os fagos com ciclo lítico são candidatos para 

utilização em terapia antibacteriana (Azeredo e Sutherland, 2008). 

 

Figura 1.4 - Representação dos ciclos lítico e lisogénico (adaptado de García et al. (2010)). 

 

1.4.1. Classificação e replicação dos fagos Caudovirales  

Os fagos são classificados pelo Comité Internacional de Taxonomia de Vírus – ICTV – 

segundo a sua morfologia e o tipo de ácido nucleico que possuem, podendo este ser dsDNA, 

ssDNA, dsRNA e ssRNA. Atualmente este comité reconhece 7 ordens diferentes de vírus. De 

acordo com a literatura, 96% de todos os fagos isolados pertencem à ordem Caudovirales que 

possui 3 famílias com morfologias distintas (Tabela 1.1), 5 subfamílias e 38 géneros de fagos. 

 

Tabela 1.1- Classificação ICTV dos fagos (adaptado de Mc Grath e van Sideren (2007)). 

Família 
Morfologia Ácido Nucleico 

Myoviridae Sem envelope, cauda contrátil dsDNA linear 

Siphoviridae Sem envelope, cauda longa não contrátil dsDNA linear 

Podoviridae Sem envelope, cauda curta não contrátil dsDNA linear 
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Os fagos da ordem Caudovirales são constituídos por uma cápside icosaédrica, no 

interior da qual se encontra o material genético (DNA de cadeia dupla), e uma cauda (Figura 

1.5).  

 

Figura 1.5 - Representação de um fago (retirado de García et al. (2010)). 

Estas três famílias de fagos devem-se ao tipo de cauda que apresentam, podendo ter: 

cauda longa não contrátil (Siphoviridae), cauda extremamente curta (Podoviridae) e cauda 

contrátil (Myoviridae) (Figura 1.6) (Azeredo e Sutherland, 2008). 

 

Figura 1.6 - Representação das três diferentes famílias da ordem Caudovirales. Adaptado de 

Krupovic et al. (2011)). 

 

1.4.2. Terapia fágica 

A resistência dos microrganismos patogénicos à maioria dos agentes antimicrobianos é 

um problema crescente e crítico na medicina em todo o mundo (Sulakvelidze et al., 2001), 

tendo talvez a prescrição indiscriminada de antibióticos contribuído para isto. Os antibióticos são 

usados para combater infeções, contudo quando o número de microrganismos resistentes é 

elevado o suficiente para manter a infeção ativa, esta vai persistir. O uso de antibióticos pode-se 

Myoviridae Siphoviridae Podoviridae 



Capítulo 1 

 Página | 16 

tornar dispendioso e infrutífero devido ao crescente número de bactérias multirresistentes (e 

consequentemente diminuição na descoberta de novos antibióticos), bem como à elevada 

resistência das células quando presentes em biofilmes. Posto isto, é necessário o 

desenvolvimento de um método alternativo para combater a resistência bacteriana. A terapia 

fágica tem gerado interesse como alternativa aos agentes químicos no combate de infeções 

causadas por microrganismos patogénicos (Tait et al., 2002, Santos et al., 2010).  

 As características dos fagos como: elevada especificidade, inócuos para humanos e 

animais, fácil produção e manipulação, e rápida modificação para combater a manifestação de 

novas ameaças bacterianas, contribuíram para o interesse terapêutico sobre estas partículas. 

Outra característica importante dos fagos é o facto de estes apenas se replicarem nos locais 

onde há infeção, sendo que só existem enquanto o seu hospedeiro permanecer no local 

(Azeredo e Sutherland, 2008). Adicionalmente, bactérias que adquirem resistência a 

determinados fagos, são ainda suscetíveis a outros fagos.  

Perepanova et al. (1995) investigaram a eficácia da terapia fágica em casos de infeção 

urinária, e aplicaram preparados de fagos em 46 pacientes, com inflamação urogenital aguda e 

crónica, por via tópica ou por via oral. Em 84% a terapia teve sucesso, provando assim ser 

efetiva e segura no tratamento deste tipo de infeções. 

 

1.4.3. O desafio da ação dos fagos nos biofilmes 

A utilização de fagos virulentos no controlo de biofilmes pode ser uma alternativa eficaz 

(Sillankorva et al., 2004, Sillankorva et al., 2012, Hughes et al., 1998, Tait et al., 2002). Nos 

biofilmes as células encontram-se mais próximas umas das outras, quando comparadas com as 

células planctónicas, logo seria de esperar que a replicação do fago pudesse ser favorecida 

(Wiggins e Alexander, 1985). Contudo a estrutura e composição do biofilme, assim como a 

fisiologia das células do biofilme, podem impor algumas limitações à infeção fágica. Por 

exemplo, a matriz do biofilme pode ser um grande obstáculo à penetração do fago (Azeredo e 

Sutherland, 2008). No entanto, existe divergência quanto à redução de biomassa ser ou não 

dependente da barreira de difusão imposta pela matriz. Autores como Sillankorva et al. (2004) e 

Cerca et al. (2007), concluíram que a taxa de redução da biomassa não era dependente desta 

barreira, tendo observado reduções de biomassa equivalentes em biofilmes e culturas 

planctónicas em diferentes estados fisiológicos. Por outro lado, Melo (2014) mostrou no seu 

estudo que a matriz dificulta a interação entre o fago e o biofilme, limitando a eficácia fágica. 
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Até à data a informação sobre fagos P. mirabilis é escassa, sendo encontradas 

referencias a fagos de Proteus estudados na década de 70 (Hickman e Farmer, 1976, Schmidt e 

Jeffries, 1974, Coetzee e Smit, 1970). Na literatura recente é encontrada a referência a um fago, 

contudo este não é específico apenas para a espécie P. mirabilis, sendo também eficaz contra a 

bactéria E. coli, e daí ser denominado de fago coli-proteus. De facto esta é uma limitação 

importante para este fago, pois estripes de E. coli comensais são muito comuns na flora 

intestinal humana. Segundo o autor, este fago coli-proteus foi isolado a partir de uma preparação 

comercial de fagos (Carson et al., 2010).  
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Capítulo 2 – Caracterização dos bacteriófagos 

 

A caracterização de novos fagos é essencial, não só para prever o comportamento do 

fago aquando da infeção da bactéria, mas também para garantir a segurança de uma potencial 

terapia. Neste sentido, o principal objetivo deste capítulo foi a caracterização de fagos de Proteus 

em termos do seu crescimento e multiplicação, das proteínas que os constituem, a sua adesão a 

superfícies e ainda a sua resistência a um método mecânico de remoção de partículas aderidas.  

 

 

2.1. Materiais e métodos 

2.1.1. Microrganismos e fagos 

Neste estudo utilizaram-se duas estirpes de coleção de Proteus mirabilis, SGSC 5460 e 

SGSC 5461 (Salmonella genetic stock centre – SGSC). As bactérias foram cultivadas em meio 

líquido Caldo de Soja Tríptica (do inglês Tryptic Soy Broth – TSB) da Liofilchem, e também em 

placas de Petri contendo meio sólido TSB com 1,5% (p/v) de agar (Liofilchem) – TSA. Os meios 

foram preparados de acordo com as indicações do fabricante, e esterilizados por autoclavagem 

(15 minutos, 121ºC). 

Os fagos de P. mirabilis utilizados ao longo deste estudo foram os vB_PmiP_CEB5460 e 

vB_PmiM_CEB5461, os quais foram previamente isolados de efluente da ETAR (Frossos, Braga) 

e identificados quanto à sua família. 

 

2.1.2. Curva de calibração densidade ótica vs células viáveis  

Em todos os processos que envolvem infeção fágica foi necessário saber o número de 

células viáveis para assim determinar a multiplicidade de infeção (do inglês Multiplicity of 

Intection - MOI), não sendo esta mais do que a razão entre a concentração de fagos e a 

concentração bacteriana. Posto isto, foi necessário fazer uma curva de calibração entre a 

Densidade Ótica (DO620nm) e o número de células viáveis (Anexo I, Figura A1). 

Foram preparadas suspensões com diferentes concentrações (valores de DO620nm entre 

0,1 e 1), as quais foram diluídas em NaCl (0,9% (p/v)) plaqueadas em triplicado e incubadas 

overnight à temperatura ambiente, para evitar o crescimento exagerado das colónias e swarming 
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típico da bactéria P. mirabilis. No dia seguinte foi efetuada a contagem das unidades formadoras 

de colónias (do inglês Colony Forming Units - CFU’s) através da equação: 

 

         çã                        
                              çã 

                                
 

 

2.1.3. Produção de fagos 

A produção de fagos teve por base a técnica descrita por Pires et al. (2011), com 

algumas modificações. Os inóculos dos respetivos hospedeiros foram incubados a 37ºC, 120 

rpm, até atingir uma DO620nm 1x109 CFU/ml. Após o período de incubação fez-se uma sementeira 

em placas de Petri contendo meio sólido TSA nas quais se colocou 100 μl do respetivo inóculo e 

adicionou-se cerca de 2 a 3 ml de TSB top-agar com 0,6% de agar (líquido a 45ºC). Deixou-se 

solidificar o top-agar, adicionou-se 20 μl de fago ao centro da placa e espalhou-se por toda a 

placa com a ajuda de tiras de papel estéreis, de forma a obter o máximo de cobertura possível 

pelos fagos. Por fim, colocou-se a incubar a 37ºC overnight.  

Terminado o período de incubação adicionou-se cerca de 3 ml de tampão SM com 

gelatina (5,8 g/l de NaCl [Nzytech]; 2 g/l de MgSO4.7H2O [Panreac]; 50 ml/l de Tris-HCl 1 M, pH 

7,5 [Biorad]; 5 ml/l de gelatina a 2% (p/v) [Sigma]) a cada placa. Colocaram-se as placas a 4ºC 

sob agitação lenta (80 rpm) durante 5 horas para ocorrer eluição do fago para a fase líquida. 

Cessado este tempo, recolheu-se todo o líquido e também a camada de top-agar para tubos 

falcon de 50 ml. De seguida centrifugaram-se os falcons a 7500 × g (Sigma 3-16k) durante 10 

minutos a 4ºC e recolheu-se e filtrou-se (0,22 µm, VWR International) o sobrenadante. 

