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RESUMO 

Biofilmes são comunidades de células microbianas recobertas por uma matriz de substâncias 

extracelulares (EPS), encontradas aderidas às superfícies, como dispositivos médicos. Essas 

estruturas são responsáveis por causar diversas doenças infecciosas humanas. A terapia 

antivirulência tem sido estudada como uma alternativa para combater infecções resistentes, já 

que visa inibir fatores de virulência ao invés de matar microrganismos, diminuindo a pressão 

seletiva. Nesse contexto, moléculas marinhas tem se destacado por sua bioatividade. Portanto, 

esse estudo teve como objetivo identificar novos metabólitos produzidos por microrganismos 

marinhos com atividade contra o biofilme de bactérias patogênicas. Inicialmente, um 

rastreamento com oito bactérias isoladas de esponjas marinhas -coletadas da costa brasileira- 

foi realizado e atividades antibióticas ou antibiofilme de seis bactérias (202, 208, 256, 266, 

BMPV40 e BMPV Mel) foram encontradas contra espécies de Staphylococcus spp. ou 

Pseudomonas aeruginosa. Moléculas menores do que 30 kDa produzidas pelo isolado 208 

(Priestia sp.) inibiram o biofilme de S. aureus sem interferir no seu crescimento, reduzindo até 

92% do biofilme após precipitação de proteínas. A origem proteica dos compostos ativos foi 

confirmada por testes de inativação por calor e tripsina, seguido por etapas de microscopia, 

cromatografia e espectrometria de massas. As proteínas parcialmente purificadas (PPP) 

exibiram ação antibiofilme com concentração mínima de 4 µg/mL e a atividade foi confirmada 

visualmente por microscopia óptica e microscopia eletrônica de varredura (MEV). PPP não 

apresentou toxicidade contra Galleria mellonella e eritrócitos humanos. Além disso, uma das 

frações cromatográficas (n⁰ 24) mostrou-se ativa, sendo identificada uma metalopeptidase com 

propriedades proteolíticas dependentes de zinco na sua composição. Portanto, a presente tese 

evidenciou o potencial biotecnológico de bactérias associadas às esponjas marinhas, 

destacando as atividades antibiótica e antibiofilme de seus metabólitos. 

Palavras-chave: biofilme, Priestia spp., bactéria marinha, peptidase, terapia antivirulência  
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ABSTRACT 

Biofilms are communities of microbial cells enclosed in a self-produced matrix of 

exopolymeric substances (EPS) attached to biotic or abiotic surfaces, such as medical device. 

Biofilms are responsible for causing a variety of infection diseases in humans. In this view, 

antivirulence therapy has been evaluated as an alternative to combat resistant infections, since 

it aims to inhibit virulence factors instead of killing the microorganisms (main responsible for 

bacteria resistance acquirement). In this context, marine molecules from microorganisms have 

been highlighted by its biological activities. Thus, this study aimed to identify new bioactive 

metabolites from marine microorganisms with antibiofilm activity against pathogenic bacteria. 

First, a screening with eight marine bacteria isolated from marine sponges collected in Brazilian 

coast was performed and antibiotic or antibiofilm activities from six bacteria were found 

against Staphylococcus spp. or Pseudomonas aeruginosa. Molecules smaller than 30 kDa 

secreted by 208 strain (Priestia sp.) inhibited biofilm without interfere in S. aureus growth, 

reducing 92% of biofilm mass after protein concentration. The proteinaceous origin of active 

compound was confirmed by heat shock assay and trypsin inactivation, followed by 

microscopy techniques, chromatography and mass spectrometry assays. Partial-purified 

proteins (PPP) showed antibiofilm activity with 4 µg/mL of minimum concentration and its 

effect was visualized by optical microscopy and Scanning Electron Microscopy (SEM). PPP 

was not toxic to Galleria mellonella and human erythrocytes. Furthermore, the fraction n⁰ 24 

from anion-exchange chromatography showed bioactivity, in which it was indicated to be 

constituted by a metallopeptidase with zinc-dependent proteolytic characteristics. Therefore, 

this thesis showed the biotechnological potential of marine sponge-associated bacteria 

metabolites, highlighting its antibiotic and antibiofilm activities. 

 

Keywords: biofilm, Priestia spp., marine bacteria, peptidase, antivirulence therapy.  
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1.1 Produtos naturais com potencial biotecnológico 

Produtos naturais são definidos como moléculas produzidas por uma fonte natural com 

atividades biológicas, como metabólitos secundários que são compostos produzidos por 

organismos e microrganismos - majoritariamente por fungos, bactérias, plantas e animais 

marinhos -, os quais são descritos como moléculas não essenciais para o seu crescimento, 

desenvolvimento ou reprodução, porém promovem uma vantagem de defesa para sua 

sobrevivência no ambiente (KATZ; BALTZ, 2016; MELANDER; BASAK; MELANDER, 

2020; SILVA; ZIMMER; MACEDO; TRENTIN, 2016). Os metabólitos secundários mais 

conhecidos são os antibióticos, que atuam como protetores, aumentando a sobrevivência dos 

organismos em uma competição com outras espécies vivas, como no caso de disputa entre 

microrganismos por um espaço no ambiente, regulando, então, essas interações entre espécies 

(DEMAIN; FANG, 2000; GIORDANO; COPPOLA; RUSSO; DENARO et al., 2015). Em 

genomas microbianos, os genes de uma via de biossíntese de metabólitos secundários tendem 

a ser dispostos próximos uns dos outros no cromossomo, e esses conjuntos gênicos são 

responsáveis pela síntese e expressão desses metabólitos de acordo com estímulos do ambiente, 

sendo mediados por cascatas regulatórias complexas. As vantagens seletivas da funcionalidade 

desses operons incluem a corregulação de vários genes simultaneamente e a transferência 

desses conjuntos via horizontal ou vertical (FEWER; METSÄ-KETELÄ, 2020; GIORDANO; 

COPPOLA; RUSSO; DENARO et al., 2015).  

Já os metabólitos primários são definidos como produtos sintetizados por organismos 

durante a sua fase de crescimento (fase exponencial no caso dos microrganismos), pois são 

essenciais para o seu desenvolvimento, abrangendo classes de proteínas, carboidratos, lipídeos, 

vitaminas e nucleotídeos (ABDEL-AZIZ; ABO ELSOUD; ANISE, 2017). Constituintes 

proteicos presentes nesses extratos representam uma fonte promissora de moléculas 

biologicamente ativas, já que apresentam vantagens como apresentar interações específicas 
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únicas com outras moléculas devido à complexidade de seu tamanho e estrutura, além de serem 

uma fonte de grande diversidade química ainda não caracterizadas (O'KEEFE, 2001). De 

qualquer forma, extratos brutos de produtos naturais são misturas complexas, nas quais há 

interação entre inúmeros compostos, sendo eles metabólitos primários e secundários 

(HARVEY; EDRADA-EBEL; QUINN, 2015). 

Os produtos naturais são utilizados na área terapêutica há muitos anos para o tratamento 

de diversas doenças, como infecções, tumores, doenças cardíacas, neurológicas e metabólicas, 

sendo que exemplos desses produtos incluem paclitaxel (antineoplásico), nogestrel 

(hormônio), digitoxigenina (cardioglicosídeo) e penicilina, estreptomicina, cefalosporina 

(antibióticos) (LAUTIÉ; RUSSO; DUCROT; BOUTIN, 2020). Segundo Newman & Cragg 

(2020), desde 1981 até 2019, 1881 novas drogas de origem natural ou sintéticos baseados em 

estruturas naturais foram aprovados para o tratamento de doenças humanas, evidenciando o 

potencial biotecnológico desses produtos. Dentre essas moléculas, 3,8% (71) são produtos 

naturais inalterados, isto é, sem qualquer modificação estrutural e 18,4% (346) referem-se à 

macromoléculas isoladas, majoritariamente proteínas e peptídeos, produzidas por organismos, 

linhagens celulares ou hospedeiros (NEWMAN; CRAGG, 2020).  

Moléculas naturais são potenciais fontes de compostos bioativos pois apresentam uma 

estrutura química mais complexa, com arranjos estereoquímicos inovadores, apresentando uma 

maior massa molecular, maior número de átomos de carbono e oxigênio, além de maior número 

de aceptores e doadores de ligações de hidrogênio, hidrofobicidade e maior rigidez molecular 

– que facilita a interação proteína-proteína - comparado com compostos sintéticos 

(ATANASOV; ZOTCHEV; DIRSCH; SUPURAN et al., 2021; BUTLER, 2004; 

MELANDER; BASAK; MELANDER, 2020; RODRIGUES; REKER; SCHNEIDER; 

SCHNEIDER, 2016). Entretanto, apesar das vantagens dos compostos naturais, incluindo essa 

diversidade química e facilidade de penetração no interior de células bacterianas, os compostos 
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sintéticos são amplamente utilizados na clínica médica. Estes são mais favoráveis para a 

industrialização, pois metabólitos bioativos muitas vezes apresentam baixa abundância, 

rendimento e a própria complexidade da molécula pode trazer instabilidade. Sendo assim, é 

comum drogas sintéticas serem inspiradas na estrutura química de compostos naturais, as quais 

podem ser baseadas na modificação da estrutura química original, visando uma redução da 

toxicidade e melhora da efetividade (RODRIGUES; REKER; SCHNEIDER; SCHNEIDER, 

2016; WRIGHT, 2014). 

Nesse contexto, 58% dos antibióticos e 32% de fármacos antitumorais aprovados entre 

1985 e 2020 para uso clínico são oriundos de produtos naturais ou de seus derivados 

semissintéticos (FEWER; METSÄ-KETELÄ, 2020; NEWMAN; CRAGG, 2016). Dentre os 

principais produtores de antibióticos, os microrganismos se destacam devido a produção de 

compostos alternativos oriundos da evolução natural e pressão seletiva, o que resulta na 

diversificação das vias biossintéticas, originando moléculas potentes como terpenos, 

sacarídeos, policetídeos, alcalóides e peptídeos (FEWER; METSÄ-KETELÄ, 2020; 

GENILLOUD, 2019). Os microrganismos marinhos, por sua vez, são a fonte mais recente de 

produtos naturais bioativos comparado com microrganismos terrestres (JIMÉNEZ, 2018). Nos 

últimos 50 anos, mais de 30.000 produtos naturais marinhos foram encontrados e 

aproximadamente 2% foram isolados de organismos habitantes do fundo do mar 

(TORTORELLA; TEDESCO; PALMA ESPOSITO; JANUARY et al., 2018). 

 

1.2 Ambiente marinho como fonte de novas moléculas 

Cerca de 70% da área do planeta é coberta por oceanos, sendo que espécies marinhas 

representam aproximadamente metade da biodiversidade global (CHEUNG; NG; WONG, 

2015). O ambiente marinho é considerado uma fonte rica de novos compostos devido às suas 

condições químicas e físicas desfavoráveis,  como: (1) altas concentrações de sódio 
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(salinidade); (2) baixas temperaturas (abaixo de 4 ⁰C); (3) altas pressões - a pressão aumenta 1 

atmosfera (atm) a cada 10 metros de profundidade no oceano, variando, portanto, de 20 atm 

até >1000 atm; (4) variação na concentração de oxigênio, dependente do balanço entre a sua 

disponibilidade e a sua taxa de consumo; (5) variação da intensidade da luz, que diminui 

proporcionalmente à profundidade oceânica devido à absorção ou espalhamento dos fótons. 

Todos esses fatores favorecem a produção de uma ampla variedade de moléculas com 

estruturas únicas pelos seus habitantes (DE CARVALHO; FERNANDES, 2010; JIMÉNEZ, 

2018; ROMANO; COSTANTINI; SANSONE; LAURITANO et al., 2017; TORTORELLA; 

TEDESCO; PALMA ESPOSITO; JANUARY et al., 2018). Contudo, devido as dificuldades 

de exploração dos oceanos decorrente da sua profundidade, estima-se que ainda há muitos 

compostos bioativos promissores desconhecidos (CHEUNG; NG; WONG, 2015; JIMÉNEZ, 

2018). 

Alguns medicamentos aprovados e utilizados atualmente no tratamento de doenças 

humanas foram isolados de organismos marinhos, como trabectedina, um antitumoral isolado 

da Tunicata Ecteinascidia turbinate, citarabina isolado da esponja marinha Cryptotethya crypta 

e utilizado para tratar leucemia, e vidarabina, um antiviral isolado da esponja Tethya crypta 

(JIMENEZ; WILKE; COSTA-LOTUFO, 2018; SAGAR; KAUR; MINNEMAN, 2010; 

SHINDE; BANERJEE; MANDHARE, 2019). Compostos com ação quimioterápica, 

antitumoral, contra dores crônicas e hiperlipidemia, e especialmente antibiótica, com potencial 

de atuar sobre bactéria patogênicas resistentes, também já foram isolados de microrganismos 

marinhos. Dentre esses metabólitos estão derivados de aminoácidos e nucleosídeos, 

macrolídeos, terpenóides, esterol, porfirinas e compostos alifáticos cíclicos (MELANDER; 

BASAK; MELANDER, 2020; ROMANO; COSTANTINI; SANSONE; LAURITANO et al., 

2017), e algumas dessas moléculas isoladas de fungos, bactérias e invertebrados, 

majoritariamente, estão em fase de teste clínico (JIMÉNEZ, 2018).  
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1.2.1 MOLÉCULAS ANTIBIÓTICAS 

Moléculas antibióticas capazes de atuar contra bactérias patogênicas multirresistentes 

e/ou moléculas efetivas contra fatores de virulência bacteriana são visadas por pesquisas que 

realizam a triagem com esses microrganismos marinhos (BORGES; SIMÕES, 2019; DE 

CARVALHO; FERNANDES, 2010). Nos últimos anos, o actinomiceto do gênero 

Streptomyces foi a bactéria com maior número de novos compostos químicos identificados, 

com 137 metabólitos reportados durante o ano de 2017, seguido por Pseudoalteromonas, 

Nocardiopsis e Bacillus com 16, 15 e 14 moléculas, respectivamente (BLUNT; CARROLL; 

COPP; DAVIS et al., 2018; CARROLL; COPP; DAVIS; KEYZERS et al., 2019). Na tabela 1 

encontram-se descritos alguns produtos naturais produzidos por bactérias marinhas com 

atividade contra cepas resistentes de Staphylococcus spp. e outras bactérias patogênicas até o 

ano de 2016, ilustrando seu potencial biotecnológico. 
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Tabela 1. Produtos naturais produzidos por bactérias marinhas com atividade antimicrobiana contra cepas de 

Staphylococcus spp. resistentes e outros patógenos de importância clínica. 

 

Composto Classe Bactéria produtora Atividade 

antibiótica 

Ref 

Abyssomicin C Policetídeo Verrucosispora sp. 

(AB 18-032) 

(amostra de 

sedimento do mar 

japonês) 

MRSA; S. aureus 

resistente à 

vancomicina 

(BISTER; 

BISCHOFF; 

STRÖBELE; 

RIEDLINGER et al., 

2004) 

Ansalactams B–D Policetídeos Streptomyces sp. 

(CNH189) 

MRSA (LE; YANG; YOON; 

NAM et al., 2016); 

(BLUNT; CARROLL; 

COPP; DAVIS et al., 

2018); 

Anthracimycin Policetídeo Streptomyces sp. sp 

(CNH365) 

MRSA (CHU; WANG; 

ZHAO; ZHANG et 

al., 2019) 

Caboxamycin Alcalóide Streptomyces sp. (NTK 

937) 

S. epidermidis (HOHMANN; 

SCHNEIDER; 

BRUNTNER; IRRAN 

et al., 2009) 

Desotamide Ciclo-

hexapeptídeo 

Streptomyces 

scopuliridis (SCSIO 

ZJ46) 

S. epidermidis 

resistente à 

meticilina 

(MRSE) 

(SONG; LI; LIU; 

CHEN et al., 2014) 

(TORTORELLA; 

TEDESCO; PALMA 

ESPOSITO; 

JANUARY et al., 

2018) 

Etamycin Peptídeo 

cíclico 

Actinomycete sp. (CNS-

575) 

MRSA (LIU; EL-HOSSARY; 

OELSCHLAEGER; 

DONIA et al., 2019) 

Lobophorin F e H Policetídeos Streptomyces sp. (SCSIO 

01127) 

S. aureus; 

Enterococcus 

faecalis 

(NIU; LI; CHEN; 

TIAN et al., 2011) 

(PAN; ZHANG; 

WANG; LI et al., 

2013) 

Macrolactin G-M Lactonas 

macrocíclicas 

Bacillus sp. PP19-H3 S. aureus; 

Bacillus subtilis 

(FAULKNER, 2002; 

MONDOL; SHIN; 

ISLAN, 2013) 

Marfomycins A, B, E Peptídeo 

cíclico 

Streptomyces 

drozdowiczii (SCSIO 

10141) 

M. luteus (TORTORELLA; 

TEDESCO; PALMA 

ESPOSITO; 

JANUARY et al., 

2018) 

Marfuraquinocins A, 

C, D 

Sesquiterpenno Streptomyces niveus 

(SCSIO 3406) 

S. aureus; MRSE (SONG; HUANG; 

CHEN; DING et al., 

2013) 

Marthiapeptide A Peptídeo 

cíclico 

Marinactinospora 

thermotolerans (SCSIO 

00652) 

 

Micrococcus 

luteus; S. aureus;  

(ZHOU; HUANG; 

CHEN; TAN et al., 

2012) 

 

MC21-A Fenólico Pseudoalteromonas 

phenolica (O-BC30) 

MRSA (HASTE; PERERA; 

MALONEY; TRAN et 

al., 2010) 

Micromonohalimane B Diterpenos Micromonospora sp. MRSA (BLUNT; CARROLL; 

COPP; DAVIS et al., 

2018);  

(ZHANG; ADNANI; 

BRAUN; ELLIS et al., 

2016) 

Nosiheptide Tiopeptídeo Streptomycetes sp (CNT-

373) 

MRSA resistente 

à vancomicina 

(HASTE; 

THIENPHRAPA; 

TRAN; LOESGEN et 

al., 2012) 

PM181104 Peptídeo 

cíclico 

Actinobacterium Kocuria 

sp (MTCC 5269) 

(associado a esponja 

marinha) 

MRSA resistente 

à vancomicina 

(LIU; EL-HOSSARY; 

OELSCHLAEGER; 

DONIA et al., 2019) 

     

Ref: Fonte de referência             Adaptado de LIU et al. (2019); TORTORELLA et al. (2018) 

MRSA: methicillin-resistant S. aureus.     

MRSE: methicillin-resistant S. epidermidis 
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1.2.2 ESPONJAS MARINHAS E BACTÉRIAS ASSOCIADAS 

As esponjas marinhas são invertebrados multicelulares, filtradores, que vivem aderidos 

a substratos sólidos; possuem poros em sua superfície que permitem a passagem de água, 

partículas e microrganismos para sua nutrição. Elas pertencem ao filo Porifera, que contém 25 

ordens, 128 famílias e 680 gêneros, no qual são divididos em quatro classes 

(Calcarea, Demospongiae, Homoscleromorpha e Hexactinellida), contendo uma grande 

variabilidade de espécies (BRINKMANN; MARKER; KURTBÖKE, 2017). Por serem 

organismos sésseis, ao longo da evolução desenvolveram estratégias químicas para 

defenderem-se contra competidores, predadores e patógenos, o que contribui para a produção 

de moléculas bioativas, incluindo policetídeos, alcalóides, macrolídeos, esteróis, peptídeos e 

terpenos, que apresentam atividades antitumoral, anti-inflamatório e antimicrobiano para 

humanos (BRINKMANN; MARKER; KURTBÖKE, 2017; THOMAS; KAVLEKAR; 

LOKABHARATHI, 2010). Contraditoriamente, essas esponjas marinhas atuam como um 

reservatório de microrganismos, que correspondem a 50-60% de sua biomassa, no qual ambos 

relacionam-se de forma mutualista (WEBSTER; TAYLOR, 2012). 

Como vantagens dessa relação de simbiose entre esponja e microrganismos, pode-se 

citar o importante papel desempenhado pelas bactérias associadas à aquisição de alimentos, 

estabilização do esqueleto da esponja, processamento e reciclagem de resquícios metabólicos 

e produção de metabólitos secundários para combater predadores, enquanto a esponja propicia 

proteção física e também disponibiliza nutrientes para as bactérias (HENTSCHEL; HOPKE; 

HORN; FRIEDRICH et al., 2002; KIRAN; SEKAR; RAMASAMY; THINESH et al., 2018; 

THOMAS; KAVLEKAR; LOKABHARATHI, 2010). Nesse contexto, alguns estudos indicam 

que algumas moléculas bioativas isoladas de esponjas são produzidas pelos microrganismos 

simbióticos (PROKSCH; EDRADA; EBEL, 2002; ROMANO; COSTANTINI; SANSONE; 
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LAURITANO et al., 2017; SACRISTÁN-SORIANO; BANAIGS; CASAMAYOR; 

BECERRO, 2011; ZHANG; AN; WANG; SUN et al., 2005).  