 

2.1.3.1. Título dos fagos – Unidades formadoras de placas 

Para a contagem de unidades formadoras de placas (do inglês Plaque Forming Units - 

PFU’s) utilizou-se a técnica descrita por Sambrook e Russell (2001). Para isso foi necessário 

proceder a diluições sucessivas da solução fágica, 1:10 em tampão SM sem gelatina. De 

seguida pipetaram-se 100 μl de hospedeiro para a placa de TSA e adicionaram-se 100 μl da 

respetiva diluição do fago. Por fim verteram-se 2 a 3 ml de TSB top-agar, agitou-se muito bem 

para homogeneizar, deixou-se secar e colocou-se a incubar overnight a 37ºC. No dia seguinte 

contaram-se os PFU’s na diluição mais adequada (30-300 PFU’s), sendo de seguida aplicada a 

equação (indicada abaixo) para a obtenção do título do fago. 
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2.1.3.2. Purificação e concentração dos fagos 

O procedimento a seguir descrito teve como objetivo aumentar o título de fago. Por cada 

10 ml de fago adicionou-se 0,584 g de NaCl, ficando posteriormente a solução 1 hora a 4ºC 

com agitação lenta (80 rpm). Terminado este período, centrifugou-se a solução a 4ºC, 10000 × 

g durante 10 minutos, retirou-se o sobrenadante e adicionou-se 1 g de polietilenoglicol (PEG 

8000, Fisher) por cada 10 ml de sobrenadante (Sambrook e Russell, 2001). Colocou-se 

novamente a solução a 4ºC overnight com agitação lenta (80 rpm). Posteriormente centrifugou-

se a solução a cerca de 13000 × g durante 10 minutos, rejeitou-se o sobrenadante, e ao 

precipitado adicionou-se tampão SM (entre 5 a 10 ml dependendo da quantidade de 

precipitado). Após homogeneização, adicionou-se clorofórmio na proporção 1:4 (v/v), 

homogeneizou-se e centrifugou-se a 3500 × g, durante 15 minutos a 4ºC. Depois da 

centrifugação obtiveram-se 3 fases distintas: clorofórmio, fase orgânica que contém por exemplo 

restos celulares e a fase aquosa de interesse que contém fago puro. Separou-se a fase aquosa 

de interesse e filtrou-se a mesma com ajuda de uma seringa e filtros de PES com poro 0,22 μm. 

Por fim procedeu-se à determinação do título dos fagos como descrito acima. 

 

2.1.4. Espetro lítico dos fagos 

De forma a verificar qual a abrangência e especificidade dos fagos vB_PmiP_CEB5460 e 

vB_PmiM_CEB5461 determinaram-se os seus espetros líticos. Para esta determinação 

utilizaram-se várias espécies de P. mirabilis: SGSC 5460, SGSC 5461, CECT 4168, SGSC 5450, 

SGSC 5447, SGSC 5448, SGSC 3360, CECT 4101, 933, SGSC 5449, SGSC 5446, SGSC 5445. 

Para avaliar a especificidade dos fagos, foram incluídas outras bactérias da família 

Enterobacteriaceae tais como: Enterobacter aerogenes CECT 684; Enterobacter sakazakii ATCC 

29544; Salmonella typhimurium LT2; Salmonella enteritidis ATCC 13076; Klebsiella 

pneumoniae SGSC 5924; Escherichia coli CECT 515; Escherichia coli CECT 434; Escherichia 

coli Ec7, Ec8 e Ec9 (isolados clínicos); Escherichia hermannii SGSC 5715; Morganella morganii 

SGSC 5703; Morganella V 025; Citrobacter freundii SGS 5345; Citrobacter C.K. I162. 

Para tal fizeram-se inóculos de todas as bactérias com colónias frescas, colocaram-se 

100 μl de suspensão bacteriana na respetiva placa, adicionou-se 1 ml TSB top-agar com 0,6% 
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de agar, a 45ºC para melhor espalhar e homogeneizar e deixou-se secar. Depois de todas as 

placas estarem bem secas colocou-se uma gota de cada fago (vB_PmiP_CEB5460 e 

vB_PmiM_CEB5461) a uma concentração de 108 PFU/ml nas placas, deixou-se secar muito 

bem e colocou-se a incubar a 37ºC overnight. No dia seguinte verificou-se a presença ou não de 

halo de inibição de crescimento. Este procedimento foi repetido mais uma vez para esta 

concentração fágica. 

 

2.1.5. Curva de crescimento dos fagos  

Para as curvas de crescimento (do inglês One Step Growth Curve – OSGC) seguiu-se o 

procedimento descrito por Rahman et al. (2011), com pequenas modificações. Foram 

preparados pré-inóculos dos hospedeiros P. mirabilis SGSC 5460 e SGSC 5461 que foram 

usados (1 ml) para inocular 15 ml de meio TSB fresco. Deixou-se crescer até uma DO620nm de 0,4 

- 0,5. De seguida centrifugou-se 10 ml da suspensão a 4ºC, 7000 × g durante 5 minutos, 

ressuspendeu-se o precipitado em 5 ml de meio fresco (para obter uma DO620nm de 

aproximadamente 1) e adicionou-se 5 ml de solução fágica diluída (106 PFU/ml) de forma a 

obter uma MOI de 0,005. Deixou-se o fago adsorver durante 5 minutos, centrifugou-se durante 5 

minutos (7000 × g, 4ºC) e ressuspendeu-se o precipitado em 10 ml de meio TSB fresco. 

Posteriormente recolheram-se amostras de 5 em 5 minutos até aos 30 minutos, e de 10 em 10 

até aos 60 minutos. Por fim procedeu-se à determinação do título do fago como descrito no 

ponto 2.1.3.1. 

 

2.1.6. Proteínas estruturais dos fagos 

Uma vez que o trabalho envolve a utilização de dois novos fagos, foi feita a comparação 

do perfil proteico de ambos de forma a inferir a sua semelhança. Assim sendo, procedeu-se à 

extração e determinação da concentração de proteínas estruturais, e à eletroforese em 

condições desnaturantes. 

 

2.1.6.1. Extração das proteínas estruturais dos fagos 

Para a extração das proteínas colocaram-se 500 μl de fago concentrado (> 109 PFU/ml) 

ou 2 ml de fago menos concentrado (< 109 PFU/ml) num tudo falcon de 15 ml. De seguida, 

adicionaram-se 4 volumes de acetona gelada a cada um dos fagos. Vortexou-se e centrifugou-se 

durante 20 minutos a 4ºC, 1600 × g. Depois da centrifugação descartou-se o sobrenadante, 
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escorreu-se muito bem todo o líquido e deixaram-se os precipitados a secar overnight (O'Flaherty 

et al., 2004). No dia seguinte ressuspenderam-se os precipitados num volume adequado de 

água ou adicionou-se diretamente tampão de aplicação (premixed Laemmli sample buffer 

[Biorad] e ß-mercaptoetanol [Sigma]) a cada amostra e colocaram-se a incubar durante 5 

minutos a 100ºC para desnaturar as proteínas. Posteriormente colocaram-se as amostras em 

gelo para arrefecer. 

 

2.1.6.2. Determinação da concentração de proteínas nos fagos 

Para a determinação da concentração de proteínas estruturais dos fagos 

vB_PmiP_CEB5460 e vB_PmiM_CEB5461 seguiu-se o protocolo descrito no kit BCA Protein 

Assay da Thermo Scientific de acordo com as instruções dos fabricantes. Para inferir a 

concentração de proteína foi feita uma reta de calibração DO562nm vs concentração de proteína, 

utilizando soluções padrão de albumina sérica bovina - BSA (Bovine Serum Albumin) a diferente 

concentrações (Anexo I, Figura A2). 

 

2.1.6.3. Eletroforese de proteínas – SDS PAGE e coloração dos géis 

Para a execução da eletroforese de proteínas em condições desnaturantes, 

comummente conhecida por SDS-PAGE (do inglês Sodium Dodecyl Sulfate - Polyacrylamide Gel 

Electrophoresis), usou-se a técnica descrita por Schagger e von Jagow (1987), com algumas 

modificações. Utilizou-se um gel de gradiente (4 a 20% de poliacrilamida, Mini-

PROTEAN® TGX™ Precast Polyacrylamide Gels [Biorad]), o marcador Color Protein Standard, 

Broad Range (11-245 kDa [New England Biolabs]) e tampão de eletroforese TGS 1x (Tris-Glycine-

SDS Buffer). A corrida foi feita a uma voltagem de 80 V, durante aproximadamente 2 horas. 

No fim da corrida, colocou-se o gel durante 30 minutos numa solução de azul de 

coomassie (0,25% (p/v) de azul de coomassie R 250 [Biorad], 50% (v/v) metanol [Fisher] e 10% 

(v/v) ácido acético [Fisher]) com agitação constante. Terminado este período, retirou-se a 

solução anterior e colocou-se uma solução de descoloração (25% (v/v) metanol [Fisher] e 5% 

(v/v) ácido acético [Fisher]), com agitação constante para remover o corante em excesso. Esta 

solução foi depois substituída por água destilada, que foi mudada sempre que se encontrava 

com cor concentrada. 

Procedeu-se também à coloração com nitrato de prata do gel corado com azul de 

coomassie. Para isso foi necessário lavar o gel com solução de lavagem (20% (v/v) de etanol 
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[Sigma]) durante 20 minutos, retirou-se a solução e adicionou-se o volume necessário de solução 

de sensibilização (0,02% (p/v) de tiossulfato de sódio [Sigma]), deixou-se estar durante 2 

minutos. De seguida descartou-se a solução anterior e lavou-se o gel duas vezes com água 

desionizada, 1 minuto em cada, retirou-se e adicionou-se a solução de coloração fria (0,2% (p/v) 

de nitrato de prata [Sigma] e 0,076% (v/v) de formaldeído [Sigma]) e colocou-se a agitar no 

escuro durante 30 minutos. Terminado este período, removeu-se a solução e mergulhou-se o gel 

num grande volume de água desionizada durante 1 minuto para que os iões livres fossem 

retirados. Repetiu-se este passo mais uma vez. Por fim colocou-se um pouco de solução de 

redução (6% (p/v) de carbonato de sódio [Panreac], 0,0004% (p/v) de tiossulfato de sódio 

[Sigma] e 0,05% de formaldeído [Sigma]), deixando pouco tempo, descartou-se e adicionou-se 

300 ml de nova solução de redução, e deixou-se atuar durante 2 a 5 minutos. Assim que se 

obteve a intensidade desejada adicionou-se 50 ml de solução de paragem (12% ácido acético 

[Fisher]) e agitou-se durante 10 minutos. 

 

2.1.7. Resistência dos fagos à sonicação 

Para posteriormente se removerem e quantificarem os fagos aderidos aos cupões de 

silicone, foi necessário otimizar o tempo de sonicação de forma a garantir que o processo de 

remoção não compromete a viabilidade das partículas fágicas. Para isto colocou-se 1 ml de 

suspensão fágica vB_PmiP_CEB5460 e vB_PmiM_CEB5461 (a uma concentração de 107 

PFU/ml) nos respetivos poços da placa de 24 poços. As suspensões foram depois sujeitas a 

diferentes tempos de sonicação (5, 10 e 20 segundos) e de amplitude (22 e 25%) no sonicador 

Sonics Vibra-Cell VC 505 – VC 750. Durante este processo a placa de 24 poços foi mantida em 

gelo, para evitar o aquecimento das amostras. Terminado o processo de sonicação, 

determinaram-se os PFU’s das amostras como descrito no ponto 2.1.3.1. Todo este 

procedimento foi feito em duplicado. 

 

2.1.8. Adsorção dos fagos a superfícies de silicone não funcionalizadas 

Para este procedimento utilizaram-se cupões de silicone (1 cm2), sendo que para a 

preparação destes teve-se por base o procedimento descrito por Azevedo et al. (2006). Após 

esterilização (durante 30 minutos a 70ºC) colocaram-se os cupões numa placa de 24 poços, e 

adicionaram-se 1,7 ml de solução fágica. Foram utilizadas diferentes soluções fágicas com as 

diferentes concentrações (106, 107, 108, 109 e 1010 PFU/ml) para ambos os fagos 
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(vB_PmiP_CEB5460 e vB_PmiM_CEB5461), de forma a determinar o efeito da concentração no 

número de fagos adsorvidos. Deixou-se a repousar overnight à temperatura ambiente sem 

agitação e no dia seguinte retiraram-se todos os cupões, lavaram-se com tampão SM e 

colocaram-se num novo poço.  

Posteriormente para a quantificação de fagos adsorvidos aos cupões adicionou-se 

novamente tampão SM (1,6 ml) e procedeu-se à sonicação, 5 segundos a 22% de amplitude, 

para cada cupão. Por fim determinaram-se os PFU’s como descrito no ponto 2.1.3.1. 

 

2.1.9. Adsorção dos fagos a superfícies de silicone funcionalizadas  

Para funcionalizar a superfície do silicone seguiu-se o procedimento descrito por 

Cademartiri et al. (2010). Preparou-se uma solução contendo 15 ml de água destilada estéril, 

0,6 ml de ácido acético glacial (Fisher) e 1,053 ml de APTS ((3-aminopropyl) triethoxysilane) 

(Sigma). Homogeneizou-se a solução, adicionou-se 1 ml a cada cupão de silicone com 1 cm2 e 

deixou-se a repousar overnight à temperatura ambiente. No dia seguinte lavou-se cada cupão de 

silicone três vezes em água destilada estéril, escorreram-se muito bem, colocaram-se noutra 

placa de 24 poços, adicionaram-se as respetivas soluções fágicas e seguiu-se como descrito no 

ponto anterior (2.1.8). 

 

2.1.10. Libertação dos fagos em urina a 37ºC ao longo do tempo em 

superfícies funcionalizadas e não funcionalizadas 

Foram colocados cupões com 4 cm2 em placas de 6 poços. Para os cupões sujeitos a 

funcionalização, adicionou-se a cada poço 5 ml de solução de funcionalização e deixou-se a 

repousar. No dia seguinte lavaram-se todos os cupões em água destila estéril, colocaram-se em 

novos poços e prepararam-se as soluções fágicas com concentração 108 PFU/ml. Adicionou-se 5 

ml da respetiva solução fágica ao respetivo poço e deixou-se a repousar overnight à temperatura 

ambiente. No dia seguinte lavaram-se os cupões em tampão SM para retirar os fagos não 

aderidos, e colocaram-se em novos poços. De seguida adicionaram-se 5 ml de urina 

suplementada com 0,3% de glucose a cada poço, incluindo um poço com cupão para controlo 

negativo, e colocou-se a placa a incubar a 37ºC sem agitação. Tiram-se 20 μl de cada solução 

em cada ponto ao longo do tempo (2, 4, 6, 24, 48, 72 e 96 horas). Posteriormente procedeu-se 

à contagem dos PFU’s como descrito no ponto 2.1.3.1. Para as superfícies não funcionalizadas 

repetiu-se o procedimento, apenas com a eliminação do passo de funcionalização. 
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2.2. Resultados e discussão 

2.2.1. Espetro lítico dos fagos 

Os fagos vB_PmiP_CEB5460 e vB_PmiM_CEB5461 foram isolados de efluente de 

ETAR. O seu espetro de ação para isolados e estirpes de referência de P. mirabilis foi estudado 

(Tabela 2.1) e mostra que o fago vB_PmiM_CEB5461 apresenta um espetro lítico mais alargado 

quando comparado com o fago vB_PmiP_CEB5460, verificando-se halo de inibição em todas as 

estirpes, o que significa que infeta todas as estirpes de P. mirabilis testadas. Por sua vez o fago 

vB_PmiP_CEB5460 mostra-se menos eficiente, infetando apenas 7 das 12 estirpes testadas.  

 

Tabela 2.1 - Espetro lítico dos fagos vB_PmiP_CEB5460 e vB_PmiM_CEB5461. 

Estipes 
Fagos 

vB_PmiP_CEB5460 vB_PmiM_CEB5461 

P. mirabilis 933* - + 

P. mirabilis SGSC 3360 - + 

P. mirabilis CECT 4101 + + 

P. mirabilis CECT 4168 + + 

P. mirabilis SGSC 5445 - + 

P. mirabilis SGSC 5446 + + 

P. mirabilis SGSC 5447 + + 

P. mirabilis SGSC 5448 + + 

P. mirabilis SGSC 5449 + + 

P. mirabilis SGSC 5450 - + (T) 

P. mirabilis SGSC 5460 + + 

P. mirabilis SGSC 5461 - + 

T – halo turvo. * Isolado clínico. 

Como é visível na Figura 2.1, os fagos apresentam placas fágicas com tamanhos e 

morfologia muito distintos.  
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Figura 2.1 - Placas fágicas dos fagos vB_PmiP_CEB5460 e vB_PmiM_CEB5461, 

respetivamente. 

O fago vB_PmiP_CEB5460 apresenta grandes e límpidas placas fágicas, por sua vez o 

fago vB_PmiM_CEB5461 apresenta placas fágicas extremamente pequenas e ligeiramente 

baças. 

De forma a saber se os novos fagos de Proteus seriam ou não específicos apenas para 

esta espécie bacteriana, realizou-se o seu espetro de atividade contra várias outras espécies 

bacterianas da família Enterobacteriaceae (Tabela 2.2).  

Os resultados obtidos mostraram que os dois fagos em estudo apenas atuam em P. 

mirabilis, devido à ausência de halo de inibição nas outras espécies testadas. Assim sendo, 

segundo a literatura pudemos concluir que ambos os fagos (vB_PmiP_CEB5460 e 

vB_PmiM_CEB5461) são específicos apenas para Proteus (Stocker, 1955). 
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Tabela 2.2 - Espetro de atividade dos fagos vB_PmiP_CEB5460 e vB_PmiM_CEB5461 em 

bactérias da família Enterobacteriaceae. 

Estirpes 
Fagos 

vB_PmiP_CEB5460 vB_PmiM_CEB5461 

   P. mirabilis SGSC 5460 + + 

P. mirabilis SGSC 5461 - + 

Enterobacter aerogenes CECT 684 - - 

Enterobacter  sakazakii ATCC 29544 - - 

Salmonella typhimurium LT2 - - 

Salmonella enteritidis ATCC 13076 - - 

Klebsiella pneumoniae SGSC 5924 - - 

Escherichia coli CECT 515 - - 

Escherichia coli CECT 434 - - 

Escherichia coli Ec7* - - 

Escherichia coli Ec8* - - 

Escherichia coli Ec9* - - 

Escherichia hermannii SGSC 5715 - - 

Morganella morganii SGSC 5703 - - 

Morganella V 025 - - 

Citrobacter freundii SGSC 5345 - - 

Citrobacter C.K. I162 - - 

* Isolados clínicos 

 

2.2.2. Curva de crescimento dos fagos – OSGC 

De forma a avaliar a replicação dos fagos vB_PmiP_CEB5460 e vB_PmiM_CEB5461 

nos respetivos hospedeiros, fizeram-se curvas de crescimento segundo a metodologia de one 

step growth curve (Rahman et al., 2011). Com base nestas curvas foi possível determinar o 

período de latência (acumulação intracelular de fagos, seguida da libertação dos primeiros 

fagos), o período de aumento fágico (libertação exponencial de fagos) e o burst size, que não é 

mais que o número médio de fagos libertados por cada célula infetada, isto é, o número de 

fagos libertados antes e depois do processo de infeção (Ackermann, 1998, Lee et al., 2014). 
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Como se pode observar na Figura 2.2, o fago vB_PmiP_CEB5460 tem um período de 

latência de 10 minutos, um período de aumento fágico de 15 minutos e um burst size de 45,7 

PFU por bactéria infetada. Períodos de latência pequenos e burst size semelhantes foram 

observados por Kesik-Szeloch et al. (2013) em fagos da mesma família. Para além disso, foi 

também possível observar a existência de dois ciclos de replicação no decorrer dos 60 minutos. 

 

Figura 2.2 - Curva One Step Growth para o fago vB_PmiP_CEB5460, com representação do 

desvio padrão. 

Por sua vez, na Figura 2.3 foi observado um período de latência de 25 minutos, um 

período de aumento fágico de 10 minutos e um burst size de 10,88 PFU por célula infetada para 

o fago vB_PmiM_CEB5461. Também Kesik-Szeloch et al. (2013) verificaram que os fagos 

pertencentes à família Myoviridae multiplicavam-se mais lentamente, possuindo também um 

burst size mais pequeno quando em comparação com os da família Podoviridae. Também aqui 

parece existir um segundo ciclo de replicação no decorrer dos 60 minutos do ensaio. De acordo 

com vários trabalhos, fagos da família Podoviridae conseguem no geral reproduzir-se até 

números muito superiores de burst size aos observados com fagos Myoviridae devido ao 

tamanho das partículas virais (Jiang et al., 1998, Kesik-Szeloch et al., 2013). 
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Figura 2.3 - Curva One Step Growth para o fago vB_PmiM_CEB5461, com representação do 

desvio padrão. 

Na representação gráfica destas curvas one steps growth estão incluídos os 5 minutos 

de adsorção fágica tal como na representação feita por Melo et al. (2014). 

 

2.2.3. Análise das proteínas estruturais dos fagos 

As proteínas estruturais dos fagos foram extraídas e quantificadas, sendo que para o 

fago vB_PmiP_CEB5460 a concentração obtida foi de 339 μg/ml e para o fago 

vB_PmiM_CEB5461 foi de 730 μg/ml (Anexo I, Figura A2). Após quantificação, as proteínas 

estruturais foram analisadas por SDS-PAGE, o que permitiu a comparação dos mesmos através 

da avaliação das diferenças e semelhanças dos seus perfis proteicos (Figura 2.4). Devido às 

bandas do fago vB_PmiP_CEB5460 se apresentarem menos intensas foi necessário corar o gel 

também com nitrato de prata (Anexo II, Figura A1). 
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Figura 2.4 - Análise das proteínas estruturais dos fagos vB_PmiP_CEB5460 e 

vB_PmiM_CEB5461 por SDS-PAGE. Coloração foi feita com azul de coomassie. 