A população bacteriana que habita esponjas marinhas é bastante diversa, com 28 filos 

descritos, contudo, os filos que são constantemente identificados entre as diversas esponjas 

incluem: Proteobacteria, Actinobacteria, Acidobacteria, Bacteroidetes, Chloroflexi, 

Cyanobacteria, e Firmicutes (BRINKMANN; MARKER; KURTBÖKE, 2017). As esponjas 

oferecem um microambiente capaz de estimular a produção de metabólitos 

biotecnologicamente potentes por parte desses microrganismos, visto que as bactérias coabitam 

a esponja com outras bactérias, disputando pelo espaço, além de resistirem à ação compostos 

antimicrobianos produzidos pela própria esponja, o que estimula essa produção (SANTOS; 

SOARES; MACHADO; ROMANOS et al., 2015; TAYLOR; RADAX; STEGER; WAGNER, 

2007). 

Uma grande diversidade de compostos químicos com atividade antimicrobiana 

produzidos especificamente por bactérias marinhas associadas as esponjas, como alcalóides, 

lipopeptídeos, quinolonas, proteínas e peptídeos, já foram descritos na literatura (CHEUNG; 

NG; WONG, 2015; SANTOS; SOARES; MACHADO; ROMANOS et al., 2015). Os 

principais gêneros bacterianos produtores de compostos antimicrobianos estão indicados na 

Figura 1. 
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Figura 1. Compostos com atividade antimicrobiana distribuídos entre os gêneros bacterianos associados às 

esponjas marinhas. (A) Indica a predominância da população de bactérias (90%) nas esponjas comparado com 

fungos (10%) com um número amostral (n) de 272 microrganismos previamente isolados de esponjas marinhas; 

(B) Distribuição da porcentagem de compostos ativos entre os 35 gêneros bacterianos identificados, sendo que 

Streptomyces spp. é majoritário (30%), seguido por Pseudovibrio spp. (20%) e Bacillus spp. (9%). Os gêneros 

bacterianos encontrados pertencem a um dos 4 filos: Actinobacteria, (majoritariamente), Proteobacteria, 

Firmicutes e Cyanobacteria. Extraído de INDRANINGRAT; SMIDT; SIPKEMA (2016), conforme orientação da 

Editora (MDPI). 

 

Em um estudo recente realizado com 12 esponjas marinhas coletadas no sul da 

Austrália, um total de 1234 colônias bacterianas foram obtidas e dessas, 169 foram fermentadas 

e tiveram seu extrato bruto testado para atividade antimicrobiana contra diversas bactérias, 

incluindo Gram-positivas, Gram-negativas e fungos patogênicos. 41% dos extratos (70 
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bactérias) apresentaram uma bioatividade contra pelo menos uma cepa teste, incluindo 

Staphylococcus aureus (S. aureus), S. aureus resistente à meticilina (em inglês, methicillin-

resistant S. aureus - MRSA) e fungos. A maioria das substâncias bacterianas ativas foram 

sintetizadas por actinomicetos (58%) (ANTENEH; YANG; BROWN; FRANCO, 2021). Além 

desse estudo, outros trabalhos analisando compostos produzidos por bactérias associadas às 

esponjas foram realizados com amostras coletadas na costa brasileira (SANTOS; PONTES; 

SANTOS; MURICY et al., 2010), mar vermelho na Arábia Saudita (BIBI; NASEER; AZHAR, 

2021), mar da Índia (RAJASABAPATHY; GHADI; MANIKANDAN; MOHANDASS et al., 

2020; SKARIYACHAN; CHALLAPILLI; PACKIRISAMY; SRIDHAR et al., 2020), sul da 

China (LI; LIU; ZHU; YANG et al., 2011), Turquia (ALTUĞ; ÇIFTÇI TÜRETKEN; 

KALKAN; TOPALOĞLU, 2021) e Indonésia (RIYANTI; BALANSA; LIU; SHARMA et al., 

2020), por exemplo. Todos os estudo citados acima destacam a capacidade desses 

microrganismos em sintetizar extratos e/ou moléculas efetivas contra patógenos humanos. 

Entre as moléculas responsáveis por ações antibióticas que já foram purificadas e 

identificadas, pode-se citar o pirrol (pyrrolo[1,2-a] pyrazine-1,4-dione) produzido por Bacillus 

tequilensis – isolado da esponja marinha Callyspongia diffusa - com atividade antimicrobiana 

e antioxidante contra S. aureus; peptídeo (kocurin, thiazolyl peptide) produzidos por 

actinomicetos efetivos contra MRSA; indole, ácido 3-fenilpropanoico e ácido fenilpropanóico 

(dimer 4,4′-oxybis[3-phenylpropionic acid), todos produzidos por Bacillus licheniformis e 

isolados da esponja Halichondria sp., apresentaram alguma atividade antimicrobiana contra  

MRSA, Salmonella typhi, Candida albicans, Rhodotorula sp. e/ou Aspergillus fumigatus 

(ANTENEH; YANG; BROWN; FRANCO, 2021; DEVI; WAHIDULLAH; RODRIGUES; 

SOUZA, 2010; KIRAN; PRIYADHARSINI; SAJAYAN; RAVINDRAN et al., 2018; 

PALOMO; GONZÁLEZ; DE LA CRUZ; MARTÍN et al., 2013). 
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1.3 Infecções resistentes e seu impacto na sociedade 

A descoberta de novas moléculas antibióticas ou antivirulência é de extrema relevância 

para o combate de infecções de difícil erradicação. As infecções resistentes, causadas por 

bactérias Gram-positivas e Gram-negativas, que evadem a ação de múltiplos agentes 

antimicrobianos tornaram-se um problema de saúde pública. Organismos multidrogas-

resistentes (do inglês, mutidrugs-resistant organisms, MDROs) podem apresentar diferentes 

níveis de resistência ao considerar o número de antimicrobianos que eles toleram e/ou a sua 

tolerância a fármacos específicos (MAGIORAKOS; SRINIVASAN; CAREY; CARMELI et 

al., 2012).  

As infecções causadas por MDROs estão correlacionadas com um maior número de 

mortes comparado às infecções causadas por microrganismos sensíveis aos antibióticos - cerca 

de 25.000 mortes precoces por ano nos Estados Unidos da América (EUA) e na Europa, 

podendo chegar a 100.000 na China. Além disso, geram um significativo impacto econômico 

estimado em 20 bilhões de dólares por ano somente nos EUA, podendo alcançar 100 trilhões 

de dólares em 2050 (MUNITA; ARIAS, 2016).  

Por essas razões, a Organização Mundial da Saúde (OMS) considerou a resistência 

antibiótica um dos três principais problemas para a saúde pública do século 21 e, no ano de 

2017, desenvolveu, pela primeira vez, uma lista com bactérias antibiótico-resistentes de 

prioridade global para serem objetos de pesquisas científicas, visando a identificação de novas 

moléculas antibióticas para o tratamento efetivo dessas infecções (MUNITA; ARIAS, 2016; 

ORGANIZATION, 2017). A lista foi dividida em microrganismos de altíssima (crítico), alta e 

média prioridade (Tabela 2). 

 

 

 



27 
 

Tabela 2. Lista produzida pela Organização Mundial da Saúde (OMS) com os microrganismos prioridades para 

estudo contra sua resistência à antimicrobianos. 

ALTÍSSIMA PRIORIDADE ALTA PRIORIDADE MÉDIA PRIORIDADE 

Acinetobacter baumannii, 

carbapenem-resistant 

Campylobacter, fluoroquinolone-

resistant 

Haemophilus influenzae, 

ampicillin-resistant 

Enterobacteriaceae*, 

carbapenem-resistant, 3 rd 

generation cephalosporin-resistant 

Enterococcus faecium, 

vancomycin-resistant 

Shigella spp., fluoroquinolone-

resistant 

Pseudomonas aeruginosa, 

carbapenem-resistant 

Helicobacter pylori, 

clarithromycin-resistant 

Streptococcus pneumoniae, 

penicillin-non-susceptible 

 Salmonella spp., fluoroquinolone-

resistant 

 

 Staphylococcus aureus, 

methicillin-resistant, vancomycin 

intermediate and resistant 

 

 Neisseria gonorrhoeae, 3 rd 

generation cephalosporin-

resistant, fluoroquinolone-resistant 

 

Adaptado de WHO, 2017 

* Enterobacteriaceae include: Klebsiella pneumonia, Escherichia coli, Enterobacter spp., Serratia spp., Proteus 

spp., and Providencia spp, Morganella spp. 

 

 

Altos índices de resistência antibiótica são comumente observados em infecções 

nosocomiais, definidas como infecções que afetam indivíduos durante cuidados médicos, seja 

em hospitais ou instituições de saúde (KHAN; BAIG; MEHBOOB, 2017). Elas podem ser 

adquiridas a partir de fontes endógenas (do próprio paciente) e exógenas, como transferência 

pelo contato com outros pacientes infectados, com profissionais da área da saúde, visitantes e 

através de objetos contaminados. Além disso, estão geralmente associados à infecções na 

corrente sanguínea, do trato urinário devido à presença de cateteres contaminados, pneumonia 

por ventilação mecânica e sítios expostos à cirurgia (KHAN; BAIG; MEHBOOB, 2017).  

Essas infecções resistentes são responsáveis por altas taxas de morbimortalidade, com 

altos custos de tratamento, e são comumente causadas por patógenos “ESKAPE”, isto é, um 

acrônimo referente a um grupo constituídos pelas seguintes bactérias: Enterococcus 

faecium, Staphylococcus aureus,  Klebsiella pneumoniae,  Acinetobacter baumannii, 

Pseudomonas aeruginosa e Enterobacter spp. (SANTAJIT; INDRAWATTANA, 2016). O 

grupo ESKAPE é caracterizado por um elevado grau de resistência antimicrobiana ao redor de 

todo o mundo e são responsáveis por afetar gravemente indivíduos imunocomprometidos 
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(NICOLAS; BORDEAU; BONDON; BAUDY-FLOC'H et al., 2019; SANTAJIT; 

INDRAWATTANA, 2016).  

Estima-se que cerca de 10 milhões de pessoas morrerão por ano no mundo devido às 

infecções persistentes nos anos próximos à 2050 (O’NEILL, 2014) e, nesse contexto, 

Staphylococcus aureus meticilina-resistente destaca-se por já ter causado um número de mortes 

comparável à infecção do vírus da imunodeficiência humana (em inglês, human 

immunodeficiency virus – HIV) (DE KRAKER; STEWARDSON; HARBARTH, 2016; 

NICOLAS; BORDEAU; BONDON; BAUDY-FLOC'H et al., 2019).  

Apesar do Centro de Controle e Prevenção de Doenças (em inglês, Centers for Disease 

Control and Prevention - CDC) dos EUA ter indicado, através de relatórios, que o número de 

infecções por MRSA declinaram entre 2013 e 2017, por muito tempo esses microrganismos 

foram indicados como causadores de 19.000 mortes e 360.000 hospitalizações todos os anos 

nos EUA, levando à gastos que chegaram a 4 milhões de dólares para o setor de saúde (CDC, 

2019; MARTENS; DEMAIN, 2017). Apesar dessa queda no número de infecções ter sido 

gerada pela implementação de recomendações de intervenção do CDC em locais de saúde - 

que incluem avaliar o paciente para risco de infecção por MRSA na sua admissão hospitalar, 

rastrear os casos, prover Equipamentos de Proteção Individual (EPIs) como luvas para 

indivíduos com MRSA e estimular higiene das mãos -, o progresso de redução das infecções 

MRSA na corrente sanguínea está lento (CDC, 2019). 

  Como citado anteriormente, o impacto econômico e social causado por essas mortes 

infecciosas tornou-se um problema de saúde pública enorme ao redor de todo o mundo. 

Seguindo o mesmo padrão que os EUA, na Europa mais de 2,5 milhões de indivíduos contraem 

infecções nosocomiais todos os anos com altas porcentagens de resistência e mortalidade 

(25,000 mortes/ano) (DE MOL; SNOECK; DE MAESENEIRE; SOETAERT, 2018). Apesar 

desses números, o investimento em produção de antibióticos por parte de grandes companhias 
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farmacêuticas diminuiu ao longo dos anos devido às dificuldades enfrentadas nesse mercado, 

como a resistência bacteriana, produção de remédios genéricos, a dificuldade de identificar 

novas moléculas naturais e os altos custos de tempo e dinheiro para lançar um novo 

medicamento no mercado farmacêutico (DE MOL; SNOECK; DE MAESENEIRE; 

SOETAERT, 2018; MARTENS; DEMAIN, 2017). 

Entretanto, incentivos governamentais em diversos países (EUA e países europeus, 

especialmente) foram criados para estimular o interesse empresarial na descoberta de novas 

moléculas antibióticas e no combate às infecções resistentes através da utilização de novas 

tecnologias, como sequenciamento genético nas pesquisas, e através do incentivo financeiro 

para companhias farmacêuticas menores e indústrias de biotecnologia. Esses programas de 

incentivo voltados à pesquisa científica visam também acelerar a inovação antimicrobiana, o 

que tem mostrado um impacto positivo, apesar de que um incentivo à longo prazo ainda se 

fazer necessário para o cumprimento de todas as etapas de desenvolvimento de um novo 

antibiótico, desde a sua pesquisa básica até sua chegada ao mercado farmacêutico (MARTENS; 

DEMAIN, 2017; SIMPKIN; RENWICK; KELLY; MOSSIALOS, 2017). 

 

1.4 Antibióticos e seus mecanismos de ação 

Há indícios que o uso de antimicrobianos produzidos por microrganismos para prevenir 

o desenvolvimento de doenças é realizado há mais de 2000 anos, como o uso de pão mofado 

para tratar feridas na época dos egípcios e gregos, além da utilização do extrato de plantas 

(HUTCHINGS; TRUMAN; WILKINSON, 2019). Contudo, ao longo dos últimos 100 anos, 

cientistas foram descobrindo moléculas ativas capazes de combater diversas bactérias e evitar 

doenças, sendo que a descoberta acidental da penicilina por Alexander Fleming em 1928 foi 

um marco para a ciência. A partir disso, os microrganismos passaram a ser alvos importantes 
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de busca e fontes de moléculas com potencial antimicrobiano (HUTCHINGS; TRUMAN; 

WILKINSON, 2019; WOHLLEBEN; MAST; STEGMANN; ZIEMERT, 2016). 

O século XX, especialmente entre o início dos anos 1940 até o final de 1970, foi 

considerado o período da “golden age”, isto é, anos em que a descoberta, desenvolvimento e 

produção de novos compostos antibióticos foram muito intensos e rápidos (MARTENS; 

DEMAIN, 2017). Estima-se que durante esse período, milhares de microrganismos de solo 

foram testados para a produção metabólitos secundários ativos, o que promoveu a identificação 

da maioria das substâncias que são hoje conhecidas, como estreptomicina, eritromicina, 

tetraciclina, vancomicina, macrolídeos, cefalosporinas, glicopeptídeos e outros (Figura 2). 

Posteriormente à essa fase, o lançamento de novas substâncias continuou, porém não de forma 

tão acelerada (WOHLLEBEN; MAST; STEGMANN; ZIEMERT, 2016). 

 

Figura 2. Linha do tempo da descoberta dos antibióticos eficientes contra bactérias Gram-positivas e Gram-

negativas. A parte debaixo refere-se ao ano de descobrimento e a parte de cima ao ano de introdução das classes 

de antibióticos na prática clínica. * compostos sintéticos. Adaptado de LEWIS, (2020), conforme autorização 

5250370091018. 

 

Existem diferentes mecanismos de ação pelos quais os antibióticos podem atuar, sendo 

os principais: (1) interferir na síntese da parede celular bacteriana, no qual fazem parte os β-

Ano de introdução 
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lactâmicos - incluindo penicilinas, cefalosporinas, monobactans e carbapenêmicos- e 

glicopeptídeos – vancomicina e teicoplanina; (2) inibir a síntese de proteínas através da ligação 

às subunidades ribossomais (30s ou 50s), como os macrolídeos, aminoglicosídeos, 

tetraciclinas, cloranfenicol, estreptogramínas e oxazolidinonas; (3) interferir na síntese de 

ácidos nucleicos através da lise da dupla-fita de DNA durante a replicação celular - no qual 

fazem parte os  fluoroquinolonas- ou do RNA – rifampicina; (4) inibir alguma via de 

metabolização como a interrupção da síntese do folato (ácido fólico ou vitamina B9), 

importante para os processos de reparação e síntese de DNA, pela ação de sulfonamidas e 

trimetropima; (5) Ruptura da membrana celular através do aumento da sua permeabilidade e 

consequentemente despolarização, ação desenvolvida por polimixinas e lipopeptídeos 

(KAPOOR; SAIGAL; ELONGAVAN, 2017; TENOVER, 2006; DERSCH; STADLER, 2016; 

KAPOOR; SAIGAL; ELONGAVAN, 2017; NGUYEN; STAROSTA; ARENZ; SOHMEN et 

al., 2014; WILSON, 2014; HIGGINS; FLUIT; SCHMITZ, 2003; KAPOOR; SAIGAL; 

ELONGAVAN, 2017; HIGGINS; FLUIT; SCHMITZ, 2003; KAPOOR; SAIGAL; 

ELONGAVAN, 2017; YIN; MENG; CHENG; FU et al., 2020).  

 

1.5 Resistência bacteriana aos antibióticos 

As vantagens da introdução de antibióticos no tratamento de infecções são 

inquestionáveis, tanto por salvar vidas como por permitir o desenvolvimento da medicina 

moderna; todavia, ao longo do tempo, as bactérias foram desenvolvendo sofisticados 

mecanismos de resistência para sobreviver à ação desses compostos (Tabela 3), resultando em 

uma crise mundial de resistência antimicrobiana (LEWIS, 2020; MUNITA; ARIAS, 2016).  
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  Tabela 3. Mecanismo de resistência das principais classes de antibióticos 

Antibiótico Mecanismo de ação Resistência bacteriana Microrganismos 

resistentes 

Aminoglicosídeo Afetam síntese de proteínas 

por ligarem-se à subunidade 

30S 

Reduzem captação do 

composto (alteração de 

compostos de membrana) 

e modificam enzimas 

(AGEs) 

Gram-negativas  

Beta-lactâmicos Interrompem síntese da 

parede celular 

(peptideoglicanos) 

Produção de enzimas 

betalactamases e alteram 

proteínas PBP 

S. aureus, S. 

pneumoniae, 

Gram-negativas 

Cloranfenicol Interferem na síntese de 

proteínas por ligarem no 

centro de transferência 

peptidil na subunidade 50S 

Inativam quimicamente o 

antibiótico pela expressão 

de Cloranfenicol 

acetiltransferases e 

aumentam a produção de 

bombas de efluxo 

E. coli 

Glicopeptídeos Interrompem síntese da 

parede celular 

(peptideoglicanos)  

Alteram alvo: D-alanil-

alanina é alterado para D-

alanil-D-lactato e 

diminuem a 

permeabilidade do 

fármaco 

Vancomicina 

resistentes, 

especialmente E. 

faecium 

Macrolídeos Inibem síntese proteica por 

ligarem-se na subunidade 

50S 

Metilação do ribossomo e 

bomba de efluxo. 

Gene erm em S. 

aureus, S. 

pneumoniae e S. 

pyogenes 

Oxazolidinonas Afetam a síntese de 

proteínas por interagirem 

com sítio A do ribossomo 

Mutação em gene que 

reduz ligação ao sítio ativo 

alvo ou metilação de 

aminoácido 

E. faecium e S. 

aureus 

Quinolonas Inibem DNA girase Alteração de gene-alvo por 

mutação (redução da 

afinidade) e bomba de 

efluxo 

Bactérias 

entéricas Gram-

negativas, S. 

aureus e S. 

pneumoniae 

Sulfonaminas Inibe o metabolismo de 

ácido fólico 

Mutação em gene 

alterando o alvo e/ou 

bomba de efluxo 

E. coli, S. aureus e 

S. peunomiae 

Teraciclinas Inibem síntese proteica 

ligando-se na subunidade 

30S 

Bomba de efluxo e/ou 

síntese de proteínas que se 

ligam nos ribossomos e 

alteram a conformação do 

sítio ativo 

Gram-positivas e 

Gram-negativas 

Lipopeptídeos/peptídeos 

caiônicos (CAMPs) 

Altera a homeostase do 

envelope celular (destruição 

da membrana) 

Alteração de sistemas 

reguladores do envelope 

celular e moléculas-alvo 

E. faecalis, B. 

subtilis 

AGEs: aminoglycoside modifying enzymes          Adaptado de Kapoor, 2017 

PBP: penicillin binding protein  

 

A resistência bacteriana pode ser intrínseca à alguns antibióticos ou adquirida de 

diferentes formas, como através de mutações em genes cromossomais ou pela transferência 

horizontal de genes por conjunção ou plasmídeos (BLAIR; WEBBER; BAYLAY; OGBOLU 
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et al., 2015). Dentre esses mecanismos bacterianos, desenvolvidos pela pressão seletiva que 

favorece a resistência e a disseminação de cepas resistentes, encontram-se a restrição de 

penetração antibiótica, bombas de efluxo, modificação de estrutura alvo, modificação ou 

alteração da molécula antibiótica, mudança de alvo ou sequestro do alvo (BLAIR; WEBBER; 

BAYLAY; OGBOLU et al., 2015; LERMINIAUX; CAMERON, 2019; LEWIS, 2020). 