Na tabela 2.3 encontra-se o peso molecular e a proteína putativa do fago vB_PmiP_CEB5460. 

 

Tabela 2.3 - Proteína putativa do fago vB_PmiP_CEB5460. 

Fago vB_PmiP_CEB5460 

Número da banda Peso molecular (kDa) Proteína putativa 

1 43,8 Major capsid protein 

 

Por sua vez, na Tabela 2.4 encontram-se os pesos moleculares e as proteínas putativas do fago 

vB_PmiM_CEB5461. 
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Tabela 2.4 - Proteínas putativas do fago vB_PmiM_CEB5461. 

Fago vB_PmiM_CEB5461 

Número da banda Peso molecular (kDa) Proteína putativa 

1 72,5 Tail sheath 

2 55,6 Major capsid protein 

3 21,8 
Tail completion and sheath 

stabilizer protein 

4 17,8 Head stabilizer protein 

 

Em ambos os fagos são observadas bandas com tonalidade mais acentuada (Figura 

2.4), podendo estas corresponder à major capsid protein (proteína que compõe maioritariamente 

a cápside do fago) e à major tail sheath protein (proteína que compõe maioritariamente a cauda) 

(Han et al., 2013). 

A análise por SDS-PAGE mostra que os fagos são claramente diferentes. Na realidade os 

mesmos foram previamente observados por microscopia eletrónica de transmissão e 

sequenciados, o que permitiu de antemão saber que os fagos eram diferentes e identificar a 

ordem e família a que pertencem. Assim sendo, os fagos vB_PmiP_CEB5460 e 

vB_PmiM_CEB5461, como os próprios nomes indicam, foram classificados como pertencendo à 

ordem Caudovirales e às famílias Podoviridae e Myoviridae, respetivamente.   

 

2.2.4. Resistência fágica à sonicação 

Um dos objetivos deste trabalho foi a avaliação do efeito do revestimento de superfícies 

com fagos na formação de biofilme, sendo por isso importante quantificar o fago que fica 

efetivamente ligado à superfície. Porém esta quantificação exige que, após a adsorção, o fago 

seja removido da superfície sem que a sua viabilidade seja afetada. A remoção por sonicação 

envolve um processo mecânico extremamente eficiente em que a energia sonora das ondas de 

ultrassons se propaga num meio líquido, atingindo de forma homogenia a superfície e causando 

a libertação de partículas aderidas (Pitt e Ross, 2003, Zips et al., 1990, Joyce et al., 2011). 

Donatan et al. (2009) propuseram a sonicação no seu estudo como sendo um método rápido e 

fiável na remoção de fagos de superfícies sólidas. Porém, este processo tem que ser otimizado 

de forma a não comprometer a viabilidade das partículas fágicas e assim permitir uma correta 

quantificação das partículas fágicas que estavam aderidas.  
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Posto isto, foram testadas duas amplitudes e vários tempos de sonicação de forma a 

determinar as condições que menos afetam os fagos (Figuras 2.5 e 2.6). Como se pode 

observar pela Figura 2.5, o fago vB_PmiP_CEB5460 é pouco afetado pela sonicação após um 

curto tempo de sonicação (5 segundos) que causou uma redução inferior a 0,3 log no título 

deste fago. No entanto, a perda de viabilidade acentua-se com o aumento do período de 

sonicação, e com o aumento da amplitude (p < 0,05).  

 

Figura 2.5 - Resistência do fago vB_PmiP_CEB5460 à sonicação. * amostras com diferenças 

estatisticamente significativas (p < 0,05). 

Na Figura 2.6 verifica-se que o fago vB_PmiM_CEB5461 é mais afetado pela sonicação 

que o fago vB_PmiM_CEB5460 e, mais uma vez, a perda de viabilidade acentua-se com 

aumento do tempo de sonicação (p < 0,05). 

 

Figura 2.6 - Resistência do fago vB_PmiM_CEB5461 à sonicação. * amostras com diferenças 

estatisticamente significativas (p < 0,05). 
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Como se pode observar pelos resultados obtidos, o melhor tempo de sonicação são os 5 

segundos, e no geral a melhor amplitude é a de 22% (p < 0,05). Para além disso, é possível 

verificar que o fago vB_PmiM_CEB5461 em comparação com o fago vB_PmiP_CEB5460 é 

menos resistente à sonicação, sendo que tal facto se pode dever a este ser um fago da família 

Myoviridae (p < 0,05). Os fagos desta família possuem um aparelho único, uma cauda longa 

contrátil, a qual é composta por um tubo interno rígido (Aksyuk et al., 2011). Estas 

características podem tornar o fago mais suscetível à sonicação, pois a energia aplicada (mesmo 

sendo baixa) pode quebrar a cauda do fago. Posto isto, poderá haver um pequeno desfasamento 

entre o resultado obtido para este fago e o número real de fagos aderidos, uma vez que o tempo 

e amplitude mais baixos podem comprometer a viabilidade de algumas partículas. 

 

2.2.5. Quantificação dos fagos adsorvidos aos diferentes cupões 

Após a determinação do melhor tempo e amplitude de sonicação, quantificaram-se os 

fagos adsorvidos aos diferentes cupões. As superfícies de silicone foram revestidas com 

partículas fágicas de duas formas diferentes. Na primeira foi feita uma adsorção simples, na qual 

se deixaram os fagos adsorver overnight às superfícies. Na segunda forma, antes da adsorção 

fágica foi feito um pré-tratamento, overnight, das superfícies com APTS, uma solução 

funcionalizadora de superfícies (Cademartiri et al., 2010). Na Figura 2.7 e 2.8 encontram-se os 

resultados obtidos em termos de número de fagos adsorvidos nas superfícies de silicone 

funcionalizadas e não funcionalizada. Como é possível observar na Figura 2.7, o fago 

vB_PmiP_CEB5460 em superfícies não funcionalizadas adere em média dois logs abaixo da 

concentração inicial. O comportamento é ligeiramente diferente em relação aos valores com 

funcionalização. Nestas superfícies é visível uma diferença na adesão, com cerca de 3 logs 

abaixo da concentração inicial. Assim sendo, os resultados indicam que a funcionalização da 

superfície de silicone não parece traduzir-se num ganho em termos de número de fagos 

vB_PmiP_CEB5460 adsorvidos.  
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Figura 2.7 - Adsorção do fago vB_PmiP_CEB5460 a superfícies não funcionalizadas e 

funcionalizadas. 

Por sua vez, o fago vB_PmiM_CEB5461 apresenta um comportamento ligeiramente 

diferente (Figura 2.8). As reduções neste fago não possuem um comportamento tão linear. É 

visível nos cupões sem funcionalização uma adsorção em média de 4 logs abaixo da 

concentração inicial da solução fágica. Em superfícies funcionalizadas o comportamento é 

semelhante. A adesão dos fagos é mais uma vez em média 4 logs inferior à concentração inicial 

da solução. No entanto, é de salientar que para este fago, os valores de partículas aderidas 

podem estar a ser ligeiramente subestimados, uma vez que a etapa de sonicação aplicada pode 

comprometer a viabilidade de uma parte das partículas. 

 

Figura 2.8 - Adsorção do fago vB_PmiM_CEB5461 a superfícies não funcionalizadas e 

funcionalizadas. 
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Segundo os resultados obtidos por Cademartiri et al. (2010), seria de esperar que a 

adsorção fágica fosse maior na superfície funcionalizada com APTS, contudo tal não é 

observado. Segundo o autor seria expectável que o aumento da concentração de grupos 

amina/amónia levassem a um aumento da ligação dos fagos, devido à interação dos grupos 

aniónicos presentes na cápside dos fagos. Por sua vez, esta interação deveria levar a que os 

fagos se ligassem à superfície funcionalizada através da cabeça como ilustrado na Figura 2.9, 

deixando assim as caudas livres para interagir com as bactérias.  

 

Figura 2.9 - Ligação fágica à superfície funcionalizada com APTS (adaptado de Cademartiri et 

al. (2010)). 

A não obtenção do resultado esperado, isto é, aumento na concentração de fago 

adsorvido, pode ser devida à incapacidade da cápside do fago de se ligar aos grupos 

amina/amónia presentes nas superfícies funcionalizadas, podendo tal facto dever-se à formação 

de múltiplas camadas (as quais se formam após a camada de saturação), que dificultam o 

acesso do fago aos grupos amina disponíveis na superfície (Figura 2.10). 

 

Figura 2.10 - Ligação fágica numa superfície saturada de APTS (adaptado de Cademartiri et al. 

(2010)). 

Porém, de uma forma geral verifica-se que o fago vB_PmiP_CEB5460 é o que adere 

melhor a superfícies de silicone com ou sem funcionalização.  
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2.2.6. Quantificação da libertação dos fagos em urina  

De forma a compreender o processo de libertação em urina artificial dos fagos aderidos 

a superfícies de silicone, determinou-se a quantidade de fagos libertada ao longo do tempo. As 

soluções fágicas colocadas nas superfícies possuíam uma concentração de 108 PFU/ml. 

É possível observar na Figura 2.11 que o fago vB_PmiP_CEB5460 liberta-se em maior 

quantidade quando aderido a superfícies funcionalizadas. Porém, em ambas as situações, 

superfícies não funcionalizadas e funcionalizadas, a libertação do fago apresenta um 

comportamento linear, o que indica que a libertação ocorre logo no primeiro tempo parando de 

seguida. Para as superfícies não funcionalizadas a concentração de fago libertada, e 

consequentemente presente na urina, é de cerca de 103 PFU/ml, o que corresponderá à 

libertação de uma percentagem da população aderida inferior a 1%. Já nas superfícies 

funcionalizadas, apesar do comportamento linear, a concentração de fago libertada é superior, 

possuindo esta um valor entre 105 e 106 PFU/ml, o que corresponde a quase totalidade da 

população aderida. Mais uma vez, a funcionalização de superfícies não se revela eficaz no que 

concerne à quantidade final de fago aderido. 

 

Figura 2.11 - Libertação ao longo do tempo do fago vB_PmiP_CEB5460 em superfícies não 

funcionalizadas e funcionalizadas. 

Por sua vez, como é visível na Figura 2.12, o comportamento do fago 
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fago libertado é semelhante nas duas superfícies. De facto parece ocorrer a libertação quase 

total do fago nas primeiras duas horas.  

 

Figura 2.12 - Libertação ao longo do tempo do fago vB_PmiM_CEB5461 em superfícies não 

funcionalizadas e funcionalizadas. 