A resistência intrínseca refere-se à habilidade de resistir à ação de uma molécula 

antibiótica por características estruturais ou funcionais, como as diferenças constitucionais 

entre bactérias Gram-positivas e Gram-negativas (BLAIR; WEBBER; BAYLAY; OGBOLU 

et al., 2015). Por exemplo, a membrana citoplasmática de Gram-positivas é constituída por 

mais fosfolipídeos carregados negativamente (aniônicos), importante para ação de fármacos 

como o lipopeptídeo daptomicina, que através de íons Ca2+ interagem com esses fosfolipídeos 

aniônicos, levando à despolarização celular, o que não ocorre em Gram-negativas,  sendo pouco 

efetivo contra eles (RANDALL; MARINER; CHOPRA; O'NEILL, 2013). 

As mutações cromossômicas que estimulam a resistência ocorrem geralmente em genes 

que são alvo terapêutico (como genes que codificam topoisomerases, alvo de quinolonas), 

genes que codificam transportadores (como inibição do OprD2, transportador de imipenem em 

P. aeruginosa, reduzindo a entrada do antibiótico) e genes reguladores da expressão de 

transportadores ou de enzimas modificadoras de antibióticos e bombas de efluxo. Por exemplo, 

uma mutação no gene regulador MarA pode estimular a expressão de genes codificantes para 

bombas de efluxo, responsáveis por expulsar o fármaco do interior da célula (MARTINEZ, 

2014). Também podem ocorrer modificações nas subunidades ribossomais (30S e 50S), nas 

enzimas PBP (estratégia utilizada especialmente pelas Gram-positivas), em precursores da 

parede celular, mutação na DNA-girase e RNA polimerase (KAPOOR; SAIGAL; 

ELONGAVAN, 2017). De forma resumida, essas alterações modificam a ação de antibióticos 

por diminuir a afinidade do fármaco pela molécula alvo ou diminuir a capacidade de entrada 
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na célula, aumentar mecanismo de efluxo ou alterar vias metabólicas por modulação de 

reguladores (MUNITA; ARIAS, 2016). 

A transferência horizontal de genes (em inglês, horizontal gene transfer, HGT) permite 

às bactérias adquirirem características genéticas externas à sua linhagem clonal, especialmente 

referentes à resistência antibiótica (em inglês, antibiotic resistance genes, ARG), além de genes 

de virulência e habilidade de formar biofilme, através de plasmídeos, bacteriófagos e DNA 

extracelular via conjugação, transdução e transformação natural, respectivamente 

(LERMINIAUX; CAMERON, 2019). Muitos desses processos são estimulados pelo uso de 

doses não inibitórias (sub-doses) de antibióticos, que acabam atuando como um sinalizador que 

modula a transcrição de genes de virulência, transferência de material genético, aumenta taxa 

de recombinação e mutação (ANDERSSON; HUGHES, 2014). 

 

1.6 Fatores de virulência bacteriana 

A patogenicidade é definida como a habilidade de um agente microbiano em causar 

doença através, especialmente, de sua toxicidade – produção de substância capaz de danificar 

as células hospedeiras – e da capacidade de invasão, isto é, potencial de penetrar e se disseminar 

no corpo do hospedeiro (BECEIRO; TOMÁS; BOU, 2013). A competência do microrganismo 

em sobreviver e multiplicar no tecido também é considerado um determinante para causar uma 

patologia (CASADEVALL; PIROFSKI, 2009). Contudo, o desenvolvimento da doença é 

resultado de interações complexas entre patógeno-hospedeiro, dependente do estado 

imunológico do indivíduo, que varia de acordo com hábitos alimentares, comportamentais e 

questões genéticas, sendo multifatorial. Isso determina a susceptibilidade do indivíduo frente à 

infecção  (BECEIRO; TOMÁS; BOU, 2013; DE SOUZA, 2003). 

Durante essa interação, bactérias patogênicas utilizam diversos mecanismos para 

colonizar o corpo invadido. Esses mecanismos são denominados fatores de virulência, 
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definidos como moléculas produzidas e secretadas por microrganismos, incluindo enzimas, 

toxinas, exopolissacarídeos, estruturas de parede celular, lipopolissacarídeos, glicoproteínas e 

lipoproteínas, que auxiliam, então, na adesão, invasão, escape da resposta imune e 

sobrevivência dos patógenos (LEITÃO, 2020; NIU; YU; WANG; REN et al., 2013). 

Dentre as estratégias desenvolvidas pelas bactérias para sobreviver, encontram-se os 

próprios constituintes das estruturas bacterianas, como flagelo e adesinas (fímbria ou adesinas 

afimbriais) - estruturas importantes para o deslocamento do organismo e para interação/adesão 

ao tecido hospedeiro, respectivamente. Além disso, bactérias Gram-positivas naturalmente 

produzem uma cápsula espessa para escapar da fagocitose de células do sistema imune, 

enquanto Gram-negativas possuem lipopolissacarídeos (LPS), uma endotoxina constituinte da 

parede bacteriana, que auxilia na integridade estrutural (NIU; YU; WANG; REN et al., 2013). 

A habilidade das bactérias em colonizar um hospedeiro também se deve à presença de fatores 

como invasinas - que como o próprio nome diz, promovem a invasão das células hospedeiras-

, enzimas especializadas e toxinas que auxiliam na evasão do sistema imune, na sua 

movimentação, acesso aos nutrientes e no sequestro de  metais como ferro e magnésio 

(exemplo: ferro via sideróforos) importantes para o metabolismo celular (CASADEVALL; 

PIROFSKI, 2009; DE SOUZA, 2003; NIU; YU; WANG; REN et al., 2013). 

Dentre os fatores de virulência das bactérias, a presença de biofilme foi correlacionada 

com 80% das infecções microbianas de difícil tratamento (MÜHLEN; DERSCH, 2016). A 

formação desse biofilme, que desenvolve um importante papel na tolerância à antibióticos e à 

ação do sistema imune do hospedeiro, é dependente inicialmente das moléculas adesinas - para 

que ocorra a adesão inicial às superfícies - e posteriormente do quorum sensing (QS) para a 

comunicação bacteriana e coordenação das respostas gênicas às mudanças e estresses 

ambientais (MÜHLEN; DERSCH, 2016; STONES; KRACHLER, 2015). 
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1.6.1 ADESINAS 

Microrganismos produzem uma variedade de proteínas de superfície, chamadas 

adesinas, importantes para sua adesão às células hospedeiras e à superfícies inanimadas como 

biomateriais (VIELA; MATHELIÉ-GUINLET; VILJOEN; DUFRÊNE, 2020). As adesinas 

são proteínas (classificadas em fibrilares, pilus e afibrilares) ou glicanos, no qual possuem uma 

seletividade por moléculas alvo da membrana celular hospedeira, reconhecendo regiões ou 

estruturas específicas nessas superfícies, o que favorece a interação e patogenicidade 

bacteriana. Dentre as proteínas bacterianas conhecidas, encontram-se as fímbrias e os pilus, 

além de proteínas não poliméricas, que contribuem para esse reconhecimento da matriz 

extracelular do hospedeiro como colágeno, proteoglicanos, lamininas, ácido hialurônico e 

elastinas. Além disso, moléculas de adesão da própria célula hospedeira, incluindo caderinas 

integrinas e selectinas,  também possuem afinidade de ligação com estruturas de superfície dos 

microrganismos (SOLANKI; TIWARI; TIWARI, 2018). 

 

1.6.2 BIOFILME 

Bactérias e fungos podem existir de 2 formas: na forma planctônica ou como biofilme 

(BLACKMAN; QU; CASS; LOCOCK, 2021). Biofilmes são definidos como comunidades de 

microrganismos recobertos por uma matriz extracelular de substâncias poliméricas produzida 

pelos próprios micróbios ali presentes, podendo ser desenvolvido sobre superfícies bióticas ou 

abióticas e na interface líquido-sólido ou líquido-ar (FLEMMING; WUERTZ, 2019; 

SCHULZE; MITTERER; POMBO; SCHILD, 2021). Essas estruturas são muito relevantes em 

doenças humanas já que sua formação está associada à cronicidade de diversas infecções, 

especialmente as causadas por bactérias patogênicas, como quadros de colite, vaginite, 

conjuntivite, uterite, otite, entre outros. Sua formação é observada tanto em dispositivos 

médicos - lentes de contato, cateteres, próteses e válvulas cardíacas- quanto em superfícies 
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corporais, como pele e mucosas do trato digestivo e respiratório (DAVIES, 2003; SCHULZE; 

MITTERER; POMBO; SCHILD, 2021). 

 A formação do biofilme é complexa e dividida em etapas (Figura 3), sendo elas: (1) 

adesão às superfícies bióticas ou abióticas, (2) formação de microcolônias e maturação do 

biofilme, no qual há comunicação bacteriana (chamada de quorum sensing, QS), e (3) dispersão 

(JAMAL; AHMAD; ANDLEEB; JALIL et al., 2018; ROY; TIWARI; DONELLI; TIWARI, 

2018; TOLKER-NIELSEN, 2015). A adesão bacteriana à uma superfície, iniciada como uma 

estratégia de proteção devido a alterações nas condições ambientais, ocorre através de ligações 

não-específicas - ligações de Van der Waals, ácido-base, hidrofóbicas e forças de interação 

eletrostáticas - com proteínas presentes no meio ou com outras espécies microbianas presentes 

no local. Posteriormente, o acúmulo de bactérias na região é geralmente mediado por 

sedimentação, forças hidrodinâmicas e movimento browniano, apesar de que quimotaxia ativa 

e movimentos direcionados por flagelo também podem ocorrer (BLACKMAN; QU; CASS; 

LOCOCK, 2021; PALMER; FLINT; BROOKS, 2007; ROY; TIWARI; DONELLI; TIWARI, 

2018). 
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Figura 3. Descrição das etapas de formação do biofilme bacteriano. (i) Células planctônicas interagindo com a 

superfície biótica ou abiótica; (ii) desenvolvimento de microcolônias primeira etapa da maturação; (iii) biofilme 

maduro na forma séssil; (iv) dispersão do biofilme maduro. Adaptado de SILVA; ZIMMER; MACEDO; 

TRENTIN (2016), conforme orientação da Editora (AMERICAN CHEMICAL SOCIETY). 

 

Essa adesão de células individuais pode ser dividida em duas fases: (1) adesão inicial 

reversível e (2) adesão irreversível. A primeira ocorre devido às ligações hidrofóbicas e 

eletrostáticas reversíveis, que podem ser desfeitas por forças dos fluidos, enquanto a segunda 

é caracterizada pela formação de ligações de hidrogênio e covalentes irreversíveis, marcado 

pelo início da produção de exopolissacarídeos e pela participação de fímbrias ou pili (adesinas), 

promovendo uma adesão mais forte à superfície. Essa ligação torna-se difícil de romper, sendo 

necessário forças químicas ou físicas para desprender as bactérias da superfície (BLACKMAN; 

QU; CASS; LOCOCK, 2021; PALMER; FLINT; BROOKS, 2007).  

Após a adesão, dá-se início ao processo de formação de microcolônias, no qual ocorre 

uma grande proliferação celular e produção de matriz exopolimérica (do inglês, extracellular 

polymeric substances, EPS), constituída de proteínas, lipídeos, polissacarídeos e DNA 
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extracelular (eDNA) (MISHRA; PANDA; DE MANDAL; SHAKEEL et al., 2020). Nessa 

fase, há uma intensa comunicação entre as bactérias através da liberação de moléculas químicas 

(chamadas autoindutores), para que haja um controle da densidade populacional e coordenação 

do comportamento da comunidade pelo controle da expressão gênica comunitária, sendo essa 

a forma de comunicação bacteriana (QS) (MACEDO; ABRAHAM, 2009). Essa coordenação 

das ações é muito importante para que ocorra a fixação no local, distribuição e excreção de 

metabólitos, divisão de tarefas, além de propiciar a associação de bactérias metabolicamente 

distintas, visando a criação de um ambiente favorável energicamente para todas as populações 

de bactérias que constituem o biofilme (JAMAL; AHMAD; ANDLEEB; JALIL et al., 2018). 

O biofilme maduro, caracterizado pelo aumento da quantidade de EPS produzida, 

originando uma estrutura no formato tridimensional “tipo cogumelo” ou “tipo torre/pilar”, 

altamente hidratada (98% de água), constituído por multicamadas heterogêneas nas quais há a 

presença de canais de água que permitem o transporte de nutrientes e oxigênio para as células; 

permitem também a excreção de resquícios metabólicos, atuando, assim, como um “sistema 

circulatório” ao longo do biofilme (BLACKMAN; QU; CASS; LOCOCK, 2021; DONLAN, 

2001a; JAMAL; AHMAD; ANDLEEB; JALIL et al., 2018; RUMBAUGH; SAUER, 2020). 

Por fim, ocorre a etapa final de desenvolvimento do biofilme: a dispersão. Nesse momento, 

parte das bactérias que constituem o biofilme se desprendem e assumem sua forma planctônica 

novamente, possibilitando a colonização de outros sítios (RABIN; ZHENG; OPOKU-

TEMENG; DU et al., 2015; RUMBAUGH; SAUER, 2020). 

As vantagens para os microrganismos em formar biofilme são diversas, incluindo: 

colonizar nichos competitivos; sobreviver à ambientes estressantes causados pela privação de 

nutrientes, desidratação, mudanças de pH e bacteriófagos, por exemplo; proteção contra ação 

de células do sistema imune e agentes antimicrobianos devido à baixa taxa de crescimento 

bacteriano induzido pela pouca disponibilidade de nutrientes no interior da estrutura, ao 
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metabolismo reduzido, à presença de células dormentes ou persistentes (em inglês, chamadas 

de “persistent cells”) e inativação ou redução da penetração dos antibióticos pela presença da 

matriz exopolimérica, que atua também como uma barreira física (Figura 4) (DAVIES, 2003; 

DONLAN, 2001a; RUMBAUGH; SAUER, 2020). 

 

Figura 4. Organização e proteção proporcionadas pelo biofilme. (A) As bactérias, no interior do biofilme, são 

organizadas por diferentes níveis metabólicos, o que se relaciona com as diferentes funções bacterianas e 

facilidade de acesso aos nutrientes, interferindo também na efetividade da ação de antibióticos que atuam sobre 

bactérias metabolicamente ativas; (B) Tratamentos com antibióticos sobre o biofilme geralmente resultam em 

morte incompleta das bactérias colonizadoras, permitindo que elas sobrevivam e se disseminem novamente pelo 

hospedeiro. Ilustração criada com  BioRender.com. 

 

Resumidamente, o biofilme promove a cronicidade das infecções através de 

características gerais compartilhadas entre todos os biofilmes: (1) A matriz EPS funciona como 

uma “capa protetora”, que reduz a penetração de agentes antimicrobianos e de células 

fagocíticas do sistema imune (impedindo a fagocitose) no interior da estrutura, além de conter 

compostos inativadores de agentes antimicrobianos, como polissacarídeos carregados e eDNA, 

que capturam alguns antibióticos; (2) a quantidade e proximidade celular estimulam a 

transferência horizontal de genes, especialmente genes de resistência antibiótica através de 

plasmídeos; (3) alteração do metabolismo bacteriano no interior do biofilme, com a presença 

https://biorender.com/
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de células com baixa taxa metabólica o que, de forma geral, inviabiliza a ação de antibióticos 

que atuam sobre células em divisão celular ou crescimento. Destaca-se, nesse contexto, as 

células persistentes, que possuem um metabolismo quase zero, permitindo que sobrevivam aos 

antimicrobianos e colonizem novamente o hospedeiro após o fim do tratamento; (4) presença 

de bombas de efluxo, que expulsam as moléculas do interior do biofilme, atuando de forma 

similar com as bombas presentes em células planctônicas (RABIN; ZHENG; OPOKU-

TEMENG; DU et al., 2015); (DAVIES, 2003); (SCHULZE; MITTERER; POMBO; SCHILD, 

2021). 

 

1.6.2.1 QUORUM SENSING 

Todas essas etapas de formação, maturação, dispersão e coordenação no biofilme 

ocorrem através da comunicação entre células chamado quorum sensing (QS), como citado 

previamente (BLACKMAN; QU; CASS; LOCOCK, 2021). QS é um mecanismo de regulação 

da expressão gênica que varia de acordo com a densidade populacional e com alterações 

ambientais, objetivando coordenar o comportamento populacional. Esse sistema é controlado 

através da secreção de autoindutores (AIs) ou moléculas QS, hábeis para regular fatores de 

virulência, esporulação, motilidade, resistência bacteriana, formação e dispersão de biofilme 

(BLACKMAN; QU; CASS; LOCOCK, 2021; MACEDO; ABRAHAM, 2009; RABIN; 

ZHENG; OPOKU-TEMENG; DU et al., 2015; ZHANG; LI, 2015).  

À medida que a densidade populacional no interior do biofilme cresce, um maior 

número de autoindutores são produzidos até atingir uma concentração limiar, permitindo sua 

ligação com seus receptores localizados na membrana celular bacteriana, o que leva à indução 

ou repressão da expressão de genes alvo (Figura 5) (RABIN; ZHENG; OPOKU-TEMENG; 

DU et al., 2015). Exemplos de autoindutores produzidos por bactérias são as lactonas N-acil-

homoserina (AHLs) e oligopeptídeos em Gram-negativas e Gram-positivas, respectivamente. 
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Ainda há indutores de “linguagem universal” como o autoindutor 2 (AI-2), utilizado para 

realizar a comunicação intra e interespécies (BLACKMAN; QU; CASS; LOCOCK, 2021; 

MACEDO; ABRAHAM, 2009; RABIN; ZHENG; OPOKU-TEMENG; DU et al., 2015; 

ZHANG; LI, 2015).  

 

Figura 5. Sinalização do quorum sensing (QS). (A) Principais moléculas indutoras; (B) Mecanismos de ação do 

QS sobre as bactérias e as possíveis consequências adaptativas produzidas.  AHLs = lactonas N-acil-homoserina. 

AIPs = peptídeos autoindutores. AI-2 = o autoindutor 2. Adaptado de RABIN; ZHENG; OPOKU-TEMENG; DU 

et al., (2015) com permissão da Future Science Group. 

 

1.7 Staphylococcus aureus 

Staphylococcus aureus é uma bactéria Gram-positiva, sem mobilidade, coagulase-

positiva e pertencente ao filo Firmicutes (LEE; DE LENCASTRE; GARAU; KLUYTMANS 

et al., 2018). Essa bactéria pode fazer parte da microbiota humana, vivendo de forma comensal 

em mucosas nasais de 20-40% da população geral, além de ser encontrado na pele e períneo de 

animais e humanos (LEE; DE LENCASTRE; GARAU; KLUYTMANS et al., 2018; 

SANTAJIT; INDRAWATTANA, 2016). Apesar de um grande número de indivíduos serem 

carregadores desse microrganismo,  S. aureus é uma patógeno oportunista que pode causar 
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diversas infecções e doenças nos humanos como infecções de pele, endocardite, pneumonia, 

síndrome do choque séptico e septicemia, sendo transmitido de pessoa para pessoa, 

especialmente através de contato direto ou partículas presentes no ambiente (SANTAJIT; 

INDRAWATTANA, 2016; WU; LIU; ZHU; SHEN, 2019). Geralmente essas doenças são 

causadas pelas bactérias em sua forma planctônica através da produção e liberação de toxinas 

e enzimas; entretanto, infecções resistentes comumente associam-se com a presença de 

biofilme, no qual permite que S. aureus se conectem e persistam no tecido do hospedeiro ou 

em dispositivos médicos, como ossos (causando osteomielite) e cateteres, respectivamente 

(LISTER; HORSWILL, 2014). 

 

1.7.1 FATORES DE VIRULÊNCIA DE Staphylococcus aureus  

Os motivos que permitem o sucesso de S. aureus como patógeno, possibilitando a eles 

colonizar e sobreviver em um hospedeiro, são as expressões de diversos fatores que contribuem 

para a sua virulência (Figura 6) (BUCHAN; FOSTER; RENSHAW, 2019).  Para estabelecer a 

infecção, inicialmente essa bactéria adere-se à célula hospedeira através de proteínas de 

superfície chamadas MSCRAMMs, que ligam-se em moléculas de superfície celular,  

permitindo a entrada da bactéria no organismo (GORDON; LOWY, 2008). Além disso, estudos 

já especularam o papel dessas proteínas na patogenicidade de infecções associada à implantes 

por promoverem colonização, invasão e formação de biofilme (FOSTER; KOK; FLORES; 

MINARD et al., 2020; JOSSE; LAURENT; DIOT, 2017). Mais de 20 MSCRAMMs já foram 

descritas para S. aureus, sendo que as principais proteínas estão relatadas na Tabela 4.  
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Figura 6. Principais fatores de virulência de S. aureus. Produção de enzimas como proteases que podem clivar 

anticorpos e impedir a opsonização e auxiliar a invasão ao tecido hospedeiro; proteínas como proteína A que 

impedem a ligação de anticorpos na célula bacteriana, além de invasinas (proteases, lipases) que auxiliam a 

proteção contra ações do sistema imune e invasão da célula hospedeira; toxinas  são capazes de matar células do 

sistema imune e outras células hospedeiras (citotoxinas, superantígenos); adesinas são proteínas que se ligam em 

receptores de superfície das células do hospedeiro, auxiliando a invasão, além de inibir resposta do sistema 

complemento. Por fim, a aquisição de plasmídeos é uma forma de favorecer a sobrevivência de S. aureus por 

carregar genes de resistência à ação de antibióticos, especialmente. Ilustração criada com  BioRender.com. 