Este procedimento permitiu verificar que para o fago vB_PmiP_CEB5460 adsorvido sem 

funcionalização prévia ocorre libertação inicial de uma pequena quantidade de fagos da 

superfície de silicone, ficando assim a maioria da população aderida à superfície. Relativamente 

ao fago vB_PmiM_CEB5461, os dados levam a crer que toda a quantidade de fago aderido se 

liberta às 2 horas. Contudo para confirmar todos estes factos poder-se-ia ter sonicado as 

superfícies de silicone terminado o período da experiencia, a fim de verificar se a quantidade 

restante de fago estava de facto aderida à superfície.  

Apesar de aparentemente só se verificar um revestimento estável para um dos fagos, na 

realidade a rápida libertação do fago quando em contacto com a urina, pode ter um efeito 

benéfico em cateteres ao permitir a interação do fago com a bactéria ainda em suspensão. Isto 

pode permitir um controlo do patogénico antes da adesão à superfície e a própria multiplicação 

em suspensão poderia permitir um aumento rápido do título do fago dentro do cateter. Para 

além disso, este trabalho permitiu também verificar que a urina artificial à partida não é um 

meio severo para o fago, isto é, não afeta a sua viabilidade ao contrário do reportado Tóthová et 

al. (2012) com o fago filamentoso M13. 
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2.2.7. Conclusão 

Os fagos, organismos simples que se encontram largamente distribuídos na natureza, 

são vírus que apenas atacam as bactérias (Azeredo e Sutherland, 2008, Yele et al., 2012). Por 

sua vez, as bactérias do género Proteus são microrganismos que se encontram comummente 

associados a infeções urinárias, pudendo estas ser de difícil tratamento (Jacobsen et al., 2008), 

sendo a espécie P. mirabilis a mais frequentemente encontrada em humanos (Jacobsen e 

Shirtliff, 2011). A falta de fagos descritos específicos para a bactéria P. mirabilis estimulou a 

caracterização de dois fagos, recentemente isolados e que pertencem à coleção de fagos do 

grupo de Biotecnologia de Bacteriófagos da Universidade do Minho, com o intuito de avaliar o 

seu potencial para fins terapêuticos.  

Neste capítulo pretendeu-se à caracterização de novos fagos, a fim de conhecer o seu 

perfil de multiplicação, a sua capacidade de adsorção a superfícies poliméricas, resistências à 

sonicação, o espetro lítico e de atividade.  

Foi possível observar que estes novos fagos de P. mirabilis são morfologicamente 

diferentes, sendo classificados como pertencendo a famílias diferentes, Podoviridae e 

Myoviridae. Através do estudo realizado foi possível verificar que o fago vB_PmiM_CEB5461 é 

possuidor de um amplo espetro lítico, e que ambos os fagos, apesar de não terem sido testados 

em outras espécies do género Proteus, apenas infetam bactérias da espécie P. mirabilis. No que 

concerne às suas resistências à sonicação, foi possível apurar que um dos fagos é mais 

resistente, o fago vB_PmiP_CEB5460, não ocorrendo um decréscimo acentuado quando 

sonicado com amplitude e tempos de sonicação mais baixos. Observou-se também se seria 

possível revestir superfícies poliméricas, neste caso o silicone, com estes fagos e que a adsorção 

simples (sem funcionalização da superfície) permite um revestimento mais estável, em particular 

para o fago vB_PmiP_CEB5460. Verificou-se também que o fago vB_PmiP_CEB5460 adsorve 

em maior número e aparentemente com maior estabilidade que o fago vB_PmiM_CEB5461. 

De salientar que todo este trabalho de caracterização foi importante não só para 

conhecer os fagos, mas também para a realização do trabalho descrito no capítulo seguinte. Foi 

possível perceber que apesar do fago vB_PmiM_CEB5461 ser mais promissor para terapia, 

devido ao amplo espetro; o fago vB_PmiP_CEB5460 permite um revestimento mas estável de 

superfícies de silicone. 
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Capítulo 3 – Caracterização da formação de biofilme em superfícies de 

silicone revestidas com bacteriófagos: modelo estático e contínuo 

 

Os biofilmes têm sido associados a várias patologias, principalmente infeções associadas 

a dispositivos médicos com longo período de permanência no doente, como cateteres, próteses, 

entre outros (Drenkard, 2003, Stewart, 2002). A bactéria P. mirabilis é um dos principais 

agentes causadores de infeções urinárias associadas a cateteres, devido à sua bem conhecida 

capacidade de formar biofilmes.  

O revestimento de superfícies com agentes antimicrobianos tem sido descrito como uma 

das opções existentes que limita a colonização bacteriana e a consequente formação de 

biofilmes em superfícies (Johnson et al., 1993, DiTizio et al., 1998). O objetivo primordial deste 

trabalho foi a avaliação da eficácia do pré-tratamento de superfícies com fagos na prevenção da 

formação de biofilmes de P. mirabilis. Para atingir este objetivo foi necessário caracterizar um 

conjunto de estirpes de P. mirabilis em termos do perfil antimicrobiano e capacidade de 

formação de biofilmes de forma a selecionar apenas estirpes boas formadoras de biofilmes para 

os ensaios. Foi também caracterizada a resistência de P. mirabilis à sonicação, a fim de permitir 

uma correta remoção e contabilização da bactéria em biofilme. Para os estudos de avaliação do 

efeito do revestimento com fagos na capacidade de adesão e formação de biofilme de P. 

mirabilis optou-se por usar um modelo estático e um modelo contínuo.  

 

 

3.1. Materiais e métodos 

3.1.1. Screening para a capacidade de formação de biofilme  

Para a formação de biofilmes prepararam-se inóculos das 15 estirpes de P. mirabilis 

(SGSC 5460, SGSC 5461, L340862, CECT 4168, SGSC 5450, SGSC 5447, SGSC 5448, SGSC 

3360, CECT 4101, 933, SGSC 5449, SGSC 5446, SGSC 5445, L340877 e SLázaro) em 10 ml 

de urina artificial (Brooks e Keevil (1997)) suplementada com 0,3% de glucose (Silva et al., 

2010) os quais foram a incubar overnight, sob agitação (120 rpm) a 37ºC. De seguida 

centrifugaram-se as amostras (3 minutos, a 5000 × g), rejeitaram-se os sobrenadantes e 

ressuspenderam-se os pellets em urina artificial fresca até uma DO620nm de 0,1 (aproximadamente 

1x108 CFU/ml). Posteriormente diluíram-se os inóculos em urina artificial, de forma a obter uma 
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concentração de 1x106 CFU/ml. Colocou-se 180 μl de urina artificial fresca e 20 μl dos inóculos 

previamente preparados em placas de 96 poços (n=6). Estas foram incubadas durante 48 horas, 

a 37ºC, 100 rpm, sendo o meio mudado às 24 horas. Colocaram-se ainda 200 μl de urina 

artificial para servir como controlo negativo (n=6).  

Para a quantificação da formação de biofilme teve-se por base a técnica descrita em 

Pires et al. (2011), com pequenas alterações. Após 48 horas de incubação das placas de 96 

poços, retirou-se todo o meio e lavou-se o biofilme com 220 μl de tampão fosfato-salino (do 

inglês Phosphate buffered saline - PBS) (8 g/l NaCl [Nzytech]; 0,2 g/l KCl [Sigma]; 0,2 g/l 

KH2PO4 [Sigma]; 1,44 g/l Na2HPO4.2H2O [Sigma]; pH 7,5). Retirou-se o PBS, colocou-se 220 μl 

de metanol (100%) e deixou-se atuar durante 20 minutos para fixar a amostra. Retirou-se o 

metanol e deixou-se a placa a repousar até secar completamente. Adicionaram-se 220 μl de 

violeta de cristal (1% (v/v) [Merck]) e deixou-se a atuar cerca de 10 minutos, retirou-se, lavou-se 

com água e secou-se muito bem a placa com ajuda de papel. Por fim adicionou-se 220 μl de 

ácido acético (33% (v/v) [Fisher]), homogeneizou-se muito bem e leu-se a absorvância a 570 nm. 

Posteriormente as estirpes foram classificadas quanto à formação de biofilme, como 

descrito em Stepanovic et al. (2000), como não formadoras, fracas formadoras, moderadas e 

fortes formadoras, de acordo com as classes indicadas abaixo. Foi definida uma DO cut-off (DOc) 

com três desvios-padrão acima da média do controlo negativo, ficando da seguinte forma: 

 DO ≤ DOc  Não aderente 

 DOc < DO ≤ 2 x DOc  Fraco aderente 

 2 x DOc < DO ≤ 4 x DOc  Moderado aderente 

 4 x DOc < DO  Forte aderente 

Para esta experiencia foram realizados três ensaios independentes. 

 

3.1.2. Resistência da bactéria à sonicação 

O tempo de sonicação para obter uma eficiente remoção das células do biofilme foi 

otimizado tal como descrito no Capítulo 2, ponto 2.1.7., para posterior quantificação da bactéria, 

sem comprometer a viabilidade celular. Neste ensaio foi utilizada apenas uma estirpe de P. 

mirabilis (SGSC 5449).  

Prepararam-se inóculos da bactéria como descrito no ponto 3.1.1, e após crescimento 

overnight, centrifugou-se a amostra, ressuspendeu-se em NaCl (0,9% (p/v)), leu-se a D.O.620nm e 

acertou-se a mesma a 0,1. De seguida adicionou-se 1 ml de suspensão bacteriana a poços de 
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uma placa de 24 poços que foram sujeitos a diferentes tempos de sonicação (5, 10, 15, 20, ou 

40 segundos) e amplitude (22% e 25%) no sonicador Sonics Vibra-Cell VC 505 – VC 750. 

Durante este processo a placa de 24 poços foi mantida em gelo, para evitar o aquecimento das 

amostras, que poderia comprometer a viabilidade celular. Terminado o processo de sonicação, 

determinaram-se os CFU’s das amostras como descrito no Capítulo 2, ponto 2.1.2. Foram 

realizados três ensaios independentes para este estudo. 

 

3.1.3. Concentração inibitória mínima (MIC) 

Para a determinação da concentração inibitória mínima teve-se por base as normas M7-

A7 do Clinical and Laboratory Standards Institute (CLSI) (Institute, 2006). Foram utilizadas 15 

estirpes de P. mirabilis, e os seguintes antibióticos: amicacina (Sigma), amoxicilina (Sigma), 

ampicilina (Sigma), cefalotina (Sigma), ciprofloxacina (Sigma), fosfomicina (Sigma), gentamicina 

(Sigma) e ácido nalidíxico (Sigma). Foram testadas concentrações dos antibióticos acima e 

abaixo dos respetivos breakpoints (Anexo III, Tabela A1). Incubaram-se as placas com agitação 

(120 rpm) a 37ºC overnight, e no dia seguinte leram-se as mesmas. 

 

3.1.4. Formação de biofilme em cupões de silicone  

Cupões de silicone com 1 cm2 foram previamente lavados e esterilizados como descrito 

no ponto 2.1.8. do Capítulo 2. Foram utilizados cupões revestidos com fagos individualizados 

(vB_PmiP_CEB5460 ou vB_PmiM_CEB5461) e com um cocktail dos dois fagos. Cupões de 

silicone estéreis foram utilizados como controlo. Os fagos foram imobilizados em superfícies 

funcionalizadas e não funcionalizadas como descrito no Capítulo 2, pontos 2.1.8 e 2.1.9 de 

forma a terem uma concentração de fago aderido de aproximadamente 106 PFU/cm2. Os cupões 

foram colocados em placas de 24 poços para estudos de formação de biofilme.  

Para estes ensaios foram selecionadas duas estirpes bacterianas de P. mirabilis com 

elevada capacidade de formação de biofilme (SGSC 5446 e SGSC 5449). Fizeram-se inóculos de 

cada bactéria como descrito no ponto 3.1.1. e posteriormente a cada poço contendo um cupão 

de silicone adicionou-se 1 ml da suspensão bacteriana (105 CFU/ml) previamente preparada. 

Colocaram-se as amostras a 37ºC, 120 rpm, para permitir a formação de biofilme. Nos tempos 

0, 3, 6, 24 e 48 horas foram retirados dois cupões, lavados em 1 ml de (0,9% (p/v)) e sonicados 

durante 5 segundos (22% de amplitude) para quantificação do número de células viáveis. Para 
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quantificação da biomassa total do biofilme, dois cupões foram sujeitos ao procedimento de 

violeta de cristal como descrito no ponto 3.1.1. 

 

3.1.5. Formação de biofilme em modelo contínuo 

Para mimetizar ao máximo as condições de um cateter, formaram-se também biofilmes 

usando um modelo contínuo em cateteres de Foley (Figura 3.1).  
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Figura 3.1 - Imagens do sistema contínuo montado no laboratório, com pormenor das 

diferentes posições dos reguladores das cassetes. 

Começou-se por acertar o caudal a 0,5 ml/min para mimetizar o caudal médio real num 

paciente cateterizado (Levering et al., 2014, Jones et al., 2005). Após o acerto do caudal, as 

tubagens foram autoclavadas (15 minutos a 121ºC), e secas na estufa a 65ºC. Sob condições 

de esterilidade e com a ajuda de um bisturi estéril cortaram-se as duas pontas a um cateter de 

Foley em silicone (Silkemed Uro-cath 2Way, Overpharma), adicionou-se cerca de 3 ml do cocktail 

de fagos vB_PmiP_CEB5460 e vB_PmiM_CEB5461 a uma concentração de 109 PFU/ml (de 

forma a obter um revestimento de cerca de 106 fagos/cm2), vedou-se e deixou-se repousar 

overnight à temperatura ambiente. No dia seguinte lavou-se com tampão SM para retirar os 

fagos não adsorvidos e montaram-se os sistemas de fluxo dentro da câmara de fluxo, mantendo 

as pontas destes fechadas e em condições estéreis. 

Fizeram-se inóculos das bactérias P. mirabilis SGSC 5446 e SGSC 5449 em cerca de 10 

ml de urina artificial suplementada com 0,3% de glucose e colocaram-se a incubar overnight a 

37ºC, 120 rpm. No dia seguinte centrifugou-se o inóculo (3 minutos, 5000 × g), e preparou-se 

uma suspensão bacteriana com as duas estirpes, a uma concentração de 1x105 CFU/ml.  

Dois sistemas, um com fagos adsorvidos e outro sem fagos adsorvidos, foram 

alimentados durante 24 horas com a suspensão previamente preparada. A partir do ponto 24 

horas os dois cateteres passaram a ser alimentados só com urina artificial. Nos tempos 48, 96, 
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e 168 horas, sob condições de esterilidade, cortaram-se 2 cm de cada cateter, sendo 1 cm para 

análise por CFU’s e o outro para análise por violeta de cristal. Cada porção de 1 cm de cateter 

foi lavada com 1 ml de NaCl (0,9% (p/v)) e PBS, respetivamente. As porções destinadas à 

análise por CFU’s foram colocadas em 1,5 ml de NaCl (0,9% (p/v)) estéril, sonicadas durante 5 

segundos a 22% de amplitude e depois prosseguiu-se como descrito no ponto 2.1.2. do Capítulo 

2. Por sua vez, as porções de cateter para violeta de cristal, seguiram o protocolo descrito no 

ponto 3.1.1., apenas com variação das quantidades colocadas de metanol, violeta de cristal e 

ácido acético, sendo estas de 1 ml. Para esta experiência foram realizados dois ensaios 

independentes. 

 

3.2. Resultados e discussão 

3.2.1. Screening para a capacidade de formação de biofilme 

Para melhor avaliar o efeito do revestimento com partículas fágicas na formação de 

biofilme, foi feito um screening inicial para selecionar estirpes de P. mirabilis com elevada 

capacidade de formação de biofilme. Para tal utilizou-se o modelo da microplaca de 96 poços, 

amplamente utilizado em estudos de formação de biofilme por permitir a análise rápida e 

simples de um elevado número de estirpes (Pierce et al., 2008). Foram selecionadas 15 estirpes 

de P. mirabilis e o biofilme foi formado em urina artificial durante 48 horas. A quantificação dos 

biofilmes foi feita pela coloração violeta de cristal (Figura 3.2). Aqui é possível observar as 

diferenças entres as várias estirpes no que se refere à formação de biofilme, sendo que quanto 

mais elevada é a absorvância da amostra, maior era a quantidade de biomassa presente. 
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Figura 3.2 - Quantificação da formação de biofilme por violeta de cristal. 

De forma a melhor classificar todas as estirpes relativamente à sua formação de 

biofilme, definiram-se várias classes de acordo com as definições de Stepanovic et al. (2000). 

Assim sendo, após a definição da DO cut-off (como definido nos materiais e métodos), as 

estirpes foram classificadas como não aderentes, fracas, moderadas e fortes aderentes.  

Como se pode observar na Tabela 3.1, a maior parte das estirpes são consideradas, 

segundo a classificação de Stepanovic et al. (2000) como sendo moderadas formadoras de 

biofilme. Cinco estirpes encontram-se dentro do patamar de fracas formadoras de biofilme e 

apenas a estirpe CECT 4101 é classificada como não formadora de biofilme. 

É possível verificar também que segundo a classificação de Stepanovic et al. (2000) 

apenas as estirpes P. mirabilis SGSC 5449 e 5446 são consideradas fortes formadoras de 

biofilme. Na realidade este comportamento é bem visível na Figura 3.2, onde apenas estas duas 

estirpes se destacam com elevados níveis de produção de biomassa. 
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Tabela 3.1 - Classificação das várias estirpes de P. mirabilis quanto à capacidade de formação 

de biofilme. 

Classificação 

Estirpes 
Não aderente 

(0) 

Fraco 

(+) 

Moderado 

(++) 

Forte 

(+++) 

P. mirabilis SGSC 5460  +   

P. mirabilis SGSC 5461   ++  

P. mirabilis L340862*  +   

P. mirabilis CECT 4168   ++  

P. mirabilis SGSC 5450  +   

P. mirabilis SGSC 5447   ++  

P. mirabilis SGSC 5448  +   

P. mirabilis SGSC 3360   ++  

P. mirabilis CECT 4101 0    

P. mirabilis 933*   ++  

P. mirabilis SGSC 5449    +++ 

P. mirabilis SGSC 5446    +++ 

P. mirabilis SGSC 5445  +   

P. mirabilis L340877*   ++  

P. mirabilis SLázaro*   ++  

* Isolados clínicos 

 

3.2.2. Concentração inibitória mínima 

Para além da avaliação da capacidade de formação de biofilme foi também determinado 

o perfil de resistência das várias estirpes bacterianas aos antimicrobianos. Utilizou-se para tal o 

método de microdiluição em meio de cultura líquido, pois este método apresenta várias 

vantagens, como a fácil execução, reprodutibilidade e a utilização de pequenas quantidades de 

reagentes (Jorgensen e Ferraro, 2009). A escolha dos antibióticos baseou-se, de acordo com a 

literatura, em alguns dos antibióticos mais prescritos e descritos nas patologias associadas a 

este tipo de infeções (Franz e Horl, 1999). Na Tabela 3.2 estão representadas as 

sensibilidades/resistências das várias estirpes bacterianas de P. mirabilis. 
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Tabela 3.2 - Resistências aos antibióticos das várias estirpes de P. mirabilis. 

 Antibióticos 

Estirpe 
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P. mirabilis SGSC 5460 S S S I S R R S 

P. mirabilis SGSC 5461 I S S S S R R S 

P. mirabilis L340862* R S R I S S R S 

P. mirabilis CECT 4168 R S S  S S R I S 

P. mirabilis SGSC 5450 I S S  S S R R S 

P. mirabilis SGSC 5447 S S S  S S S R S 

P. mirabilis SGSC 5448 I S S  S S R R S 

P. mirabilis SGSC 3360 I S S  S S R I R 

P. mirabilis CECT 4101 I S S  S S R R S 

P. mirabilis 933* I S S  S S S R S 

P. mirabilis SGSC 5449 R S S  S S R R S 

P. mirabilis SGSC 5446 I S S  S S S I S 

P. mirabilis SGSC 5445 R S S  S S R R S 

P. mirabilis L340877* R S R R R S R S 

P. mirabilis SLázaro* I S S  S S R R S 

* Isolados clínicos 

 

De acordo com os resultados obtidos foi possível verificar que todas as estirpes 

apresentam em média resistência a pelo menos dois antibióticos. De todos os antibióticos 

testados o que se apresenta como mais eficaz, isto é, possui um maior número de estirpes 

sensíveis é a amoxicilina (com todas as estripes sensíveis), seguido do ácido nalidíxico e da 

ciprofloxicina, ambos com apenas uma estirpe resistente. Estes antibióticos pertencem à gama 

das fluoroquinolonas e quinolonas. Segundo vários autores, as estirpes de P. mirabilis 

geralmente apresentam suscetibilidade a este grupo de antibióticos (O'Hara et al., 2000, Luzzaro 

et al., 2001). Por sua vez, os antibióticos aos quais as estirpes apresentam mais resistências são 
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a amicacina e a gentamicina, antibióticos que se encontram enquadrados no grupo dos 

aminoglicosídeos, o que vai de encontro à literatura, pois já foi descrita a resistência destas 

estirpes a este tipo de antibióticos (Saito et al., 2006, Wachino et al., 2006, Aragon et al., 2008). 