 

Tabela 4. Principais proteínas MSCRAMMs de S. aureus. 

MSCRAMMs Função Ligante 

Autolysin (Atl) Medeia a internalização na célula 

hospedeira 

Proteína de choque térmico 

Hsc70 

Sialo-binding protein (Bbp) Adesão ao fibrinogênio imóvel Cadeia ɑ do fribrinogênio 

Biofilm-associated protein (Bap) Adesão às superfícies inertes e 

celulares; cronicidade de infecções. 

Chaperona Hsp90 

Clumping factor A (ClfA) Adesão ao fibrinogênio, evasão do 

sistema imune, degradação do C3b 

Interação com fibrinogênio e 

sistema complemento 

Clumping factor B (ClfB) Adesão às células epiteliais 

descamadas e colonização nasal 

Interação com fibrinogênio 

Collagen adhesin (Cna) Adesão em tecidos ricos em 

colágeno e previne ativação da via 

clássica do sistema complemento 

Tripla hélice de colágeno, 

proteína C1q do sistema 

complemento e laminina. 

Fibronectin-binding proteins A 

(FnBPA) e B (FnBPB) 

Adesão na matriz extracelular - 

Interage com integrina e Hsp60 

Ligam-se à fibronectina, 

fibrinogênio e elastina 

Serine aspartate repeat-containing 

protein C (SdrC), D (SdrD), E (SdrE) 

Ligam proteínas de superfície como 

desmogleína de células específicas 

Adesão às células epiteliais 

descamadas, evasão do 

sistema imune e degradação 

de C3b  

Adaptado de (FOSTER, 2019) 

https://biorender.com/
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Dentre as estratégias utilizadas por essa bactéria - após sua invasão - para escapar das 

células do sistema imune estão ações de inibição sobre: (1) diapedese, ativação, quimiotaxia e 

ação de neutrófilos; (2) fagocitose via agregação celular, moléculas de superfície e biofilme, 

(3) opsonização e (4) defesas oxidativas. Ademais, produzem e liberam toxinas que eliminam 

células da imunidade inata (BUCHAN; FOSTER; RENSHAW, 2019; CHEUNG; BAE; 

OTTO, 2021). 

A neutralização da ação de neutrófilos está muito correlacionada com a produção de 

proteínas da família SSL5 (em inglês, superantigen-like protein 5) e SelX, que se ligam ao 

PSGL-1 (do inglês, P-selectin glycoprotein ligand-1) presente nos leucócitos, impedindo sua 

ligação com P-selectinas das células endoteliais, evitando, assim, a diapedese (BESTEBROER; 

POPPELIER; ULFMAN; LENTING et al., 2007; KOYMANS; BISSCHOP; VUGHS; VAN 

KESSEL et al., 2016; TUFFS; JAMES; BESTEBROER; RICHARDS et al., 2017). 

As proteínas da família SSL também podem ligar-se, por exemplo, aos TLRs (do inglês, 

toll-like receptors), receptores presentes em leucócitos responsáveis por reconhecerem os 

PAMPs (padrões moleculares associados à patógenos, do inglês pathogen-associated 

molecular pattern) dos microrganismos, evitando a quimiotaxia, assim como proteínas CHIPS 

(do inglês, chemotaxis-inhibitory protein of Staphylococcus) (BARDOEL; VOS; BOUMAN; 

AERTS et al., 2012; CHEUNG; BAE; OTTO, 2021; KOYMANS; BISSCHOP; VUGHS; 

VAN KESSEL et al., 2016). 

Muitas cepas de S. aureus podem produzir uma cápsula de polissacarídeos (em inglês, 

capsular polysaccharide) para escapar da fagocitose, pois essa cápsula recobre a superfície 

celular da bactéria, “escondendo” suas proteínas antigênicas. Já foram identificados 13 

sorotipos de polissacarídeo capsular, porém os sorotipos 5 e 8 são os predominantemente 

identificados de isolados clínicos (RAUSCH; DEISINGER; ULM; MÜLLER et al., 2019; 

VISANSIRIKUL; KOLODZIEJ; DEMCHENKO, 2020).  Além disso, estratégias de 
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agregação celular como formação de biofilme e agregados de fibrina (pela ação da enzima 

coagulase) recobrindo células bacterianas  - ClfA e outras proteínas ligadoras de fibrina e 

fibrinogênio intervém na interação entre bactéria e coágulos de fibrina - são formas de evitar 

fagocitose (CHEUNG; BAE; OTTO, 2021; MCADOW; KIM; DEDENT; HENDRICKX et 

al., 2011). 

Inibir a opsonização também é uma estratégia utilizadas por S. aureus, já que produzem 

proteínas de superfície, como a SpA (em inglês, surface proteína A), que impedem a ligação 

de anticorpos à célula, e outras moléculas proteicas que inibem o início da cascata de ativação 

do sistema complemento (BECKER; FRANKEL; SCHNEEWIND; MISSIAKAS, 2014; 

BUCHAN; FOSTER; RENSHAW, 2019). A ação de proteases como serino (protease V8), 

cisteína (SspB) e metaloproteases (exemplo:  aureolisina) parecem contribuir para evitar a 

opsonização (STACH et al., 2018). 

Resistir à ação de espécies reativas de oxigênio (em inglês, Reactive Oxygen Species, 

ROS) e outras moléculas tóxicas presentes nos grânulos de neutrófilos e outros leucócitos é 

outra estratégia de sobrevivência da bactéria. A produção de compostos como (I) a 

estafiloxantina, responsável por promove a coloração amarelada da colônia bacteriana, anula 

radicais gerados por ROS; (II) superóxido dismutase e (III) catalase que convertem superóxido 

e peróxido de hidrogênio em compostos menos ou não tóxicos; (IV) lactato desidrogenase que 

anula óxido nítrico, além de outros diversos compostos, auxiliam sua sobrevivência no 

hospedeiro (CHEUNG; BAE; OTTO, 2021; LIU; ESSEX; BUCHANAN; DATTA et al., 2005; 

NAKONIECZNA; MICHTA; RYBICKA; GRINHOLC et al., 2010).  

Toxinas e proteínas que anulam a ação de peptídeos antimicrobianos (do inglês, 

antimicrobial peptides, AMPs) produzidas pelo hospedeiro são muito relevantes na evasão 

bacteriana. Alfa-toxina, uma citolisina que elimina leucócitos através de lise celular, e a 

estafilocinase (em inglês, Staphylokinase, SAK), uma exoproteína que se liga e inativa ɑ-
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defensina (importante AMP produzido por neutrófilos)  contra S. aureus, mostram-se muito 

relevantes na sua proteção (BUCHAN; FOSTER; RENSHAW, 2019; JIN; BOKAREWA; 

FOSTER; MITCHELL et al., 2004). 

 

1.7.2 MECANISMOS DE RESISTÊNCIA DE Staphylococcus aureus 

Infecções causadas por cepas de S. aureus resistentes aos antibióticos, que fazem parte 

do grupo de patógenos denominados “ESKAPE”, aumentaram significativamente a dificuldade 

de tratamento (JOHN, 2020; SANTAJIT; INDRAWATTANA, 2016). Inicialmente, muitos 

antibióticos eram efetivos no tratamento e eliminação de estafilococos, porém a alta pressão 

seletiva - estimulada pelo uso incorreto desses antimicrobianos - levaram à sobrevivência, 

prevalência e disseminação de linhagens de S. aureus resistentes (WU; LIU; ZHU; SHEN, 

2019).  Os mecanismos de resistência contra antimicrobianos são respostas celulares integradas 

que visam adaptação à essas perturbações ambientais e envolvem alterações genômicas, 

transcriptômicas, proteômicas e metabolômicas nas bactérias (AUTIERO; COSTANTINI; 

COLONNA, 2009).  

A susceptibilidade das infecções por S. aureus são tradicionalmente divididas em 

Meticilina- sensíveis (Methicillin- susceptible Staphylococcus aureus, MSSA) e Meticilina- 

resistentes (Methicillin-resistant Staphylococcus aureus, MRSA) (JOHN, 2020). As MRSA 

foram descritas pela primeira vez em 1961 na Inglaterra, logo após o início da utilização da 

meticilina na clínica (LEE; DE LENCASTRE; GARAU; KLUYTMANS et al., 2018). A 

implementação da meticilina foi uma alternativa momentânea eficaz para combater bactérias 

resistentes à penicilina, antibiótico da família dos beta-lactâmicos. Apesar de ambas as 

moléculas - meticilina e penicilina - serem β-lactâmicos e terem o mesmo alvo na bactéria, isto 

é, atuarem inibindo as PBPs e, consequentemente, a síntese de peptideoglicanos da parede 

celular, a meticilina não sofre ação das enzimas β-lactamases. Todavia, as bactérias 
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desenvolveram outros mecanismos de resistência para sobreviver à ação de meticilina e outras 

drogas desenvolvidas posteriormente (AUTIERO; COSTANTINI; COLONNA, 2009; LEE; 

DE LENCASTRE; GARAU; KLUYTMANS et al., 2018). 

Além dos MRSA, ainda são reconhecidos os S. aureus resistentes à vancomicina 

(vancomycin-resistant Staphylococcus aureus, VRSA) e os resistentes à daptomicina 

(daptomycin-resistant Staphylococcus aureus, DRSA)  (WU; LIU; ZHU; SHEN, 2019). Essas 

linhagens resistentes surgem a partir da capacidade da bactéria em criar estratégias e 

mecanismos de evasão da ação antibiótica, sendo que os principais incluem:   

(1) Produção de enzimas β-lactamases, como a penicilinase, transcrita pelo gene blaZ, que 

hidrolisa a ligação amida do anel β-lactâmico de fármacos β-lactâmicos (exemplo: penicilina e 

ampicilina), levando à inativação do composto fluroquinolonas;  

(2) Expressão da proteína ligadora de penicilina 2ª (PBP2a), uma enzima adicional que é 

produzida pelo gene mecA e regulada pelos genes mecI e mecR1, que não é inibida pelos β-

lactâmicos e permite a síntese de peptideoglicanos. O complexo mecA pertence ao cassete 

cromossômico SCC mec, considerado uma “ilha” de resistência antimicrobiana, pois permite a 

integração de genes de resistência e elementos móveis (presente em MRSA);  

(3) Aquisição de resistência por plasmídeo como o operon vanA, que promove resistência à 

glicopeptídeos como a vancomicina, que modifica a sequência final de precursores de 

peptideoglicanos, reduzindo a afinidade por vancomicina;  

(4) Mutação espontânea na sequência de aminoácidos das enzimas, incluindo a DNA girase e 

topoisomerase IV, reduzindo a ação de antibióticos fluoroquinolonas como ciprofloxacino;  

(5) Superprodução de lisina-fosfatidilglicerol (em inglês, lysyl-phosphatidylglycerol, L-PG) 

gerado por uma mutação no gene mrpF, que produz a proteína integral de membrana MrpF, 

responsável por adicionar resíduos de lisina e formar L-PG. Esse aumento de L-PG diminui a 
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carga negativa na superfície celular e reduz a afinidade com antibióticos catiônicos como a 

daptomicina;  

(6) Expressão de bombas de efluxo para expulsar antibiótico do interior da célula;  

(7) Redução da permeabilidade celular, reduzindo absorção de fármacos. 

Além disso, o desenvolvimento de biofilme e células persistentes, promovem tolerância 

bacteriana aos antimicrobianos  (FOSTER, 2017; GUO; SONG; SUN; WANG et al., 2020; 

LLARRULL; FISHER; MOBASHERY, 2009; MUNITA; ARIAS, 2016; PANTOSTI; 

SANCHINI; MONACO, 2007). 

Apesar do registro de casos de resistência, a vancomicina continua sendo a escolha 

inicial de tratamento para infecções de estafilococos resistentes (JOHN, 2020; SANTAJIT; 

INDRAWATTANA, 2016). Caso ela não seja efetiva, ainda há penicilinas semi-sintéticas e 

cefalosporinas disponíveis para terapia alternativa como daptomicina, ceftarolina, fosfomicina, 

linezolide, dalbavancina, televancina e omadaciclina (JOHN, 2020). 

 

1.7.3 BIOFILME DE Staphylococcus aureus 

A formação do biofilme dessa bactéria é amplamente encontrada em dispositivos 

médicos como implantes cardíacas, cateteres urinários e próteses, bem como no tecido vivo do 

hospedeiro, como osso (causando osteomielite) e válvulas cardíacas (causando endocardite), 

por exemplo (LISTER; HORSWILL, 2014; MOORMEIER; BAYLES, 2017). 

O biofilme de S. aureus é comumente constituído de proteínas, DNA extracelular 

(eDNA) oriundo de bactérias do próprio biofilme e neutrófilos lisados, polissacarídeos 

extracelulares, ácido teicóico e outras moléculas, apesar da constituição variar entre cepas 

(PAHARIK; HORSWILL, 2016). Contudo, o maior constituinte dessa matriz é o 

polissacarídeo de superfície N-acetil-D-glicosamina (PNAG), também identificado como 

Adesina Polissacarídica Intercelular (do inglês, polysaccharide intercelullar adhesin, PIA), 
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produzido por enzimas codificadas pelo locus icaADBC. Diversas outras proteínas participam 

da adesão e montagem da estrutura do biofilme, inclusive em vias alternativas de formação de 

biofilme independentes de ica, como proteínas de superfície e MSCRAMMs, incluindo: 

proteína A, proteínas ligadoras de fibrinogênio (FnBPA e FnBPB), proteína de superfície de S. 

aureus (SasG) que formam fibras que interconectam células, proteína associada à biofilme 

(Bap); proteínas secretadas como proteína de aderência extracelular (Eap) e toxina beta. Além 

disso, eDNA possui uma carga negativa, atuando como polímero eletrostático que ancora 

células à superfície, à fatores hospedeiros e uns aos outros (LISTER; HORSWILL, 2014). 

Para que ocorra a adesão das bactérias em uma superfície abiótica, dando início ao 

desenvolvimento do biofilme, há uma interação entre as bactérias e o ambiente através de 

ligações de hidrofobicidade, além da participação de moléculas produzidas por S. aureus, como 

autolisina Atl e ácido teicóico, importantes para essa adesão inicial. Já em uma superfície 

biótica, as MSCRAMMs são as principais responsáveis por interagir com diferentes compostos 

da matriz celular do hospedeiro (fibronectina, fibrinogênio, colágeno e citoqueratina) e iniciar 

essa adesão (MOORMEIER; BAYLES, 2017; OTTO, 2018). 

Para a modulação e dispersão do biofilme, há o desempenho de nucleases, proteases, 

moléculas surfactantes-like como modulinas solúveis em fenol (do inglês staphylococcal 

phenol-soluble modulins, PSMs) e peptídeos responsáveis por romper interações não 

covalentes. Dentre as 10 proteases produzidas por S. aureus, estão presentes serino-proteases 

(SspA e SplA-F), cisteíno proteases (SspB e ScpA) e metaloprotease (Aur) (BOLES; 

HORSWILL, 2011; OTTO, 2018).  

O desprendimento do biofilme parece ser controlado pelo sistema agr-quorum sensing 

que depende da densidade populacional bacteriana e acúmulo de moléculas autoindutoras, 

como o autoinducing peptide (AIP), produzido por S. aureus durante o crescimento. Ao atingir 

altas concentrações, AIP se liga em seu receptor de membrana da bactéria e ativa uma histidina 
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quinase (AgrC), que fosforila ArgA e inicia a transcrição do operon agr. O mesmo produz 

unidades transcricionais (RNAII e RNA III) que, por sua vez, regulam a expressão de vários 

fatores de virulência e genes associados ao biofilme, incluindo a produção de proteases que 

degradam proteínas de superfície celular e rompem a comunicação celular (levando à 

dispersão) e PSM, toxinas que auxiliam no desenvolvimento da estrutura. Todavia, estudos na 

literatura relatam que outros mecanismos também podem levar à dispersão do biofilme 

(BOLES; HORSWILL, 2011; MOORMEIER; BAYLES, 2017; OTTO, 2018; PAHARIK; 

HORSWILL, 2016; PERIASAMY; JOO; DUONG; BACH et al., 2012). 

Além do locus agr, o sistema LuxS também é um regulador do QS de estafilococos, 

apesar de o regulador de gene acessório (Agr) ser o mais bem estabelecido. LuxS regula a 

produção do autoindutor AI-2, no qual já foi correlacionado com síntese de cápsula, formação 

de biofilme, susceptibilidade antibiótica e virulência de S. aureus (LE; OTTO, 2015). 

Entretanto, esse sistema é conservado e difundido entre diversas bactérias, além de, como 

citado anteriormente, AI-2 estar envolvido na comunicação interespécies, sugestivamente 

sendo a linguagem universal de comunicação entre as bactérias (XUE; ZHAO; SUN, 2013; 

ZHAO; XUE; SHANG; SUN et al., 2010) 

A constituição e formação do biofilme de S. aureus é muito similar ao de 

Staphylococcus epidermidis, enquanto o de bactérias Gram-negativas, como P. aeruginosa, 

grande produtora de biofilme e com altas taxas de resistência e cronicidade de infecções, 

apresenta o envolvimento de diferentes moléculas para o desenvolvimento das etapas do 

biofilme, como o observado na Tabela 5. S. epidermidis e P. aeruginosa, assim como S. aureus, 

são microrganismos comumente associados às infecções com presença de biofilme, 

especialmente em dispositivos médicos, sendo agentes etiológicos de doenças nosocomiais. 

Cerca de 80% os microrganismos isolados de materiais médicos contaminados são S. aureus e 

S. epidermidis (DONLAN, 2001b; SCHULZE; MITTERER; POMBO; SCHILD, 2021). 
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Tabela 5. Fatores envolvidos nas diferentes etapas de desenvolvimento do biofilme das bactérias patogênicas S. 

aureus, S. epidermidis e P. aeruginosa. 

Etapa da formação de 

biofilme 

  

Adesão Superfície hidrofóbica, ácidos 

teicóicos, adesinas (ex:Atl, Bap, 

MSCRAMMs) 

Flagelo, motilidade de contração, pili 

tipo IV, adesinas fimbriais Cup e 

lectinas 

Maturação Exopolissacarídeos (PIA), eDNA, 

fatores proteicos e adesinas, ácidos 

teicóicos 

Exopolissacarídeos (alginato, Psl, 

Pel), eDNA, fatores proteicos (ex: 

CdrA, LecA/B), ramnolipídeos 

Dispersão Exoproteases (SspA, SplA-F) Alginato liase, ramnolipídeos, lise 

celular 

Adaptado de SCHULZE; MITTERER; POMBO; SCHILD (2021) 

 

1.8 Staphylococcus epidermidis 

Bactéria Gram-positiva e coagulase negativa que vive de forma comensal na pele de 

seres humanos, encontrado predominantemente em axilas, cabeça e nariz. Ele é um patógeno 

oportunista, pois afeta pacientes com comorbidades, imunocompetente ou 

imunocomprometido (exemplo: pacientes com HIV, que fazem quimioterapia, transplantados), 

representando um dos agentes mais frequentemente envolvido com infecções de dispositivos 

médicos, já que frequentemente essa bactéria - que está presente na pele - é introduzida no 

corpo do hospedeiro junto com a inserção desses dispositivos. Pode causar diversos quadros 

clínicos, como infecção sistêmica por disseminação sanguínea, infeção do sistema nervoso 

central, coração, sítio cirúrgico e articulação protética, por exemplo (BÜTTNER; MACK; 

ROHDE, 2015; OTTO, 2009). 

Apesar de S. epidermidis não apresentar a mesma quantidade de fatores de virulência 

do que S. aureus, é capaz de colonizar, evadir o sistema imune e causar infecção 

(KLEINSCHMIDT; HUYGENS; FAOAGALI; RATHNAYAKE et al., 2015). A 

patogenicidade desse microrganismo está relacionada com resistência a antimicrobianos, 

produção de invasinas, atividade hemolítica, atividades de lipases e proteolíticas para invasão 

e dano do tecido hospedeiro, produção de toxinas, PSMs com potencial de lisar hemácias e 

S. aureus/S. epidermidis                             P. aeruginosa 

Bactérias patogênicas 
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leucócitos e formação de biofilme (OTTO, 2014; SABATÉ BRESCÓ; HARRIS; 

THOMPSON; STANIC et al., 2017). 

As moléculas importantes para a adesão, maturação e dispersão do biofilme de S. 

epidermidis são praticamente as mesmas descritas para S. aureus, havendo a presença de 

moléculas homólogas. A adesão à superfície abiótica envolve a produção de autolisina AtlE 

(homólogo à Atl em S. aureus), além das interações hidrofóbicas inespecíficas e eDNA, 

staphyloccocal surface protein 1 e 2 (SSP-1 e SSP-2). Em uma superfície biótica ou um 

dispositivo médico recoberto com proteínas do plasma do hospedeiro, a bactéria consegue 

interagir com as moléculas de superfície através de suas adesinas e proteínas de superfície 

celular bacteriana como a MSCRAMMs (há 12 identificadas), permitindo o desenvolvimento 

da primeira etapa da formação do biofilme. Proteínas Sdr (SdrF, SdrG, SdsH) são 

MSCRAMMs que foram identificadas em S. epidermidis, sendo que SdrG (também chamado 

de Fbe) é fundamental para a ligação da bactéria com superfícies recobertas com fibrinogênio 

(BÜTTNER; MACK; ROHDE, 2015; OTTO, 2014; SABATÉ BRESCÓ; HARRIS; 

THOMPSON; STANIC et al., 2017). 

O acúmulo e maturação do biofilme depende, para a maioria das cepas, de PIA, 

sintetizada pelo locus icaADBC, porém algumas cepas são ica-independentes e utilizam fatores 

proteicos como associated protein (Aap) para auxiliar a formação do biofilme, ou biofilm 

associated homolog protein (Bhp), extracellular matrix binding protein (Embp), e proteínas de 

superfície SesC e SesE. Assim como várias espécies de Staphylococcus spp, S. epidermidis 

também produz PSMs, peptídeos envolvidos na estrutura e dispersão do biofilme, além de 

proteases e nucleases (OTTO, 2014; 2018; SABATÉ BRESCÓ; HARRIS; THOMPSON; 

STANIC et al., 2017).(PAHARIK; HORSWILL, 2016). 
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1.9 Pseudomonas aeruginosa 

P. aeruginosa é uma bactéria Gram-negativa, encontrada em diversos ambientes, 

considerado um patógeno oportunista, no qual pode colonizar a pele de seres humanos. Está 

bastante vinculado às infecções nosocomiais e pneumonia associada a ventilação mecânica em 

indivíduos com algum comprometimento temporário ou permanente do sistema imune. É 

conhecido por possuir uma ampla facilidade para adquirir resistência a diversos antibióticos, 

levando à uma ineficácia das terapias comumente utilizadas na clínica (LISTER; WOLTER; 

HANSON, 2009; PANG; RAUDONIS; GLICK; LIN et al., 2019). 

Dentre os seus fatores de virulência, que auxiliam na adesão, invasão e estabelecimento 

da infecção no corpo do hospedeiro, destacam-se o pili tipo 4, flagelo, sistema de secreção tipo 

3, proteases, lipopolissacarídeos, quorum sensing e biofilme. O flagelo único da P. aeruginosa, 

além de promover motilidade, atua como adesina para auxiliar na adesão e também na etapa 

inicial de formação do biofilme, assim como o pili. O sistema de secreção dessa bactéria (T3SS) 

possibilita a produção de enzimas hidrolíticas, proteínas e toxinas que lisam as células 

hospedeiras e ajudam a evadir respostas do sistema imune. Proteases são passíveis de romper 

junções epiteliais, degradar imunoglobulinas e fibrina, enquanto lipopolissacarídeos protegem 

a membrana bacteriana, apresentando papel regulador na resposta inflamatória e mediando 

interações com antibióticos (AZAM; KHAN, 2019; GELLATLY; HANCOCK, 2013). 

A habilidade de P. aeruginosa em formar biofilme é um importante mecanismo de 

proteção contra um ambiente estressor, além de impedir a fagocitose e promover sua 

viabilidade no ambiente por longos períodos (THI; WIBOWO; REHM, 2020). Para adquirirem 

a forma séssil, essas bactérias perdem sua motilidade e ligam-se às superfícies formando 

agregados celulares ou microcolônias, cobertos por EPS constituído de proteínas, 

polissacarídeos, eDNA e lipídeos. No biofilme mucoide de P. aeruginosa, os principais 

componentes da matriz extracelular são exopolissacarídeos Psl, Pel (importantes para interação 
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célula-célula no biofilme) e alginato (proteção contra fagocitose, radicais livres), importantes 

para a adesão, desenvolvimento e manutenção do biofilme maduro (CIOFU; TOLKER-

NIELSEN, 2019; MORADALI; GHODS; REHM, 2017). Para a dispersão desse biofilme são 

necessários baixos níveis de segundo mensageiro c-di-GMP (secondary messenger cyclic 

diguanosine-5’-monophosphate), presença de alginato liase, altos níveis de surfactantes 

ramnolipídeos e lise celular (CIOFU; TOLKER-NIELSEN, 2019; SCHULZE; MITTERER; 

POMBO; SCHILD, 2021). 

O QS de P. aeruginosa é regulado através dos sistemas las, rhl, no qual são responsáveis 

por sintetizar os autoindutores OdDHL (do inglês, acylhomoserine lactone N-(3-

oxododecanoyl)-homoserine lactone) e BHL (do inglês N-butyrylhomoserine lactone), 

respectivamente, que ligam-se aos receptores proteicos LasR e RhlR, formando complexos que 

ativam a expressão de diversos genes que codificam fatores de virulência (LEE; ZHANG, 

2015). O sistema PQS (2-heptyl-3-hydroxy-4-quinolone) também está envolvido, sendo 

sintetizado e transportado via vesículas, ativando a transcrição de genes vinculados a produção 

de fatores de virulência e formação de biofilme. Há, também, sinalizações intracelulares 

capazes de integrar as respostas do QS com o estresse ambiental (SCHULZE; MITTERER; 

POMBO; SCHILD, 2021). 

1.10 Terapia antivirulência 

As vias utilizadas tradicionalmente por antimicrobianos para eliminar microrganismos 

visam interromper o crescimento da bactéria através da inibição da síntese de parede celular, 

da síntese proteica, da replicação do DNA ou pela desestabilização de componentes da 

membrana. Apesar de serem efetivos, isso estimula o desenvolvimento de estratégias de evasão 

bacteriana e a pressão seletiva por uso de antibióticos, o que leva às bactérias sensíveis a 

morrerem e as resistentes a permanecerem viáveis, gerando problemas de saúde pública ao 

redor de todo o mundo (SILVA; ZIMMER; MACEDO; TRENTIN, 2016). 
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Como uma alternativa para contornar esse aumento de mecanismos de resistência 

microbianos, táticas baseadas na inibição de fatores de virulência, ao invés de afetar o 

crescimento celular, estão sendo investigadas (RASKO; SPERANDIO, 2010). Essa nova 

abordagem, denominada de “terapia antivirulência”, visa, então, atenuar determinantes de 

virulência sem matar a bactéria, tendo como benefícios: estímulo reduzido da pressão seletiva 

pelo fato de a maioria dos fatores de virulência não serem essenciais para a sobrevivência da 

célula bacteriana; redução da transferência horizontal; evitar o reconhecimento de sinais pró-

inflamatórios do hospedeiro por parte da bactéria; inibir fatores importantes para a colonização 

e para o estabelecimento da infecção bacteriana no corpo do indivíduo (DICKEY; CHEUNG; 

OTTO, 2017; PINTO; BRUST; MACEDO; TRENTIN, 2020; RASKO; SPERANDIO, 2010). 

Ainda, tem potencial de aumentar o repertório de alvos farmacológicos e estimular a descoberta 

de novos mecanismos de ação por parte de novos agentes bioativos, podendo ser utilizado em 

combinação com antibióticos para aumentar os efeitos terapêuticos (SILVA; ZIMMER; 

MACEDO; TRENTIN, 2016; WU; LIU; ZHU; SHEN, 2019). 

Potenciais alvos para a terapia antivirulência incluem fatores de patogenicidade que 

promovem a adesão e invasão celular, replicação intracelular, danos ao tecido do hospedeiro, 

adaptação ao estresse, funções metabólicas importantes para adaptação no ambiente, biofilme 

bacteriano, mecanismos de evasão da resposta imune e controle dos sistemas de regulação da 

expressão de genes de virulência (MÜHLEN; DERSCH, 2016). Dentre os principais alvos, 

destacam-se o QS, biofilme, motilidade, toxinas, pigmentos, enzimas e surfactantes (Figura 7).  
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Figura 7. Fatores de virulência bacterianos como potencial alvo de terapia antivirulência. Adaptado de SILVA; 

ZIMMER; MACEDO; TRENTIN (2016), conforme orientação da Editora (AMERICAN CHEMICAL 

SOCIETY). 

 

1.10.1 MOLÉCULAS ANTIBIOFILME 

As etapas de formação do biofilme podem ser alvos da ação de agentes antibiofilme, 

prevenindo o seu desenvolvimento (Figura 8). Esses agentes podem atuar sozinhos ou em 

sinergismo com outras substâncias. 

 

 

Figura 8. Etapas de formação do biofilme bacteriano. (1) Etapa de adesão das bactérias às superfícies bióticas ou 

abióticas; (2) Etapa de desenvolvimento e maturação do biofilme no qual inicialmente há a formação de 

microcolônias, comunicação celular (quorum sensing) e início da produção dos polímeros extracelulares; (3) 

Biofilme maduro do qual as bactérias podem desprender-se para colonizar novo sítios no hospedeiro. Os símbolos 

vermelhos representam em quais fases do desenvolvimento do biofilme as moléculas ativas podem interferir, 

inibindo sua formação. Ilustração criada com  BioRender.com. 

https://biorender.com/
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Dentre os agentes naturais com essa função estão os fitoquímicos, como compostos 

fenólicos, óleos essenciais, terpenóides, alcalóides, polipeptídeos, lectinas e poliacetilenos, 

biossurfactantes e peptídeos antimicrobianos. Eles podem interferir no biofilme bacteriano 

através de alguns dos seguintes mecanismos: (1) evitar a adesão bacteriana por bloquear/inibir 

as proteínas adesinas; (2) evitar o quorum sensing; (3) reduzir a motilidade e a produção de 

exopolissacarídeos; (4) inibir bombas de efluxo; (5) modificar as propriedades físico-químicas 

da superfície diminuindo a afinidade na adesão; (6) desestabilizar membrana celular e alterar 

sua hidrofobicidade, permeabilidade e sistema de transporte; (7) reduzir as moléculas de 

comunicação do QS e de fatores de virulência; (8) alterar proteínas de membrana e interromper 

transporte no biofilme (MISHRA; PANDA; DE MANDAL; SHAKEEL et al., 2020). Mais 

especificamente, estudos utilizando moléculas ativas contra biofilme de S. aureus descreveram 

atividades contra o gene regulador agr - o sistema agr controla o quorum sensing e diversos 

outros fatores de virulência como PSMs -, sistema de enzimas sortase (Srt), via de biossíntese 

carotenoide (estafiloxantina), outras vias de regulação ou diretamente contra toxinas e 

receptores de toxinas (FORD; HURFORD; CASSAT, 2020; GAO; HO; YAN; SZE et al., 

2018).  

No contexto marinho, assim como para as moléculas antibióticas, também já foram 

identificados metabólitos secretados por bactérias marinhas com atividade contra o biofilme de 

bactérias patogênicas, como descrito na Tabela 6, incluindo moléculas de bactérias associadas 

às esponjas marinhas. Atuações sobre o quorum sensing, adesão celular e biofilme maduro já 

foram relatados (BORGES; SIMÕES, 2019; GOWRISHANKAR; DUNCUN MOSIOMA; 

KARUTHA PANDIAN, 2012; ROY; TIWARI; DONELLI; TIWARI, 2018; SCHULZE; 

MITTERER; POMBO; SCHILD, 2021). 
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Tabela 6. Metabólitos produzidos por bactérias marinhas com atividade contra o biofilme de bactérias 

patogênicas. 

Bactéria marinha 

produtora 

Habitat da 

bactéria 

marinha 

Metabólito 

identificado 

Atividade relacionada Ref 

Actinomycetes spp, Coral  

Acropora 
digitifera do 

Golfo de Manar 

(Índia) 

Extrato bruto Inibição da formação de 

biofilme de S. aureus (cepas 
clínicas e de referência) 

(BAKKIYARA

J; PANDIAN, 

2010) 

Actinomiceto 
Nesterenkonia sp. 

Esponja marinha 
Fasciospongia 

cavernosa 

Lipopeptídeo 
denominado 

Nesfactin 

Inibição do biofilme de 
Pseudomonas aeruginosa 

(KIRAN; 

SAJAYAN; 

GOPAL 

PRIYADHARS

HINI; 

BALAKRISHN

AN et al., 2021) 
B. amyloliquefaciens  Rizosfera do 

mangue 

Cyclo (L-leucyl-l-

prolyl) 

Inibição da adesão, motilidade, 

EPS de Listeria monocytogenes 

(GOWRISHAN

KAR; 

SIVARANJAN

I; 

KAMALADEV

I; RAVI et al., 

2016) 

B. amyloliquefaciens  Rizosfera do 
mangue 

Cyclo (L-leucyl-l-
prolyl) 

Reduz adesão, formação de 
biofilme e hidrofobicidade 

celular de Streptococcus mutans 

 

(GOWRISHAN

KAR; 

POORNIMA; 

PANDIAN, 

2014) 

B. amyloliquefaciens  Rizosfera do 

mangue 

Cyclo (L-leucyl-l-

prolyl) 

Inibe QS, motilidade e 

hidrofobicidade de Serratia 

marcescens 

(GOWRISHAN

KAR; 

PANDIAN; 

BALASUBRA

MANIAM; 

BALAMURUG

AN, 2019) 

Bacillus pumilus,  
B. indicus,  

B. arsenicus, 

Halobacillus. trueperi, 

Ferrimonas balearica 
Marinobacter 

hydrocarbonoclasticus 

Amostras de 
sedimentos do 

canal Palk Bay- 

Índia 

Extratos brutos Dispersão do biofilme maduro 
de P. aeruginosa 

(NITHYA; 

BEGUM; 

PANDIAN, 

2010) 

Bacillus spp, 

Staphylococcus spp, 
Pseudomonas spp, 

Pseudoalteromona spp e 

Psychrobacter spp 

Esponjas 

marinhas 
Psychrobacter sp 

Extratos brutos Atividade antibiofilme via 

inibição de QS contra P. 
aeruginosa PA14; Inibição da 

motilidade de nado e toxina 

piocianina (P. aeruginosa) 

(GUTIÉRREZ-

BARRANQUE

RO; REEN; 

PARAGES; 

MCCARTHY 

et al., 2019) 

Bacillus firmus Coral  

Acropora 

digitifera do 

Golfo de Manar 
(Índia) 

Extrato bruto Inibição da formação do 

biofilme, EPS e hemolisina; 

modificação das adesinas de 

cepas MRSA e MSSA 

(GOWRISHAN

KAR; 

DUNCUN 

MOSIOMA; 

KARUTHA 

PANDIAN, 

2012) 

Bacillus licheniformis Esponja marinha 

Spongia 

officinalis 

Polissacarídeo Atividade antibiofilme de 

Escherichia coli e Pseudomonas 

fluorescens 

(SAYEM; 

MANZO; 

CIAVATTA; 

TRAMICE et 

al., 2011) 
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Rhizobium sp Superfície de água 
do Oceano 

Atlântico Norte 

Análogos de  
Acyl homoserine 

lactones 

Reduz a produção de fatores de 
virulência e aumenta a 

suscetibilidade do biofilme de 

Pseudomonas aeruginosa por 

atuar sobre QS. 

(CHANG; 

ZHOU; ZHU; 

YU et al., 2017) 

Streptomyces sp. Actinomiceto 
derivado de 

esponja marinha 

Cinnamic acid; 
Linear dipeptides 

proline–glycine;  

N-amido-α-proline 

Interferem em fatores de 
virulência regulados por QS em 

P. aeruginosa ATCC27853 

(NAIK; 

WAHIDULLA

H; MEENA, 

2013) 

Streptomyces sp. Esponja marinha 
Spirostella sp 

Antraquinona  
8-O-

metyltetrangomycin 

Inibiu formação de biofilme de 
S. aureus em dosagens sub-MIC 

(JABILA 

MARY; 

KANNAN; 

INIYAN; 

RAMACHAN

DRAN et al., 

2021) 

QS: quorum sensing 

EPS: Extracellula polymeric substances 

MIC: Minimal Inhibitory Concentration 

 

 

Nesse contexto, proteínas e enzimas produzidas por microrganismos marinhos 

mostraram-se efetivos para atividade inibitória contra biofilme de diferentes patógenos: uma 

proteína denominada BL-DZ1 secretada por Bacillus licheniformis D1 apresentou ação contra 

a formação e a erradicação de biofilme formado de Candida albicans, P. aeruginosa e Bacillus 

pumilus (DUSANE et al., 2013), assim como uma protease alcalina da bactéria 

Pseudoalteromonas sp. 129-1 que evitou a formação da estrutura de P. aeruginosa (WU; LIU; 

ZHANG; LI et al., 2015); duas amilases, uma produzida por Bacillus cereus, sendo eficaz ao 

inibir biofilme de S. aureus e P. aeruginosa (VAIKUNDAMOORTHY et al., 2018) e outra 

sintetizada por Bacillus subtilis S8-18, capaz de desmontar EPS em biofilme maduro e ainda 

atuar na antiformação de MRSA e Vibrio cholerae (KALPANA; AARTHY; PANDIAN, 

2012).  

A utilização de enzimas para romper a EPS de biofilmes bacterianos  foi descrito como 

uma alternativa efetiva para eliminá-los (LEQUETTE; BOELS; CLARISSE; FAILLE, 2010). 

De fato, as próprias bactérias patogênicas produzem proteases, importantes para regularem a 

dinâmica estrutural, remodelando e dispersando o biofilme, liberando células que retomam sua 
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forma plactônica e vão colonizar outros locais quando as condições ambientais encontram-se 

favoráveis (BLACKMAN; QU; CASS; LOCOCK, 2021). Um exemplo disso é a serino-

protease Esp secretada por S. epidermidis, que atua sobre o próprio biofilme, regulando-o, além 

de inibir a formação do biofilme de S. aureus oriundos da cavidade nasal de seres humanos 

(IWASE; UEHARA; SHINJI; TAJIMA et al., 2010). Endopeptidase bacteriolisina e 

metaloendopeptidase lisostafina também são enzimas identificadas com atuação sobre ligações 

peptídicas que unem as unidades polissacarídicas constituintes dos biofilme de S. aureus e S. 

epidermidis. Além disso, foram relatados na literatura enzimas com habilidade de degradar 

diretamente polissacarídeos, oligossacarídeos e eDNA, e proteínas não-enzimáticas com o 

mesmo potencial antibiofilme (BLACKMAN; QU; CASS; LOCOCK, 2021). 
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2. OBJETIVOS 
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2.1 OBJETIVOS GERAL 

Identificar metabólitos bioativos produzidos por bactérias isoladas de esponjas marinhas com 

atividade contra biofilme de bactérias de importância médica.  

 

2.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

• Permitir a produção de metabólitos bioativos por bactérias marinhas em condições 

laboratoriais; 

• Avaliar o potencial antibiótico e antibiofilme dessas moléculas contra Staphylococcus 

aureus, Staphylococcus epidermidis e Pseudomonas aeruginosa; 

• Caracterizar os compostos bioativos quanto sua origem biológica, química e funcional. 

• Analisar a toxicidade dos compostos ativos utilizando modelos in vivo (larvas de 

Galleria mellonella) e in vitro (eritrócitos humanos). 
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3. RESULTADOS 
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Os materiais e métodos, além dos resultados da presente tese, serão apresentados em 

dois capítulos. O primeiro capítulo (item 3.1) relata a busca inicial por metabólitos ativos de 

bactérias marinhas isoladas em laboratório, com ação inibitória sobre biofilmes de bactérias 

patogênicas. Já o segundo capítulo trata da descrição da atividade antiformação de biofilme de 

proteínas produzidas pela bactéria marinha denominada 208 contra a bactéria patogênica 

Staphylococcus aureus. Os resultados desse último capítulo foram apresentados na forma de 

artigo científico com base nas normas do periódico Microbial Pathogenesis (item 3.2). 
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3.1 CAPÍTULO I 
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Rastreamento de metabólitos secundários produzidos por bactérias associadas a esponjas 

marinhas com potencial antimicrobiano e antiformação de biofilme contra bactérias 

patogênicas de importância clínica 

Nicole Sartori Ribeiro1, Alexandre José Macedo1,2 

 

1 Centro de Biotecnologia, Universidade Federal do Rio Grande do Sul, Porto Alegre, Rio 

Grande do Sul, Brasil 

2 Faculdade de Farmácia, Universidade Federal do Rio Grande do Sul, Porto Alegre, Rio 

Grande do Sul, Brasil 

 

3.1.1 RESUMO 

A terapia antivirulência visa utilizar compostos bioativos com capacidade de afetar fatores de 

virulência bacteriano como o biofilme. O ambiente marinho, bem como os microrganismos 

marinhos, tem se mostrado inovadores quanto aos compostos que produzem, apresentando 

diversas atividades biológicas, inclusive antimicrobianas e antibiofilme. Com base nessas 

informações, o objetivo do presente estudo foi realizar um rastreamento de metabólitos 

bioativos produzidos por bactérias isoladas de esponjas marinhas com atividade contra bactéria 

patogênicas de importância clínica. Dos extratos brutos de oito bactérias marinhas 

selecionadas, duas (BMPV 26 e 210) não apresentaram nenhuma atividade, duas (BMPV 40 e 

BMPV Mel) apresentaram atividade antibiótica contra P. aeruginosa, três (202, 256 e 266) 

foram antibióticas contra Staphylococcus. spp e uma (208) mostrou atividade de inibição da 

formação de biofilme contra S. aureus. Os resultados gerados pelo presente estudo reforçam o 

potencial biotecnológico e industrial farmacêutico de compostos produzidos por bactérias 

marinhas. 
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3.1.2 INTRODUÇÃO 

 Biofilme bacteriano é definido como uma comunidade de células microbianas envolta 

por uma matriz de substâncias poliméricas extracelulares (do inglês, extracellular polymeric 

substances - EPS) produzida por essas próprias bactérias, sendo capaz se aderir à superfícies 

tanto bióticas quanto abióticas (COENYE; GOERES; VAN BAMBEKE; BJARNSHOLT, 

2018; DAVIES, 2003; HØIBY, 2014). Essa matriz é composta especialmente por 

polissacarídeos, proteínas e ácidos nucléicos, apresentando-se como uma estrutura 

semipermeável, caracterizada pela presença de canais que permitem a nutrição dos 

microrganismos mais internos. Além disso, assim que as bactérias se estabelecem na forma de 

vida de biofilme, elas modulam seu metabolismo e expressão gênica na população visando 

aumentar a sua sobrevivência no corpo do hospedeiro (HICKOK, 2018).  