Para além disso, foi possível verificar que o perfil antimicrobiano de todas as estirpes é bastante 

semelhante, salvo os isolados clínicos L340862 e L340877 que apresentam um perfil 

ligeiramente diferente e um maior número de resistências. 

O objetivo deste procedimento seria determinar as resistências aos antimicrobianos para 

posteriormente, com as estirpes mais resistentes (sendo estas à partida mais virulentas) e com 

boa capacidade de adesão, formar biofilme. Todavia, as estirpes que apresentam um maior 

número de resistências não foram classificadas como fortes formadoras de biofilme. Devido a 

este facto, optou-se por selecionar as estirpes com maior capacidade de adesão e 

consequentemente, melhor formação de biofilme. 

 

3.2.3. Resistência bacteriana à sonicação 

Tal como descrito no ponto 2.2.7. do Capítulo 2, também aqui foi necessário testar a 

resistência bacteriana à sonicação com diferentes tempos e amplitudes. Esta necessidade 

advém do facto de ser necessário aplicar um passo de sonicação para remover as células do 

biofilme da superfície de adesão, para posterior contagem do número de células viáveis. De 

forma a determinar as condições que menos afetam as células, foram testados diferentes 

tempos de sonicação a duas amplitudes diferentes, estando os resultados obtidos representados 

na Figura 3.3. Este teste foi efetuado numa das estirpes classificada como forte formadora de 

biofilme, a P. mirabilis SGSC 5449. 
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Figura 3.3 - Resistência da estirpe de P. mirabilis SGSC 5449 à sonicação. * representa 

diferenças estatisticamente significativas (p < 0,05). 

Como é possível verificar na Figura 3.3, e à semelhança do que ocorreu também com os 

fagos, à medida que o tempo de sonicação aumenta, ocorre uma redução da cultivabilidade 

celular. Por exemplo, para 22% de amplitude, é possível verificar que existem diferenças 

estatisticamente significativas entre 5 e 15 segundos de sonicação (p < 0,05). O mesmo 

acontece quando estamos perante uma amplitude mais elevada. No entanto, as diferenças entre 

amplitudes de 22 ou 25% só são estatisticamente significativas para os 20 segundos (p < 0,05). 

O mesmo fenómeno foi observado por Joyce et al. (2011), embora este tenha utilizado células 

bacterianas de espécies diferentes (Escherichia coli e Klebsiella pneumonia). Na realidade 

células Gram-negativas parecem mais sensíveis à sonicação que as Gram-positivas, que 

geralmente aguentam períodos de sonicação mais prolongados (Monsen et al., 2009). Também 

Duckhouse et al. (2004) constataram que com o aumento do tempo de exposição à sonicação o 

número de inativação de bactérias (E. coli) aumentava. Esta sensibilidade bacteriana aos 

ultrassons é afetada por vários aspetos, como a composição do meio, a viscosidade, a 

distribuição da energia na solução (Joyce et al., 2011). A sonicação, quando utilizada por 

elevados períodos de tempo e elevadas amplitudes, é um conhecido método para provocar a 

desintegração celular, podendo causar lise celular e consequente libertação de compostos 

intracelulares (Foladori et al., 2007). No entanto, é também muito utilizada no estudo de 

biofilmes por permitir uma remoção muito eficiente e homogenia das células aderidas (Morris et 

al., 1998, Bjerkan et al., 2009). Deve contudo ser otimizada para assegurar a completa remoção 

do biofilme, evitando o comprometimento da viabilidade celular. 
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Assim sendo, a amplitude e o tempo de sonicação que menos parecem afetar a 

viabilidade celular bacteriana são respetivamente 22% e 5 segundos. Foi feita uma confirmação 

quanto à capacidade de remoção do biofilme destes parâmetros de sonicação, que se mostrou 

eficiente para todos os tempos testados. 

 

3.2.4. Formação de biofilme em superfícies revestidas com fago 

Após a identificação das estirpes boas formadoras de biofilme, P. mirabilis SGSC 5449 e 

P. mirabilis SGSC 5446, procedeu-se à formação de biofilme simples em superfícies de silicone.  

Na Figura 3.4 encontram-se os resultados obtidos na prevenção da formação de biofilme 

por P. mirabilis SGSC 5449, após a adsorção dos fagos aos cupões de silicone.  

 

 

Figura 3.4 - Formação de biofilme da bactéria P. mirabilis SGSC 5449 em superfícies de 

silicone revestidas com fagos. Quantificação da população de células viáveis (A) e da biomassa 

total (B). * representa p < 0,05.  
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Os resultados obtidos mostram algum decréscimo na formação de biofilme em cupões 

com fagos adsorvidos, comparando com os cupões sem fagos, nos pontos 24 e 48 horas na 

quantificação por células viáveis. No entanto, este decréscimo é significativo (p < 0,05) apenas 

para os cupões com fago vB_PmiM_CEB5461 e para os cupões com ambos os fagos. De facto, 

os dados de CFU’s parecem indicar que o fago vB_PmiM_CEB5461, sozinho ou em cocktail, 

poderá ter uma melhor ação que o fago vB_PmiP_CEB5460. Quer para o fago 

vB_PmiM_CEB5461 quer para o cocktail, é observado um decréscimo de quase dois logs no 

número de CFUs, o que corresponderia a uma redução de cerca de 99% da população viável do 

biofilme. Por sua vez, na quantificação de biomassa total verifica-se um grande decréscimo 

apenas no ponto 48 horas (p < 0,05), para todas as superfície com fagos adsorvidos. 

Na Figura 3.5 é possível observar os dados obtidos na prevenção da formação de 

biofilme com a mesma estirpe em cupões funcionalizados e posteriormente revestidos com 

fagos. 
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Figura 3.5 - Formação de biofilme da bactéria P. mirabilis SGSC 5449 em superfícies de 

silicone funcionalizadas e revestidas com fagos. Quantificação da população de células viáveis 

(A) e da biomassa total (B). * representa p < 0,05. 

Como se pode verificar na Figura 3.5, não existe redução significativa no número de 

células cultiváveis, apesar de haver um decréscimo na biomassa total do biofilme às 24 horas 

com o fago vB_PmiM_CEB5461 e com o cocktail de fagos. 

Na Figura 3.6 estão representados os resultados obtidos na prevenção da formação de 

biofilme simples com a estirpe P. mirabilis SGSC 5446.  
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Figura 3.6 - Formação de biofilme da bactéria P. mirabilis SGSC 5446 em superfícies de 

silicone revestidas com fagos. Quantificação da população de células viáveis (A) e da biomassa 

total (B). * representa p < 0,05. 

Através da análise da Figura 3.6 é possível observar que apenas existe uma redução 

estatisticamente significativa do número de células cultiváveis no ponto 48 horas com o fago 

vB_PmiP_CEB5460. Em oposição, no caso da biomassa total não é notório nenhum efeito em 

termos de prevenção da formação de biofilme em qualquer outro ponto. Na Figura 3.7 estão 

representados os resultados da formação de biofilme da estirpe P. mirabilis SGSC 5446 em 

superfícies funcionalizadas e com fagos adsorvidos, onde também não é visível qualquer efeito 
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na prevenção da formação de biofilme, quer em termos de células cultiváveis quer na biomassa 

total. 

 

 

Figura 3.7 - Formação de biofilme da bactéria P. mirabilis SGSC 5446 em superfícies de 

silicone funcionalizadas e revestidas com fagos. Quantificação da população de células viáveis 

(A) e da biomassa total (B). 

De um modo geral, os resultados obtidos parecem indicar uma ligeira redução do 

biofilme formado nas superfícies revestidas com fago. No entanto, a funcionalização das 

superfícies de silicone antes da adsorção do fago não se mostrou benéfica afetando, de algum 

modo, a ação do fago nas células do biofilme. Este efeito pode passar por uma menor 

disponibilidade do fago para interagir com as células, ou, eventualmente, pelo comprometimento 
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da viabilidade da partícula fágica. Apesar de outros autores indicarem que a funcionalização 

permite um posicionamento mais estratégico das partículas fágicas (Cademartiri et al., 2010), o 

que potenciaria o seu efeito, os mesmos resultados não foram observados para os fagos e 

biofilmes utilizados neste trabalho. 

Foi ainda observado um efeito preferencial do fago vB_PmiM_CEB5461 na formação do 

biofilme de P. mirabilis SGSC 5449, e do fago vB_PmiP_CEB5460 na formação de biofilme de 

P. mirabilis SGSC 5446, o sugere que a utilização de um cocktail pode ser estratégia para 

biofilmes de P. mirabilis mais heterogéneos. No entanto, é difícil prever se o efeito de redução do 

biofilme formado seria mantido para períodos de incubação mais longos. Na realidade, vários 

trabalhos sobre o efeito da terapia fágica em biofilmes têm mostrado uma redução da eficiência 

desta terapia para biofilmes mais maduros, decorrente do aparecimento de fenótipos resistentes 

aos fagos (Fu et al., 2010). Para melhor avaliar o potencial deste tipo de abordagem é 

importante não só estender os períodos de formação de biofilme, mas também mimetizar as 

condições dinâmicas que se verificam em pacientes cateterizados.  

 

3.2.5. Biofilme em modelo contínuo 

De forma a mimetizar ao máximo a situação real de um cateter urinário montou-se um 

sistema contínuo de formação de biofilme com cateteres de Foley. Foram utilizados 2 cateteres 

em simultâneo. O primeiro foi previamente revestido com um cocktail fágico e o segundo não 

sofreu qualquer tipo de tratamento. Aos dois cateteres foi fornecido um fluxo contínuo de urina 

com as duas estirpes de P. mirabilis (Levering et al., 2014, Jones et al., 2005) durante 24 

horas, e de seguida foram alimentados apenas com urina artificial. Apesar da ausência de 

resultados estatisticamente significativos (p > 0,05), é visível um decréscimo na população 

cultivável do biofilme. Por sua vez, o cocktail fágico não se revelou eficaz, pois a diferença entre 

os resultados obtidos para o cateter com fagos e para o cateter não revestido não é significativa 

(Figura 3.8). 
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Figura 3.8 - Quantificação da formação de biofilme em cateter de Foley normal e revestido com 

fagos por CFU’s (A) e por violeta de cristal (B). 

Também na quantificação por CV parece haver uma tendência para a redução do 

biofilme, mas, mais uma vez, não são visíveis diferenças estatisticamente significativas (Figura 

3.8 B). 
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exopolissacarídeos do biofilme, pois esta é relatada na literatura como sendo uma barreira que 

resiste à penetração de vários agentes (Drenkard, 2003, Stewart e Costerton, 2001), impedindo 

também o acesso viral à superfície das células bacterianas (Sutherland et al., 2004). Apesar de 

neste estudo a superfície do cateter possuir fagos adsorvidos, pode eventualmente ocorrer um 

revestimento pouco uniforme da superfície, deixando assim pequenas áreas livres para a adesão 

bacteriana. Apesar destas limitações, parece observar-se uma tendência na redução do biofilme 

que só poderá ser comprovada com o aumento do número de réplicas dos ensaios contínuos em 

cateter de Foley. Na realidade, este ensaio teve apenas duas réplicas o que pode em parte 

explicar a maior variabilidade dos resultados e a ausência de diferenças estatisticamente 

significativas. 

Outra característica importante da bactéria P. mirabilis é a sua enorme capacidade de 

formar cristais, que, associados às células bacterianas já fixadas às superfícies, podem levar ao 

entupimento dos cateteres (Coker et al., 2000, Rozalski et al., 1997, Stickler et al., 2006). 

Durante o estudo foi também observado este fenómeno, que ocasionalmente levou à interrupção 

do fluxo devido ao entupimento das ligações entre a fonte de alimentação e o cateter de Foley. 

Na realidade, a diferença em termos de quantidade de incrustações cristalinas/biofilme entre os 

cateteres normais ou revestidos com fago, foi bem visível a olho nu (Figura 3.9). Apesar da 

diferença a olho nu, esta não se traduziu em diferenças estatisticamente significativas nem na 

redução da biomassa nem na redução da população viável. 

 

Figura 3.9 - Incrustações cristalinas/biofilme observados no ponto 96 horas. (A) cateter de 

Foley normal; (B) cateter de Foley não revestido após formação de biofilme; (C) cateter de Foley 

revestido com fagos após formação de biofilme. 

Outros autores já avaliaram a ação de fagos (coli-proteus e T4) na prevenção e 

erradicação de biofilmes de E. coli e P. mirabilis (Carson et al. 2010). Eles observaram boas 



Capítulo 3 

Página | 70  

reduções na população dos biofilmes de E. coli, 3 a 4 logs com ambos os fagos, porém para P. 

mirabilis foi observado apenas 1 log de redução. Os autores acreditam que a obtenção desse 

resultado pode ser devida ao biofilme e fatores dependentes do fago, como por exemplo a 

produção de depolimerases e a capacidade para penetrarem a matriz de EPS. A depolimerase é 

uma enzima capaz de degradar polissacáridos da matriz, permitindo assim o acesso à superfície 

das bactérias (Hughes et al., 1998). É possível que os fagos utilizados neste estudo não 

possuam depolimerases, o que poderia ajudar a explicar reduções inferiores às observadas para 

outras espécies. No entanto é de salientar que a redução do biofilme causada pelos fagos de 

Proteus utilizados neste estudo, foi visível para biofilmes maduros, um fenómeno pouco comum 

entre os fagos aplicados a amostras de biofilme (Sillankorva et al., 2008). 

 

3.2.6. Conclusão 

Os biofilmes são responsáveis por várias patologias nos humanos, principalmente 

associadas a dispositivos médicos. A formação destes não é mais do que uma estratégia 

bacteriana de sobrevivência (Azeredo e Sutherland, 2008, O'Toole et al., 2000). As bactérias da 

espécie P. mirabilis são um dos microrganismos mais comummente isolados em biofilmes de 

cateteres urinários (Carson et al., 2010). Estes microrganismos têm assim a capacidade de 

colonizar as superfícies, neste caso os cateteres, formando biofilme. Estas bactérias possuem 

motilidade, o que faz com que sejam capazes de se movimentar nas superfícies, reverter o fluxo 

de urina até à bexiga, e assim causar infeções urinárias (Coker et al., 2000). Para além disso, 

estas bactérias produzem urease, que por sua vez gera amónia elevando o pH da urina e do 

biofilme. Isto leva à formação de cristais, que associados às bactérias aderidas (biofilme) levam 

ao entupimento dos cateteres (Stickler et al., 2006). Todas estas características podem ser uma 

das causas da dificuldade em combater as infeções urinárias associadas a cateteres causadas 

por esta bactéria.  

Por sua vez, os fagos são vírus que apenas atacam as bactérias, mais propriamente os 

seus hospedeiros. Estes organismos simples encontram-se largamente distribuídos na natureza, 

e podem apresentar-se como uma solução no combate dos biofilmes (Azeredo e Sutherland, 

2008, Yele et al., 2012).  

Neste trabalho pretendeu-se avaliar o efeito do revestimento de superfícies com 

partículas fágicas na prevenção da formação de biofilme por P. mirabilis. Os fagos 

vB_PmiM_CEB5461 e vB_PmiP_CEB5460 pareceram causar uma ligeira redução do biofilme, 



Caracterização da formação de biofilme em superfícies de silicone revestidas com bacteriófagos: modelo estático e contínuo 

Página | 71  

apesar de terem um efeito preferencial em estirpes diferentes. Quanto ao revestimento das 

superfícies, o revestimento sem funcionalização da superfície mostrou-se mais eficiente.  

Apesar das diferenças visíveis a olho nu (em termos de biofilme e incrustações) no 

modelo contínuo, os ensaios realizados em cateter de Foley não foram conclusivos pois, apesar 

da redução aparente na população viável, não foram observadas reduções estatisticamente 

significativas. Todavia, os resultados obtidos neste ensaio apenas dizem respeito a dois ensaios 

independentes, sendo que a repetição do mesmo poderia eventualmente proporcionar resultados 

mais conclusivos. 
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Capítulo 4 - Conclusão final e sugestões de trabalho futuro 

 

Este trabalho teve como objetivo a caracterização de novos fagos de P. mirabilis, 

vB_PmiP_CEB5460 e vB_PmiM_CEB5461, pertencentes a famílias diferentes, Podoviridae e 

Myoviridae, respetivamente; e a avaliação da sua ação na prevenção da formação de biofilmes.  

Estes fagos foram isolados recentemente de efluente de ETAR e, para alargar o 

conhecimento das suas características, foram estudados, no âmbito deste trabalho, os seguintes 

parâmetros: perfil de crescimento e replicação; perfis proteicos; resistência a um método 

mecânico de remoção; e capacidade de adsorção a superfícies poliméricas. 

Estes estudos mostraram que o fago vB_PmiM_CEB5461 possui um espetro lítico mais 

amplo, sendo capaz de infetar todas as estirpes de P. mirabilis testadas. Por sua vez, o fago 

vB_PmiP_CEB5460 tem um maior burst size (número de fagos libertados por célula infetada), 

resiste melhor à sonicação e adere, de uma forma geral, melhor à superfície polimérica 

estudada - o silicone.  

Dos dois processos de adsorção testados, com ou sem funcionalização prévia das 

superfícies, verificou-se que ambos permitiram a adesão dos fagos. No entanto a adsorção sem 

funcionalização permitiu um revestimento mais estável. Quanto à libertação de fagos da 

superfície não funcionalizada, verificou-se uma pequena libertação (inferior a 1%) de fago 

vB_PmiP_CEB5460 ao contrário do que ocorreu com o fago vB_PmiM_CEB5461 em que houve 

libertação de praticamente toda a população às 2 horas. Já nas superfícies previamente 

funcionalizadas, a ligação foi menos estável, mesmo para o fago vB_PmiP_CEB5460, havendo 

libertação da maioria das partículas nas primeiras duas horas. 

Foi necessário caracterizar a capacidade de formação de biofilme de todas as estirpes 

de P. mirabilis presentes no estudo, bem como avaliar a sua suscetibilidade a antibióticos. 

Apenas duas estirpes (P. mirabilis SGSC 5449 e 5446) foram classificadas como fortes 

formadoras de biofilme, porém foram suscetíveis à maioria dos antimicrobianos testados. No 

entanto, estando as estruturas de biofilme muito associadas a uma extraordinária resistência a 

antimicrobianos, seguiu-se o estudo com estas duas estirpes boas formadoras de biofilme.  

A sonicação foi otimizada tanto para permitir a libertação de fagos como de bactérias 

(remoção do biofilme), de forma a permitir a sua quantificação sem afetar a viabilidade. A 

amplitude e o tempo que menos afetaram a viabilidade dos fagos e da bactéria foram, 

respetivamente, 22% e 5 segundos de sonicação. 
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Na prevenção da formação de biofilmes, os fagos apresentaram um efeito significativo 

na redução do biofilmes em condições estáticas apenas às 48 horas. Dos dois tipos de 

revestimentos testados, foram obtidos melhores resultados em superfícies não funcionalizadas. 

Quanto ao modelo contínuo em cateter de Foley, apesar das diferenças visíveis a olho nu, no que 

diz respeito a incrustações por cristais e biofilme, as diferenças em termos de biomassa total e 

população viável dos biofilmes, não foram estatisticamente significativas.  

Posto isto, as sugestões de trabalho futuro passam por: 

 Repetição de ensaios em modelo contínuo, de forma a aumentar o número de 

réplicas e a robustez dos resultados obtidos; 

 Utilização dos fagos, na forma individual e/ou em cocktail, em simultâneo com 

agentes antimicrobianos no revestimento de superfícies, o que poderá culminar 

numa melhor eficácia na prevenção de biofilmes; 

 Manipulação genética dos fagos, de forma a induzir a produção de depolimerases, 

que poderão potenciar a degradação da matriz do biofilme; 

 Isolamento de novos fagos para a espécie de P. mirabilis; 

 Utilização das endolisinas (enzima produzida pelos vírus que tem como função a 

degradação de peptidoglicano) dos fagos de P. mirabilis no revestimento de 

superfícies, que poderão eventualmente ter um efeito mais significativo nos 

biofilmes. 
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Anexo I 
 

 

Figura A1 – Curva de calibração densidade ótica versus número de células viáveis para a estirpe 

P. mirabilis SGSC 5460. Através da curva de calibração, que relaciona a absorvância e a 

concentração celular, é possível determinar a MOI.  

 
 

 

Figura A2 – Curva de calibração absorvância vs concentração de proteína para doseamento de 

proteína pelo método BCA. 
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Anexo II 

 

 

Figura A1 – Análise das proteínas estruturais dos fagos vB_PmiP_CEB5460 e 

vB_PmiM_CEB5461 por SDS-PAGE. À esquerda é possível visualizar o gel após coloração Azul 

de Coomassie e à direita é apresentado o mesmo gel após coloração com nitrato de prata. 
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Anexo III 

 

Tabela A1 – Breakpoints dos vários antibióticos testados. 

Antibiótico Sensível ≤ Intermédio Resistente > 

Amicacina 8 16 16 

Amoxicilina 8 - 8 

Ampicilina 8 - 8 

Cefolotina 8 16 32 

Ciprofloxacina 0,5 1 1 

Fosfomicina 32 - 32 

Gentamicina 2 4 4 

Ácido nalidíxico 16 - 16 

 
 