 Por aumentarem a resistência bacteriana, os biofilmes tipicamente são responsáveis 

por causarem e agravarem infecções crônicas, sendo capazes de evadir das respostas do sistema 

imune e a ação de antibióticos, gerando um quadro persistente e progressivo (HØIBY; 

BJARNSHOLT; MOSER; BASSI et al., 2015). Muitas dessas infecções persistentes causadas 

por biofilmes são nosocomiais e estão muito relacionadas com dispositivos médicos, isto é, 

observa-se um significativo depósito dessas estruturas em cateteres urinários e cardíacos, por 

exemplo. Dentre os microrganismos mais frequentemente associados à essas contaminações 

estão Staphylococcus spp., especialmente S. aureus e S. epidermidis, Pseudomonas aeruginosa 

(P. aeruginosa) e Escherichia coli (E. coli) (DONLAN, 2001; HALL-STOODLEY; 

COSTERTON; STOODLEY, 2004).  

 Uma alternativa promissora para combater e controlar as infecções bacterianas é a 

terapia antivirulência, que consiste em utilizar moléculas bioativas capazes de interferir ou 

inibir fatores de virulência bacteriano, como o biofilme. As vantagens dessa estratégia incluem 

utilizar novos mecanismos de ação para agentes antimicrobianos e não estimular a seleção 
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evolutiva (responsável pelo desenvolvimento de resistência), pois não visa matar a bactéria 

diretamente, e sim enfraquecê-la (SILVA; ZIMMER; MACEDO; TRENTIN, 2016). 

 Dentre os ambientes naturais utilizados para pesquisar novas moléculas 

antimicrobianas, o marinho, que ocupa 70% da biosfera e possui uma grande biodiversidade, 

tem recebido cada vez mais atenção, sendo que as espécies marinhas vem sendo exploradas 

como uma fonte de novos produtos naturais bioativos (CHEUNG; NG; WONG, 2015). 

Microrganismos marinhos vivem em um ambiente considerado severo pela alta concentração 

de sal, baixas temperaturas e alta pressão, além da restrição de nutrientes, o que propicia uma 

ampla diversidade genética e biológica com potencial biotecnológico, com a produção de 

Produtos Marinhos Naturais (do inglês, marine natural products – MNP) (DE CARVALHO; 

FERNANDES, 2010; JIMÉNEZ, 2018; ROMANO; COSTANTINI; SANSONE; 

LAURITANO et al., 2017).  

 Já foram identificados metabólitos secundários produzidos por organismos marinhos, 

como esponjas marinhas e bactérias, com ampla atividade biológica e ação terapêutica, como 

atividade antimicrobiana e anti-tumoral (ANEIROS; GARATEIX, 2004; BHATNAGAR; 

KIM, 2010). Mais especificamente, bactérias que residem nas esponjas são capazes de produzir 

uma variedade de substâncias antibióticas visando inibir ou matar outras concorrentes, das 

quais podem ser moléculas com potencial para terapêutica humana (PROKSCH; EDRADA; 

EBEL, 2002; THOMAS; KAVLEKAR; LOKABHARATHI, 2010). Nesse contexto, o objetivo 

desse estudo foi avaliar a capacidade de bactérias associadas às esponjas marinhas coletadas 

na costa brasileira em produzirem metabólitos secundários que interfiram no crescimento e 

biofilme de bactérias patogênicas de importância médica.  
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3.1.3 MATERIAIS E MÉTODOS 

3.1.3.1 Obtenção das bactérias marinhas e condições de armazenamento 

Parte das bactérias marinhas utilizadas no presente estudo já haviam sido previamente 

obtidas e isoladas de esponjas marinhas de acordo com o descrito por Trentin et. al (2011). De 

forma breve, as esponjas foram coletadas na Ilha do Arvoredo, Santa Catarina (27°S 16' 

42.4"/48°W 22' 30.8") em novembro de 2007 em colaboração com a Fundação Zoobotânica do 

Rio Grande do Sul (RS) e foram registradas na Coleção de Poríferos no Museu de Ciências 

Naturais da Fundação Zoobotânica do RS (referência MCNPOR 7831). Uma porção das 

esponjas foi separada, agitada vigorosamente em água marinha gerando uma solução. 75 µL 

da solução gerada foi inoculada em diferentes meios de cultura com alta concentração de salina 

para permitir o crescimento bacteriano. As placas foram incubadas à 22 ⁰C por 72 horas (h), 

sendo que diferentes colônias bacterianas foram replicadas para obter-se o isolamento das 

mesmas e posteriormente armazenadas em glicerol à -20 ⁰C. Foram isoladas cerca de 150 

colônias bacterianas no total, constituindo uma bacterioteca. A partir dessa coleção, 5 isolados 

(202, 208, 210, 256 e 266), que no estudo prévio haviam apresentado atividade antibiótica ou 

antibiofilme, foram selecionados e avaliados quanto ao potencial antivirulência contra bactérias 

patogênicas neste trabalho. 

Além disso, outras 3 bactérias marinhas (BMPV 26, BMPV 40 e BMPV Mel), também 

comensais de esponjas e utilizadas nesse estudo, foram coletadas em Ponta Verde, Maceió (BR) 

entre os meses de abril e maio de 2014, em colaboração com o Laboratório de Diversidade 

Molecular/ICBS da Universidade Federal de Alagoas. O armazenamento das bactérias seguiu 

o mesmo protocolo previamente descrito. 
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3.1.3.2 Identificação das bactérias marinhas 

As bactérias (208, 256, 266 BMPV Mel e BMPV 40) foram identificadas através da 

técnica de sequenciamento do gene 16S rRNA. As sequências de nucleotídeos conservadas 

obtidas foram analisadas através do programa RDP (Ribosomal Database Project) para 

identificação das bactérias por homologia genética (COLE; WANG; FISH; CHAI et al., 2014). 

 

3.1.3.3 Cultivo e fermentação das bactérias selecionadas 

As cepas bacterianas armazenadas foram inoculadas em ágar marinho (BD Difco, 

Thermo Fisher Scientific, USA), a fim de mimetizar as concentrações de sais e nutrientes 

presentes no ambiente marinho, e incubadas à 30 ⁰C por 18 horas. Após esse período, colônias 

bacterianas foram coletadas com a ajuda de uma alça estéril e diluídas em salina estéril para a 

geração de um inóculo bacteriano com densidade óptica a 600nm (OD600) de 0,500 (SpectraMax 

M2e Multimode Microplate Reader, Molecular Devices, Sunnyvale, CA, USA). 10 mL dos 

inóculos foram misturados a 90 mL de caldo marinho (Difco) e incubados à 30 ⁰C por 24, 48 e 

72 horas. Posteriormente, foram realizadas centrifugações (10.000 rpm à 4 ⁰C por 40 minutos) 

para separar as células dos metabólitos produzidos e liberados no meio de cultura.  

 

3.1.3.4 Fracionamento por tamanho dos metabólitos secundários 

Após a obtenção dos extratos brutos bacterianos, foi realizado um passo adicional de 

fracionamento, no qual esses extratos gerados das fermentações foram filtrados em ultrafiltros 

Amicon Ultra-15 de 10 kDa (Millipore, USA) através de centrifugação (30 minutos, 5000 g, 

temperatura ambiente) para a separação de moléculas de baixo peso molecular (metabólitos 

secundários). Por fim, os extratos teoricamente menores que 10 kDa foram coletados e filtrados 

com filtros Minisart de poro 0,2 µm (Sartorius Co, Gottingen, Germany) para esterilização e 
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posteriormente averiguação do potencial antibiótico e antiformação de biofilme contra cepas 

de bactérias patogênicas formadoras de biofilme.  

 

3.1.3.5 Condições de cultivos bacterianos para teste 

As cepas bacterianas de importância clínica selecionadas para compor o presente estudo 

foram Staphylococcus aureus Newman (ATCC 25904), Staphylococcus epidermidis (ATCC 

35984) e Pseudomonas aeruginosa (ATCC 27853). As bactérias foram crescidas em ágar 

Muller Hinton (Oxoid Ltd., England) e incubadas por 18 horas à 37 ⁰C. Colônias bacterianas 

foram coletadas e diluídas em salina estéril (0,9%) e ajustadas para uma concentração 

correspondente à 1 na escala McFarland, com OD600nm = 0,150 (aproximadamente 3x10⁸ 

UFC/mL), que foram utilizadas para todos os testes de avaliação da formação de biofilme. 

 

3.1.3.6 Verificação da atividade antimicrobiana e antiformação de biofilme dos extratos 

gerados 

Após a obtenção dos extratos brutos fracionados (EBF) nos diferentes tempos de 

fermentação e serem realizados os ajustes dos inóculos bacterianos das cepas patogênicas, 

iniciaram-se os testes de análise antimicrobiana e formação de biofilme através da técnica de 

cristal violeta (0,4%), previamente descrito por Trentin et al., (2011). Brevemente, foram 

adicionados à uma placa de 96 poços de poliéster estéril (Costar 3599, Corning Inc., USA) 40 

µL de TSB (Tryptic Soy Broth, Oxoid Ltd., England) (com ou sem 1% de glicose), 80 µL dos 

EBF e 80 µL de solução bacteriana. O sistema foi incubado à 37 ⁰C por 24 h. Realizou-se uma 

leitura de OD600nm da interação no tempo 0 h (tempo inicial) e após as 24 h (tempo final) para 

avaliar de forma indireta o crescimento bacteriano. 

Em seguida, a placa de cultura foi lavada 3 vezes com salina estéril, seca à 60 ⁰C por 1 

h e corada com cristal violeta (0,4%) por 15 minutos. O excesso de corante foi lavado com 
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água corrente, 200 µL etanol absoluto foi adicionado para solubilizar o corante e uma leitura 

de OD570nm foi mensurada para a quantificação do biofilme formado. Os antibióticos 

vancomicina (8 µg/mL), rifampicina (8 µg/mL) e gentamicina (8 µg/mL) foram utilizados 

como controle antibiótico (morte bacteriana). O controle com adição apenas de salina (não 

recebeu tratamento) foi considerado como 100% de formação de biofilme para as análises 

estatísticas.  

 

3.1.3.7 Teste de erradicação de biofilme 

O ensaio de erradicação de biofilme também utiliza o método de cristal violeta e o 

protocolo utilizado foi adaptado de Treter et al., (2014). O crescimento do biofilme foi 

permitido adicionando-se à uma placa de 96 poços 40 µL de TSB, 80 µL de água deionizada 

estéril e 80 µL de solução bacteriana (OD600nm = 0,150) com uma concentração equivalente a 

1 na escala McFarland, que foi incubada à 37 ⁰C. Após 24 h, retirou-se cuidadosamente o 

conteúdo dos poços e adicionou-se 40 µL TSB, 80 µL dos EBF e 80 µL de água deionizada e 

incubou-se o sistema por mais 24 h. Após o período, o biofilme remanescente nos poços foi 

corado com cristal violeta, como descrito anteriormente, e posteriormente quantificado por 

espectrofotometria (OD570nm). Os testes foram realizados em triplicata biológica. 

 

3.1.3.8 ANÁLISE ESTATÍSTICA 

Os resultados foram analisados através do programa estatístico GraphPad Prism versão 

6.0 para Windows (GraphPad Software, La Jolla California, USA) utilizando os testes de t-

student ou one-way ANOVA para a comparação entre as condições com pós-teste de Tukey 

para análise comparação múltipla. As variáveis quantitativas das replicatas biológicas 

realizadas em todos os experimentos foram expressas em média e desvio padrão (±DP), com 

P<0,05 para diferenças estatísticas significativas. 
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S. aureus        S. epidermidis       P. aeruginosa 

3.1.4 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

Os extratos brutos das 8 bactérias marinhas selecionadas (202, 208, 210, 256, 266, 

BMPV 26, BMPV 40 e BMPV Mel) foram avaliados quanto a capacidade de inibir o 

crescimento e a formação de biofilme de S. aureus, S. epidermidis e P. aeruginosa. Dessas, 2 

(210 e BMPV 26) não apresentaram atividade antimicrobiana e não inibiram a formação de 

biofilme de nenhuma cepa patogênica testada (dado não mostrado). Já o filtrado das outras 6 

bactérias (202, 208, 256, 266, BMPV 40 e BMPV Mel) apresentaram atividade contra, pelo 

menos, uma das bactérias, como descrito na Tabela 1. 

 

Tabela 1: Resultado do rastreamento de atividade antibiótica e antiformação de biofilme dos extratos brutos de 

bactérias marinhas menores que 10 kDa contra cepas de bactérias patogênicas. 

Extrato bruto 

fracionado 

Identidade 

(%similaridade) 

 Bactérias 

patogênicas 

   

202 Não identificado Antibiótico NA  NA  

208 Priestia. sp 

(99%) 

Antiformação 

de biofilme 

NA  NA  

210 Não identificado NA NA  NA  

256 Bacillus. spp 

(100%) 

NA Antibiótico  NA  

266 Stenotrophomonas 

maltophilia 

(98,6%) 

Antibiótico NA  NA  

BMPV 26 Não identificado NA NA  NA  

BMPV 40 Vibrio alginolyticus 

(99%) 

NA NA  Antibiótico  

BMPV Mel Bacillus stratosphericus 

(92%) 

NA NA  Antibiótico  

NA: não ativo 

 

Todos os extratos, antes de serem testados, foram previamente fracionados com ultrafiltro 

para a separação de moléculas menores do que 10 kDa, pois metabólitos secundários, 

particularmente peptídeos, eram visados inicialmente por este estudo pelo fato de peptídeos 

ativos, em especial os produzidos por organismos marinhos, apresentarem uma ampla gama de 

bioatividade, incluindo atividades antioxidantes, antitumorais, antimicrobianas e antibiofilme, 

já descritas (CHEUNG; NG; WONG, 2015; FREITAS; RANGEL; BISSON; JAEGER et al., 
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2008; GOWRISHANKAR; DUNCUN MOSIOMA; KARUTHA PANDIAN, 2012; JIAO; 

GAO; ZHOU; YU et al., 2019; SUAREZ-JIMENEZ; BURGOS-HERNANDEZ; 

EZQUERRA-BRAUER, 2012).  Bactérias marinhas ativamente sintetizam peptídeos de baixo 

peso molecular como metabólitos secundários, porém sua atividade anti-infecção depende das 

propriedades estruturais, composição e sequência de aminoácidos, além das condições 

ambientais da bactéria produtora (ANDRYUKOV; MIKHAILOV; BESEDNOVA, 2019). 

Além do mais, a separação dos extratos brutos em frações menores é um método 

utilizado para aumentar a eficácia na identificação de compostos ativos, miniaturizando a 

escala, torna-os mais apropriados para manuseio em um sistema automatizado – considerando 

uma aplicação tecnológica - e acelerando o processo de análise (ATANASOV; ZOTCHEV; 

DIRSCH; SUPURAN et al., 2021; HARVEY; EDRADA-EBEL; QUINN, 2015). Também, o 

fracionamento auxilia no isolamento de moléculas, pois retira interferentes e eventualmente 

aumenta suas atividades, reduzindo a complexidade do extrato (ISSAQ; VEENSTRA, 2020; 

WAGENAAR, 2008; HARVEY; EDRADA-EBEL; QUINN, 2015). 

A maioria dos EBF ativos testados no presente estudo apresentou atividade antibiótica 

contra cepas Gram-positivas (Fig. 1) e Gram-negativa (Fig. 2) e, como uma consequência dessa 

inibição de crescimento bacteriano, houve uma menor formação de biofilme. Dentre as 

atividades antibióticas, destaca-se a ação da BMPV 40, identificada pelo gene 16S rRNA como 

Vibrio alginolyticus (99% de similaridade), que inibiu o crescimento em 40% da P. aeruginosa 

com o extrato de 24 h de fermentação. P. aeruginosa é um microrganismo de grande 

importância clínica, já que está bastante associada à infecções nosocomiais e apresenta uma 

alta capacidade de desenvolver resistência à diversos antibióticos utilizados atualmente, sendo 

que a descoberta de novas moléculas e alternativas terapêuticas são requeridas para combater 

as infecções causadas por essa bactéria (GUZZO; SCOGNAMIGLIO; FIORENTINO; 

BUOMMINO et al., 2020; PANG; RAUDONIS; GLICK; LIN et al., 2019). 
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Fig. 1: Atividade antibiótica dos EBF ativos contra bactérias Gram-positivas. Extrato bruto fracionado (EBF) 

de metabólitos secundários (menores que 10 kDa), com atividade de inibição de crescimento bacteriano, 

produzidos pelas bactérias marinhas 202 (A) e 266 (B) contra S. aureus e 256 (C) contra S. epidermidis. Os 

símbolos (┬) representam o desvio padrão das replicatas dos testes e as % referem-se à quantidade de bactérias 

(barras pretas) ou biofilme (barras cinzas) remanescentes comparados com a condição controle. Controle com 

salina foi considerado 100% de crescimento bacteriano e 100% de formação de biofilme. As letras as diferenças 

estatisticamente significativas (p<0,05) através do teste one-way ANOVA e pós-teste de Turkey. 

 

Antiformação de biofilme 
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Fig. 2: Atividade antibiótica dos EBF ativos contra P. aeruginosa. Extrato bruto fracionado menores que 10 

kDa produzido pelas bactérias marinhas BMPV 40 (A) e BMPV Mel (B) com atividade antibiótica contra P. 

aeruginosa. símbolos (┬) representam o desvio padrão das replicatas e as % a concentração bacteriana (barras 

pretas) ou biofilme (barras cinzas) remanescentes comparados com o controle. Controle com salina foi 

considerado 100% de crescimento bacteriano e 100% de formação de biofilme. Análise estatística realizada com 

o teste one-way ANOVA e análise múltipla com teste de Turkey, com letras representando diferença estatística 

(p<0,001) e *p<0,006. 

 

A identificação de moléculas com atividades antibióticas neste estudo, oriundas da 

prospecção de moléculas ativas sintetizadas por bactérias comensais de esponjas marinhas, 

assemelham-se a outros estudos realizados no Brasil. Um desses trabalhos relatou que de 9 

esponjas -coletadas do Arquipélogo Cagarras e Praia Vermelha no Rio de Janeiro (RJ)- foram 

isoladas 158 colônias bacterianas, e apenas 12 (9%) tiveram atividade contra pelo menos uma 

cepa teste. A maioria dos gêneros bacterianos que sintetizaram ativos foram Pseudomonas e 

Antiformação de biofilme 
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Bacillus spp, apresentando ação antimicrobiana contra Gram-positivas e Gram-negativas, 

incluindo Enterococcus faecium resistente à vancomicina, Klebsiella pneumoniae 

multirresistente, S. aureus e S. epidermidis. De acordo, outro estudo também realizado no RJ, 

no qual as esponjas do gênero Oscarella foram coletadas das ilhas de Pargos e Comprida em 

Cabo Frio, 85 colônias foram isoladas e dessas, 27 apresentaram ação antimicrobiana contra S. 

aureus, S. aureus resistente à meticilina (MRSA, do inglês methicillin-resistant S. aureus), 

Staphylococcus hominis, Escherichia coli, E. faecium e P. aeruginosa. As atividades 

detectadas foram mais evidentes entre os gêneros bacterianos Acinetobacter, Bacillus, 

Photobacterium, Shewanella e Vibrio spp. como produtores (LAPORT; BAUWENS; DE 

OLIVEIRA NUNES; WILLENZ et al., 2017). 

Entretanto, apesar da relevância das atividades antibióticas encontradas, o nosso estudo 

teve como objetivo principal encontrar moléculas com ação antiformação de biofilme que não 

interferissem na multiplicação bacteriana, visando a aplicação disso na terapia antivirulência, 

ou seja, moléculas que atuem sobre fatores de virulência bacterianos para enfraquecê-las e 

deixá-las suscetíveis à ação de antibióticos e do sistema imune do hospedeiro (MÜHLEN; 

DERSCH, 2016; SILVA; ZIMMER; MACEDO; TRENTIN, 2016). Esse tipo de atividade foi 

observado apenas para o EBF de 24 h produzido pela bactéria 208 (Priestia sp., antigamente 

pertencente ao gênero Bacillus sp.) contra S. aureus, indicando uma produção de metabólitos 

que não interferiram significativamente no crescimento exponencial bacteriano (inibição 

apenas de 7%), porém inibiram a formação de biofilme em 70% (Fig.3).  
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Fig. 3: EBF da bactéria marinha 208 (Priestia sp.) com atividade antiformação de biofilme contra S. aureus. 

Extrato bruto fracionado por ultrafiltro, com a presença de metabólitos menores que 10 kDa (produzidos pela 

bactéria marinha 208), apresentando atividade de inibição do biofilme de S aureus Newman, e interferindo 

minimamente no crescimento bacteriano da cepa testada. Os símbolos acima das barras (┬) representam o desvio 

padrão das médias das triplicatas biológicas e as % indicam a concentração bacteriana (barras pretas) ou 

quantidade de biofilme (barras cinzas) remanescentes comparado com o controle. Controle não tratado foi 

considerado como 100% de crescimento bacteriano e 100% de formação de biofilme. As diferentes letras (a, b) 

representam a diferença estatística significativa entre as condições testadas com p<0,0001, averiguadas pelo teste 

de one-way ANOVA e análise múltipla com pós-teste de Turkey. 

 

Em paralelo, os compostos ativos produzidos pelas bactérias 208, 256, 266 e BMPV 40 

foram avaliados quanto a capacidade de erradicar o biofilme maduro das mesmas bactérias 

patogênicas que previamente foram sensíveis aos seus metabólitos. Enquanto os extratos de 

256 e BMPV 40 não mostraram atividade contra o biofilme maduro de S. epidermidis e P 

aeruginosa, respectivamente, os EBF das bactérias 208 e 266, em todos os tempos de 

fermentação testados, estatisticamente desfizeram a estrutura, atingindo um máximo de 58% 

(208) e 77% (266) de ruptura do biofilme de S. aureus, respectivamente (Fig. 4).   
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Fig. 4: Erradicação de biofilme maduro de bactérias patogênicas. EBF das bactérias marinhas associadas às 

esponjas marinhas 208 (A) e 266 (B) testados para atividade de erradicação de biofilme de S. aureus; EBF 256 

testado contra biofilme de S. epidermidis (C) e bactéria BMPV 40 avaliado para P. aeruginosa (D). A condição 

controle (com salina) representou 100% de biofilme maduro formado. Os símbolos acima das barras (┬) 

representam o desvio padrão das médias das replicatas dos testes. As diferentes letras (a, b) representam a 

diferenças significativamente estatísticas entre as condições testadas, através do teste de one-way ANOVA e pós-

teste de Turkey (p<0,0001). 

 

Recentemente um estudo relatou o potencial de metabólitos produzidos pela bactéria 

Enterococcus sp. associada a esponja marinha do gênero Oscarella, coletada em Cabo Frio no 

Rio de Janeiro – Brasil (mesma amostragem do estudo de Nunes et al. citado anteriormente), 

como agente antibiofilme, apresentando erradicações de 66 a 94% contra cepas de S. aureus e 

S. epidermidis, tanto contra cepas controle quanto isolados clínicos  (NUNES; ROSA; 

CANELLAS; ROMANOS et al., 2021). Esse dado, assim como os resultados deste presente 

estudo, reforçam o potencial desses microrganismos marinhos em produzir substâncias 

Erradicação de biofilme 
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bioativas com implicância na área farmacêutica e biotecnológica, considerando uma 

abordagem antivirulência, estando de acordo também com outros estudos já relatados na 

literatura (ARTINI; PAPA; VRENNA; LAURO et al., 2019; BALASUBRAMANIAN; 

OTHMAN; KAMPIK; STOPPER et al., 2017; KIRAN; SAJAYAN; GOPAL 

PRIYADHARSHINI; BALAKRISHNAN et al., 2021; SAYEM; MANZO; CIAVATTA; 

TRAMICE et al., 2011). Além disso, identificar moléculas capazes de romper biofilmes 

maduros é de extrema relevância na área de implantes médicos, como cateteres intravasculares, 

que são constantemente colonizados por biofilmes bacterianos, especialmente Staphylococcus 

spp., gerando uma infecção crônica com alta morbidade e mortalidade de indivíduos 

(ZAPOTOCZNA; FORDE; HOGAN; HUMPHREYS et al., 2017). 

Portanto, pode-se afirmar que os microrganismos que habitam de forma comensal as 

esponjas marinhas apresentam um significativo potencial em sintetizar compostos tanto 

antibióticos quanto antiformação de biofilme. Esses dados, então, podem contribuir para a 

exploração dessa fonte natural com intuito de identificar novos e efetivos agentes 

antimicrobianos. 

 

3.1.5 CONCLUSÃO 

Microrganismos marinhos, mais especificamente bactérias associadas às esponjas 

marinhas, apresentam uma produção de metabólitos com amplo repertório de atividades 

biológicas, inclusive antimicrobiana, antiformação e erradicação de biofilme de bactérias 

patogênicas relevantes em infecções nosocomiais e crônicas. Sendo assim, são considerados 

uma promissora fonte natural de exploração para o descobrimento de novas moléculas ativas. 
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Abstract 

Staphylococcus aureus is the etiologic agent of many nosocomial infections, and its biofilm 

is frequently isolated from medical devices. Moreover, the dissemination of multidrug-resistant 

(MDR) strains from this pathogen, such as methicillin-resistant S. aureus (MRSA) strains, is a 

worldwide public health issue. The inhibition of biofilm formation can be used as a strategy to 

weaken bacterial resistance. Taking that into account, we analysed the ability of marine sponge-

associated bacteria to produce antibiofilm molecules, and we found that marine Priestia sp., 

isolated from marine sponge Scopalina sp. collected on the Brazilian coast, secretes proteins 

that impair biofilm development from S. aureus. Partially purified proteins (PPP) secreted after 

24 hours of bacterial growth promoted a 92% biofilm mass reduction and 4.0 µg/dL was the 

minimum concentration to significantly inhibit biofilm formation. This reduction was visually 

confirmed by light microscopy and Scanning Electron Microscopy (SEM). Furthermore, 

biochemical assays showed that the antibiofilm activity of PPP was reduced by 

ethylenediaminetetraacetic acid (EDTA) and 1,10 phenanthroline (PHEN), while it was 

stimulated by zinc ions, suggesting an active metallopeptidase in PPP. This result agrees with 

mass spectrometry (MS) identification, which indicated the presence of a metallopeptidase 

from the M28 family. Additionally, whole-genome sequencing analysis of Priestia sp. shows 

that gene ywad, a metallopeptidase-encoding gene, was present. Therefore, the results 

presented herein indicate that PPP secreted by the marine Priestia sp. can be explored as a 

potential antibiofilm agent and help to treat chronic infections. 

Keywords: Antibiofilm, antivirulence therapy, marine molecules, marine sponge-

associated bacteria, metalloprotease,  
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Introduction 

      A bacterial biofilm is defined as a bacterial community that lives covered by an 

extracellular polymeric substances (EPS) matrix produced by themselves (Davies 2003; Høiby 

2014; Yin et al. 2019; Hall-Stoodley et al. 2012). The matrix is composed mostly of 

polysaccharides and nucleic acids, characterised as a semipermeable structure with the presence 

of nutrition channels, allowing oxygen and nutrient transportation through the structure, 

supplying internal bacterial cells (Davies 2003; Hall-Stoodley et al. 2012; Hickok 2018). 

Furthermore, biofilms can grow and adhere to biotic and abiotic surfaces, such as tissues and 

medical devices - including urinary catheters and heart valves. Since the biofilm structure 

protects bacteria from antibiotic and immune cells’ actions, it increases biofilm cells’ resistance, 

making it harder to eradicate during medical treatment (Davies 2003; Hall-Stoodley et al. 2012; 

Hickok 2018; Macedo and Abraham 2009; Yin et al. 2019). 

      Progressive chronic infections are commonly related to biofilms, especially found in 

nosocomial infections caused by biofilm-forming pathogenic bacteria (Schulze et al. 2021), 

such as Staphylococcus aureus. S. aureus is a Gram-positive pathogen frequently isolated from 

contaminated devices, able to cause bacteremia, skin and kidney abscesses, and lung, heart, and 

ocular inflammations, among other clinical conditions (Lister and Horswill 2014; Parastan et 

al. 2020). Furthermore, it is easily transmitted between individuals through direct contact in a 

hospital environment, representing a relevant clinical issue, especially due to methicillin-

resistant S. aureus (MRSA) strains (Donlan 2001; Høiby 2014; Kong et al. 2018; Schulze et al. 

2021). 

      An alternative approach to affecting bacterial biofilms is antivirulence therapy. 

Antivirulence compounds are defined as bioactive molecules that interfere with or inhibit 

virulence factors, including biofilm formation, which is associated with microorganisms’ 
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pathogenicity (Fleitas Martínez et al. 2019; Silva et al. 2016). The advantages of this alternative 

include the ability to weaken the virulence strategies of the microorganisms, making them more 

susceptible to antibiotics and the immune system's actions. Additionally, this approach may not 

exert the same evolutionary pressure as broad-spectrum antibiotics that target essential cellular 

functions. These therapies may allow the microorganism to maintain its overall fitness and 

survival without triggering resistance mechanisms by specifically inhibiting virulence factors 

(Fleitas Martínez et al. 2019; Silva et al. 2016). 

      In this view, the oceans have been explored by scientists to search for molecules with 

new biological activity, including antibiofilm activity. Especially small molecules, such as 

marine peptides and small proteins, tend to display important roles in this regard  (Borges and 

Simões 2019; Bhatnagar and Kim 2010; de Carvalho and Fernandes 2010; Venkatesan et al. 

2017). In this context, sponge-associated marine bacteria seem to produce and release unique 

bioactive compounds, which provide benefits of nutrition, metabolism, and defense to the 

sponge (Anand et al. 2006; Thomas, Kavlekar, and LokaBharathi 2010). Bacteria from 

Firmicutes phylum represent around 15 to 50% of the isolated bacteria from sponges, and the 

Priestia genus (previously classified as Bacillus) has a high prevalence in this phylum and has 

been described as a producer of biomolecules with antimicrobial and antibiofilm activities 

(Anand et al. 2006; Bibi et al. 2020; Dat et al. 2021; Sayem et al. 2011). Herein, we characterize 

the antibiofilm activity of proteins from crude extract produced by a sponge associated Priestia 

sp. isolated from the Brazilian coast over Staphylococcus aureus strains. 

  

2. Material and methods 

2.1 Bacterial isolation and crude extract activity screening 
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 2.1.1 Marine bacterial strain isolation 

Initially, a collection of sponge-associated marine bacteria sampled from Ilha do 

Arvoredo biological reserve in Santa Catarina (SC), Brazil (27ºS 16' 42.4"/48ºW 22' 30.8") in 

November of 2007 was developed, as described by Trentin et al. (2011). From this bacterial 

collection, eight marine bacteria that had shown activity in the Trentin et al. (2011) study were 

selected. A new screening of bacterial-secreted molecules for bioactivity (as described in 

Section 2.1.3) was performed to evaluate the antibiofilm effect against pathogenic bacteria. The 

crude extract (also called Supernatant – Snt) of bacterium strain 208, isolated from marine 

sponge Scopalina sp., was the only strain that showed significant activity against S. aureus 

biofilm. 

2.1.2 Bacterial strains 

Marine bacteria were stocked in skim milk broth (Neogen, USA) and 10% glycerol at 4 

⁰C until use (Trentin et al., 2011). Staphylococcus aureus ATCC 25904 (strain Newman) was 

used as the main indicator of biofilm-producing pathogenic bacteria and stored in skim milk 

broth with 10% glycerol at 4 ⁰C. Staphylococcus aureus ATCC 43300 (MRSA) was also tested 

in biological assays to confirm the activity against the resistant strain of S. aureus. 

 2.1.3 Culture conditions and biomolecules production 

Marine bacteria 208 were grown on a commercial marine agar plate (BD Difco, Thermo 

Fisher Scientific, Sweden) and incubated at 30 ⁰C for 24, 48, and 72 h. Bacterial growth colonies 

were suspended in saline suspension (0,9% NaCl) and inoculated in Difco Marine broth for 24 

h at 28 ⁰C in a shaker (150 rpm) for the metabolite production step. Next, the secreted molecules 

were separated from cells by centrifugation (1000 rpm, 4 °C for 40 min), and the supernatant 

was initially fractionated by ultrafilter Amicon Ultra-15 30 kDa (Millipore, USA) to select 
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molecules smaller than 30 kDa and concentrated by Amicon Ultra -15 10 kDa. Furthermore, 

the fractionated supernatant was filter-sterilised by 0.22 µm membrane pore (Minisart Sartorius 

Co, Göttingen, Germany) and used to assess antibiofilm activity against the pathogenic bacteria 

Staphylococcus aureus ATCC 25904. S. aureus was grown in Muller Hinton agar (Himedia, 

India) overnight at 37 ºC for 18 h. Bacterial colonies were resuspended in saline suspension 

with a turbidity of 0.150 at optical density (OD) 600nm, concentration to evolve the 

microbiological assays. 

 2.1.4 Biofilm measure 

The crystal violet assay adapted from Trentin et al (2011) was used to evaluate the 

antibiofilm activity of molecules from bacteria 208. In this method, 80 µL of size-fractionated 

filtered supernatant from marine bacteria, 80 µL of bacterial saline suspension (S. aureus), and 

40 µL of Brain Heart Infusion (BHI) broth (Oxoid, Thermo Fischer Scientific, USA) or Tryptic 

Soy Broth (TSB, Oxoid Ltd., England) supplemented with 1% glucose were added to a 96-well 

microtiter plates (Costar 3599, Corning Inc., USA) that was incubated at 37 ºC for 24 h. Then, 

the plate wells were first washed three times with sterile saline to remove planktonic cells. Next, 

the plate was dried by incubating it at 60 ⁰C for 1 h to heat-fix the formed biofilm, and the 

formed-biofilm was stained with 200 µL of 0.4% crystal violet for 15 minutes. The plates were 

washed with water, the remaining stains in wells were solubilized with 200 µL of absolute 

ethanol, and the OD of crystal violet suspension was measured at 570nm, representing 

quantitative biofilm formation. The control condition was represented by a mixture of bacteria 

plus water in the plate well (instead of marine bacterial biomolecules), representing 100% 

biofilm formation. Bacteria treated with vancomycin (8 µg/mL) was used as non-forming 

biofilm control due to its antibiotic effect. 
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 2.1.5 Production kinetics of bioactive compounds 

Bacteria 208 were cultivated in Difco marine broth on a shaker (150 rpm) at 28 ⁰C for 

different times: 0, 3, 6, 9, 12, 24 and 48 h. Culture growth was measured at each time point by 

collecting 200 µL from bacterial suspension and quantifying it by OD600nm. Additionally, 50 

mL of bacterial suspension from all seven time points were collected, centrifuged, and 

biomolecules from the supernatant were filtered by an ultrafilter Amicon centrifugal device 

(30,000 molecular weight cutoff). Bioactive molecules that passed through the filter pore were 

tested for the ability to inhibit biofilm, and this activity was expressed in biofilm quantification 

by OD570nm against S. aureus (ATCC 25904).      

 

2.2 Bacterial identification 

2.2.1 Phylogenetic tree 

Marine bacteria 208 was identified by 16S rRNA gene sequence analysis using the 

BLAST tool (NCBI, Bethesda USA) search against the NCBI database (rRNA typestrains). 

Phylogeny reconstruction was accomplished by 16S rRNA, evaluating highly similar sequences 

retrieved from the NCBI (GenBank), and subjected to multiple sequence alignment using 

MAFFT  (Katoh and Standley 2013). TRimm-AI (Capella-Gutiérrez, Silla-Martínez, and 

Gabaldón 2009) was utilised to eliminate poorly aligned positions and divergent regions in the 

aligned sequences. Subsequently, a Neighbor-Joining phylogenetic tree was performed using 

the Kimura two-parameter model for nucleotide substitution and applied 1000 bootstrap 

replicates. The entire phylogenetic analysis was conducted using the NGPhylogeny.fr server 

(Lemoine et al. 2019) and Geobacillus stearothermophilus and Saccharococcus thermophilus 

were used as an outgroup.  
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 2.2.2 Whole-Genome Sequencing, Assembly, and Annotation 

The genomic DNA of 208 was obtained using the Qiagen DNAeasy Plant kit®. Samples 

were prepared following the Illumina protocol, and whole-genome shotgun sequencing was 

conducted using the Illumina MiSeq platform. The raw fastq sequences were filtered using 

Scythe v0.994 and compared with the NCBI RefSeq genomes database using RefSeq Masher 

v0.1.2. The Denovo assembly was performed using the Unicycle pipeline (Wick et al. 2017),  

and Whole Genome Shotgun project has been deposited at DDBJ/ENA/GenBank under the 

accession JAYIXA000000000 (NCBI BioProject accession: PRJNA1054655).  The Genomic 

annotations were carried out using Prokka (Seemann 2014) and Rapid Annotations using 

Subsystems Technology (RAST) (Aziz et al. 2008).  To generate the Cluster of Orthologous 

Groups (COG) function classification) and to identify sequences annotated by prokka as 

"hypothetical protein", eggNOG-mapper (eggnog-mapper.embl.de) was applied. For secondary 

metabolic analysis, the sequences were submitted to antiSMASH server (Blin et al. 2021). 

 

2.3      Characterization of the bioactive compounds  

2.3.1 Heat-shock assay and trypsin susceptibility of active molecules 

To analyze the proteinaceous nature of active molecules, they were first exposed to a 

heat-shock test. The size-fractionated filtered supernatant produced by marine Priestia sp. was 

incubated at 120 °C for 15 min. Next, the antibiofilm activity was evaluated by biofilm mass 

quantification using the crystal violet protocol, as described above. Furthermore, the bioactive 

compounds were also incubated with trypsin enzyme to check their proteolytic degradation 

susceptibility. The supernatant was pre-treated with trypsin (20 µg/mL) for 2 h at 37°C and 

tested for its antibiofilm potency against S. aureus st. Newman (Abdhul et al. 2015). 
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2.3.2 Protein precipitation by ammonium sulfate 

After a sequence of experiments, a 60% saturation of ammonium sulfate was used to 

precipitate proteins from 30 and 10 kDa size-fractionated supernatant (Duong-Ly and Gabelli 

2014). Next, the sample was desalted by Pur-A-Lyzer Midi 6000 Dialysis Kit (Sigma, US) to 

eliminate salt interference. Finally, the protein concentration was estimated using the Pierce 

BCA Protein Assay Kit (Thermo Fisher Scientific, US) or by reading absorbance at 280nm with 

NanoDrop 2000 (Thermo Fischer Scientific, US). Partially purified proteins from this point 

were called PPP. 

 2.3.3 Minimum Biofilm Inhibitory Concentration (MBIC) determination 

The minimum biofilm inhibitory concentration (MBIC) was developed as described by 

Macià, Rojo-Molinero, and Oliver (2014) with modifications. Briefly, concentrations ranging 

from 16.0 µg/mL to 0.25 µg/mL of PPP were evaluated for biofilm inhibition in 96-well 

microtiter plates (Costar 3599, Corning, Inc., USA). 40 µL of BHI broth (Oxoid, Thermo Fisher 

Scientific, USA), 80 µL of S. aureus suspension, and 80 µL of PPP in deionised water were 

added to each well and then incubated at 37°C for 24 h to allow biofilm formation. Wells in the 

absence of bacteria were used as no biofilm controls, and wells without PPP were considered 

biofilm-forming controls. The biofilm was measured by crystal violet stain at OD570nm. MBIC 

value was considered the lowest concentration of proteins that statistically inhibited biofilm 

formation. 

2.3.4 Antibiotic assay using PPP upon S. aureus  

The agar diffusion method was performed as described previously by the Clinical & 

Laboratory Standards Institute (CLSI, 2017) to evaluate antibiotic activity. Briefly, a bacterial 

suspension (S. aureus) in saline, with turbidity ranging from 0.8-1.0 at OD600nm, a concentration 
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corresponding to the 0.5 McFarland scale, was prepared. Using a sterile swab, Muller Hinton 

(MH) agar (Himedia, India) was inoculated with the bacterial suspension to allow confluent 

growth over the plate. Three agar cuts (0.8 x 0.8 cm) were made per plate, and 50 µL of PPP at 

different concentrations (20.0, 4.0, and 2.0 µg/mL) were added to each cut and rested until agar 

absorbed all the suspension. The system was incubated at 37°C for 18 h, and halo formation 

was checked to evaluate the antibiotic activity of PPP. Vancomycin (8.0 µg/mL) was used as a 

positive control, and deionised water was used as a negative control for halo formation. 

2.3.5 MTT and Colony Forming Units (CFU) assays 

         The viability of S. aureus-biofilm after incubation with PPP was analysed by 

MTT (3-[4,5-dimethyl-thiazol-2-yl]-2,5 - diphenyltetrazolium) as per the protocol adapted from 

Costa et al. (2018). The 96-well microtiter was assembled as described for MBIC assay, with 

20.0, 4.0, or 2.0 µg/mL of PPP added. After 24 h of incubation at 37°C, the plate was washed 

2 times with saline suspension, and 200 µL of MTT (0.3 mg/mL) was added to each well. It 

was incubated for 2 h at 37 °C in the dark. Next, 200 µL of dimethyl sulfoxide (DMSO) absolute 

was added to dissolve formazan deposits of purple color produced by metabolic active cells, 

and it was measured (OD570nm) after 20 min incubation at room temperature. 

Furthermore, a second assay was developed where the incubation of S. aureus and PPP 

in 96-well microtiter was repeated. However, in this case, the bacterial planktonic cells present 

in wells supernatant were collected and diluted four times with distilled water (10-3 to 10-6). 

Drops (10 µL) from different concentrations were spotted and absorbed in Muller-Hinton agar 

plates and incubated at 37 ⁰C until grown bacterial colonies were observed. The counting of 

colony-forming units was performed. 
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 2.3.6 Inhibition of early-stage adhesion 

The initial biofilm formation step was evaluated to assess the PPP effect (at MBIC and 

2x MBIC concentrations) over bacterial early-stage adhesion on the surface. A bacterial 

suspension (OD600nm 0.150) was incubated with PPP in a centrifugal tube at 37 ⁰C with agitation 

(180 rpm) until the microbial population duplicates. Next, the inoculum was added to a 

microtiter 96-well plate, and S. aureus formed-biofilm was quantified at 1, 2, 3, and 6 h of 

incubation (37 ⁰C) by crystal violet stain protocol as previously described in Section 2.1.2.  

  

2.4 Visualization of S. aureus biofilm in the presence of PPP 

2.4.1 Optical microscopy 

Biofilm from S. aureus was allowed to be formed over glass pieces (1 x 1 cm) in a 12-

well cell culture plate (Greiner Bio-one, Frickenhausen, Germany) as an adapted protocol 

described by Sayem et al. (2011). The MBIC and 2x MBIC concentrations of PPP were added 

to a bacterial suspension (0.150 OD600 nm) in BHI broth, and the plate was incubated for 24 h at 

37 °C. After incubation, the wells were washed 3 times with saline suspension, and the crystal 

violet biofilm stain procedure was followed as described above. Stained glass pieces were 

observed by optical microscopy at 40x of magnitude (Zeiss Axiolab 5, Germany) and 

photographed (iPhone 7, Apple). Cultures without the addition of PPP were considered negative 

controls for biofilm formation. 

 

 

 

 



 
    136 
 

 2.4.2 Coated-surface analysis 

PermanoxTM slides (Nalge Nunc International, USA) were spin-coated with PPP (MBIC 

and 2x MBIC concentrations) in 70% aqueous acetone (Merk, Germany) by spin coater (Laurell 

Model WS-650MZ-23NPP/LITE) with 500 rpm for 5 sec and 5000 rpm over the next 40 s as 

described by Reis et al. (2020).  Following this step, the Permanox was heat-fixed at 60°C for 

2 h, sterilised with UV light, cut into pieces (10 x 25 mm²), washed with sterile saline 

suspension, and placed on individual wells in 96-well microplate as the final step. Biofilm from 

S. aureus was allowed to be formed over these pieces that were next prepared to be analysed in 

a JEOL JSM-6060 scanning electron microscope at 5 kV. Permanox coated with vehicle only 

(70% acetone) or without any coating were considered as biofilm growth controls. 

 

2.5 Characterization of active proteins 

2.5.1 Proteolytic activity assay 

The proteolytic activity of PPP was assessed by using a protocol adapted from Ferrareze, 

Correa, and Brandelli (2016). Briefly, 100 µL of PPP (20 µg/mL) with 100 µL Tris-HCl pH 8.0 

buffer and 100 µL of 1% (m/v) suspension of azocasein substrate (10 mg/mL) in 50 mM Tris-

HCl pH 8.0 were mixed and incubated for 1 h at 37°C in shaker (180 rpm). The reaction was 

stopped by the addition of 500 µL TCA 30% (v/v). The tubes were centrifuged for 5 min at 

10,000 rpm, and protease activity was quantified by substrate lysis expressed as arbitrary units 

(AU), considering 1 AU each 0.01 increase in absorbance (OD440nm). The protein sample was 

replaced by a buffer in the negative control. 
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2.5.2 Influence of metals ions Zn₂⁺ and Mg₂⁺ and inhibitors 

S. aureus cells plus 4.0 µg/mL of PPP were incubated with 50 or 100 µM of metal ions 

(Zn²⁺ or Mg²⁺) with or without 50 µM chelator (ethylenediamine tetraacetic acid, EDTA) to 

evaluate its influence over enzymatic activity. The metals, chelator, and bacterial suspension of 

S. aureus Newman were incubated for 24 h at 37 °C to allow biofilm growth in a 96-well plate. 

Biofilm was stained with crystal violet, and it was quantified by spectrophotometry (OD570 nm). 

The control was considered the condition without metals and EDTA, representing 100% of 

biofilm formation. 

Furthermore, PPP (20.0 µg/mL) was incubated with proteolytic inhibitors: tosyl-L-

lysyl-chloromethane hydrochloride (TLCK) (1 mM), benzamidine hydrochloride (1 mM), 

iodoacetamide (1 mM) and 1,10 phenanthroline (1,10 PHEN) (10 mM) (Sigma, US) as 

described by Granato et al. (2015). The proteolytic activity was analysed with azocasein 

substrate cleavage and quantification expressed by OD440 nm. 

2.5.3 Chromatography, mass spectrometry analysis and Tricine-SDS-PAGE gel 

PPP's compounds (574.5 µg) were separated by ionic exchange chromatography with 

HiTrap Q-Sepharose 5 mL column (GE Healthcare) connected to the AKTA start system (GE 

Healthcare). The column was equilibrated with 50 mM 2-[N-morpholino] ethanesulfonic acid 

(MES) pH 6.0 (buffer A), followed by elution with a linear gradient of 0 to 1 M sodium chloride 

(buffer B) at a flow rate of 1 mL/min. All the fractions were evaluated for antibiofilm activity 

as previously described. One active fraction was observed and submitted for mass spectrometry 

analysis. 

The semi-purified fraction of PPP was digested as previously described by Beys-da-

Silva et al. (2014). Approximately 20 μg of proteins determined using the BCA assay (Thermo 

 



 
    136 
 

Scientific, IL) was suspended in digestion buffer (8 M urea, 100 mM Tris-HCl pH 8.5). Proteins 

were reduced with 5 mM tris-2-carboxyethyl-phosphine (TCEP) at room temperature for 20 

min and alkylated with 10 mM iodoacetamide at room temperature in the dark for 15 min. After 

the addition of 1 mM CaCl2 (final concentration), the proteins were digested with trypsin 

(Promega, Madison, WI) by incubation at 37 °C for 16 h. Proteolysis was stopped by adding 

formic acid to a final concentration of 5%. Samples were centrifuged at 14,000 rpm for 20 min, 

and the supernatant was collected. The resulting peptides eluted from the single‐phase 

microcapillary column Acqua C18 reverse‐phase (Phenomenex, Ventura, CA) were analysed 

in an LTQ‐Orbitrap XL mass spectrometer (Thermo Finnigan) using a 120‐min single‐phase 

step separation. MS/MS spectra were extracted using RawXtract (version 1.9.9) and searched 

using PatternLab for Proteomics (Carvalho et al. 2016) against Priestia megaterium sequences 

available at NCBI Reference Sequence Database (downloaded on June 20, 2021), with a 0.01% 

of protein FDR. The sequences of peptides identified as "hypothetical proteins" were subject to 

search HMMER platform (Potter et al. 2018). Proteins showing sequence identities of more 

than 30% and an e-value 0.005 are referred to as close homologs to the respective peptide. 

The protein band from fraction 24 was observed by 10% polyacrylamide Tris-Tricine 

gel as described by Schägger (2006). Electrophoresis was developed with a voltage of 100 V at 

room temperature, and proteins were stained with Coomassie Brilliant Blue (BioRad, USA).  

  

2.6 Toxicity assays of PPP 

2.6.1 In vitro hemolysis assay 

The toxicity assays were performed as described by Loges et al. (2020). Briefly, human 

erythrocytes from venous blood of a volunteer (Universidade Federal do Rio Grande do Sul 
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Ethics Committee under number 1.202.565) were collected in serum tubes and centrifuged at 

1200 g for 10 minutes. The erythrocytes were washed 3 times with 10 mM phosphate buffer 

saline (pH 7.4/ 0.9% NaCl) and resuspended in the same buffer (1% suspension). The 

erythrocytes suspension (500 µL) was incubated with 20 µL of PPP (20, 8, or 4 µg/mL) and 

480 µL of PBS for 1 h and 24 h at 37 ºC. The hemoglobin content in lysed cells was measured 

by 540nm absorbance. Positive control (hemolysis 100%) was represented by 1% Triton X-100 

condition, and 10 mM phosphate buffered saline (PBS) buffer only was used as negative control 

(hemolysis 0%). 

  

2.6.2 In vivo toxicity in Galleria mellonella larvae 

For the toxicity assay in in vivo model, three groups of 10 Galleria mellonella larvae 

with weight between 220 – 270 mg were separated in three different conditions: (1) control, 

which larvae received 10 µL PBS (10mM); (2) positive death control group received 10 µL 

DMSO; (3) trial, which larvae had 10 µL of PPP in PBS (50 mg/kg) injected by Hamilton glass 

syringe through its last proleg. All injected larvae were incubated at 30°C for 5 days and the 

survival was recorded each day following treatment. 

 

 2.7 Statistical analysis 

   Data were analysed with one-way ANOVA and Tukey’s test to compare groups, 

including untreated control. The assays were performed at least in duplicate and p < 0.05 was 

considered statistically significant. The results were expressed as mean ± standard deviation 

(SD). Statistical significance in G. mellonella survival analyses was determined by the log-rank 
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test. Statistical analyses were measured by the software GraphPad Prism version 8.0 (GraphPad 

Software, La Jolla California USA). 

  

3. Results 

3.1 Molecules from marine bacteria strain 208 with effect over S. aureus biofilm 

The initial screening of secreted molecules from eight marine bacteria was performed 

and revealed strain 208 was a bacterium capable of producing active molecules (after 24, 48 

and 72 h of culture) that were able to inhibit biofilm of S. aureus (Table S1) without killing 

bacterial cells in culture (Fig. 1a). Next, the Snt of strain 208 was first fractionated by a larger 

filter pore (30 kDa), followed by a smaller filter pore (10 kDa) filtration (Fig. 1b) to select 

smaller molecules. All three size fractions generated (↓30 kDa, 30-10 kDa, and ↓10 kDa) were 

capable of inhibiting biofilm; however, molecules in 30 and 10 kDa sized fraction showed a 

higher antibiofilm activity (Fig. 1b). For this reason, we selected the 30-10 kDa-fraction for the 

following steps. 
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Fig. 1 Antibiofilm activity of supernatant (Snt) from strain 208 against S. aureus ATCC 25904 (strain 

Newman). (a) Strain 208 kinetic production of bioactive molecules upon S. aureus growth (OD 600nm) and biofilm 

formation (OD 570nm) after incubation for 24, 48, and 72 h. (b) Antibiofilm activity of the size-fractionated of the 

24 hours-supernatant (most active) with 30 and 10 kDa ultrafilters (Amicon). The negative control was considered 

100% of biofilm mass formation. Vancomycin (8 µg/mL) was used as a positive control for bacteria and biofilm 

growth. Data from three biological replicates are shown as mean ± SD. The asterisks and different letters represent 

statistical significance between control and different conditions (****p<0.0001 by one-way ANOVA with Tukey’s 

multiple comparisons test). 

  

3.2 Active molecules secreted by strain 208 are produced during the bacterial 

exponential growth phase. 

      To understand at which point the active molecules start to be released by strain 208 in 

the environment during growth times, the antibiofilm activity of fractionated supernatants was 

evaluated. Bacterial replication and the activity of secreted molecules were assessed at 0, 3, 9, 

12, 24 and 48 h of culture. Strain 208 growth exhibited a typical exponential curve over time; 

meanwhile, active compounds able to inhibit S. aureus biofilm started to be released at 6 h 

growth time. However, secreted compounds after 9 h of culture led to the highest biofilm 

inhibition, which was maintained throughout the following hours (Fig. 2). These results showed 

that active molecules affecting S. aureus biofilm mass are secreted at the beginning of the 

bacteria exponential phase. 
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Fig. 2 Kinetics of bacterial growth and bioactive molecule production. Growth of strain 208 was measured 

from 0 h (initial microbial population) to 48 h of incubation in TSB medium (1% glucose) at 30°C in a shaker. The 

black line indicates the exponential growth of marine bacterial cells over time. The red line is related to quantified 

biofilm mass from S. aureus Newman by crystal violet method each time. 

  

3.3 Marine bacteria 208 isolate identified as Priestia sp. by 16S rRNA gene sequence 

analysis and genome general features 

The nucleotide sequence of the 16S rRNA gene from the marine bacteria strain 208 

was searched on the NCBI BLAST tool and found to be highly homologous with corresponding 

sequences from Priestia species. Phylogenetic analysis indicated that bacteria 208 is 

evolutionary closer to P. aryabhattai and P. megaterium species (Fig. 3).  
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Fig. 3 Neighbour-joining phylogenetic tree based on 16S rRNA gene sequences. All the members of the genus 

Priestia were included in the analysis. Geobacillus stearothermophilus and Saccharococcus thermophilus were 

used as outgroups. Bootstrap values based on 1000 replications were calculated and expressed as percentages.  

 

   Genome analysis indicated the size of strain 208 is 5.3 Mb, which is closest in size to 

the median total length of Priestia aryabhattai species deposited to the NCBI database. The GC 

content is 37.91 mol%, and extrachromosomal elements are lacking. Annotation with Prokka 

predicted 5409 protein-coding genes and 84 tRNA genes. Functional analyses based on the 
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RAST database revealed that a majority of the protein-encoded sequences are involved in 

catabolic pathways of amino acids and their derivatives, carbohydrates, protein metabolism and 

vitamins, prosthetic groups, pigments, and poorly genes related to secondary metabolites (Fig. 

S1a). The number of genes belonging to the category "function unknown" was 1222, suggesting 

that further analysis in the genomics of the Priestia genus is necessary. A total of 4907 genes 

were matched in the COG database, belonging to 20 categories (Fig. S1b).  

Additionally, we checked the biosynthetic gene clusters (BCGs) for additional information 

since there is not much described information about the genome of Priestia members in the 

literature. AntiSMASH analysis suggested that the genome possesses 5 regions related to 

BCGs, primarily associated with terpenes. Further comparison with the gene sequences of other 

reference strains revealed that three regions are related to known compounds: surfactin, 

schizokines, and carotenoids (Table S2). 

 

3.4 The bioactive compounds are proteins 

To determine the nature of the antibiofilm molecules released by Priestia sp. in broth 

during culture, the crude extract was first exposed to high temperature (120°C). The supernatant 

lost its inhibitory activity after the heat shock treatment (Fig. 4a), indicating a proteinaceous 

origin. To pursue this idea, proteins were precipitated from a fractionated supernatant with 60% 

ammonium sulfate saturation and desalinated to continue the following experiments. At this 

point, the sample was called PPP (partially purified proteins). The proteinaceous nature of the 

bioactive compounds was confirmed by attenuation of PPP's activity after incubation with 

trypsin (Fig. 4b).     
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Fig. 4 Effect of heat shock and trypsin on compound activity. (a) Heat shock of 24-hours supernatant from 

Priestia sp. for 15 min at 120°C. (b) Precipitated partially purified proteins (PPP) were incubated with trypsin 

enzyme (20.0 µg/mL) for 2 h. The control with saline suspension incubated with S. aureus was considered 100% 

of biofilm formation. Vancomycin (8.0 µg/mL) was used as positive control, with no biofilm growth. Data from 

biological triplicates are shown as mean ± SD. Statistically significant differences between biofilm conditions were 

analysed by one-way ANOVA and Tukey post hoc test and indicated with different letters in graphic (P<0.0001). 

 

 3.5 Minimum biofilm inhibitory concentration (MBIC) 

The minimum biofilm inhibitory concentration (MBIC) value was determined after 

different concentrations of PPP were incubated with S. aureus inoculum to allow biofilm 

growth. It was noted that the lowest concentration of 4.0 µg/mL significantly inhibited biofilm 

development from S. aureus Newman (Fig. 5) and the methicillin and oxacillin-resistant S. 

aureus 43300 (Fig. S2), indicating that it was the MBIC. 
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Fig. 5 Minimum Biofilm Inhibitory Concentration assay. Multiple concentrations of PPP (ranging from 16.0 

µg/mL to 0.0075 µg/mL) were incubated with S. aureus Newman for 24 h at 37°C to allow biofilm development. 

Control was considered 100% of biofilm growth. Data are shown as mean ± SD from triplicate assays. Statistically 

significant differences between concentrations were indicated by different letters. P<0.001 by one-way ANOVA 

test with Tukey post hoc test. 

  

3.6 PPP affects only bacteria from biofilm, having no antibiotic outcome over 

planktonic bacteria 

Agar diffusion was developed to verify the antimicrobial effects of PPP over S. aureus 

cells and it confirmed a non-antibiotic action (Fig. S3). Therefore, to confirm that PPP only 

interferes with the biofilm virulence factor without killing bacterial cells, MTT and colony-

forming unit (CFU) assays were developed. MTT evaluated the viability of bacteria in biofilm 

after incubation with PPP by measuring bacterial metabolic activity and indeed, a decreased 

biofilm mass was detected in all tested PPP concentrations (20.0, 4.0, and 2.0 µg/mL) for 

Newman (Fig. 6a) and 43300 strains (Fig. S4). Although it was not statistically significant, CFU 
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showed a trend of increase in free-living cell concentration when S. aureus was incubated with 

PPP (Fig. 6b), in agreement with MTT outcome. Together, these results indicate that PPP avoids 

bacterial biofilm lifestyle, suggesting that active compounds affect the sessile structure and 

stimulate free bacterial lifestyle.  

 

Fig. 6 Biofilm viability and Colony-Forming Unit bacteria from planktonic cells. S. aureus Newman OD600nm 

0.150 turbidity inoculum was incubated with BHI medium and 20.0 µg/mL PPP in 96 well plate at 37°C for 24 h. 

(a) MTT assay evaluated metabolic activity of S. aureus Newman in biofilm lifestyle when in the presence of PPP 

(20.0, 4.0, or 2.0 µg/mL); (b) Planktonic cells from the supernatant were incubated in Muller-Hinton plates to 

further count CFU. The error bars indicate the standard deviations of replicate tests. Asterisks represent statistically 

significant difference conditions (**** p<0,0001, one-way ANOVA test with Tukey post hoc test) and control was 

considered 100% of viability and cell growth. 

  

3.7 Biofilm early-adhesion is impaired by PPP 

To explore how PPP affects S. aureus biofilm development, the early steps of bacterial 

adhesion on a surface were observed. It has been shown that the presence of PPP at the 

beginning of the bacterial growth phase impairs biofilm development at an early step of this 

Biofilm 

cells 

Planktonic 

cells 
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process. Although the biofilm quantification was stable over time, it was lower when PPP was 

added compared to the control condition (Fig. 7). 

 

Fig. 7. PPP affects initial biofilm development. S. aureus Newman (OD600nm 0.150) was incubated with PPP (4.0 

and 8.0 µg/mL) in a shaker and following the inoculum, was allowed to grow in 96-well plate microtiter. Biofilm 

mass was quantified with crystal violet stain after 1, 2, 3, and 6 h incubation at 37 ⁰C. The statistical differences 

between conditions are indicated by different letters in the graphic. The black bars represent the mean ±SD of 

biological triplicate assays analysed by one-way ANOVA and Tukey’s multiple comparison post-test (p<0.0001). 

 

3.8 Microscopy analysis of PPP avoiding S. aureus biofilm development 

Light microscopy showed a decrease in biofilm mass from S. aureus Newman (Fig. 8a, 

b, c) and 43300 (Fig. S5), evident at both lower and higher PPP concentrations (4.0 or 8.0 

µg/mL). 

A spin-coated assay was also performed, in which PPP (4.0 and 8.0 µg/mL) was used 

to recover a slice of Permanox that was then exposed to a bacterial inoculum suspension. The 

formed biofilm was analysed by SEM (Fig. 8 d, e, f, g). In this assay, only treatment with 8.0 

µg/mL of PPP (Fig. 8g) interfered with biofilm formation, significantly decreasing the structure 
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compared to control without treatment (Fig. 8d) and vehicle control (Fig. 8e), while it was not 

observed for 4.0 µg/mL (Fig. 8f).  

 

Fig. 8 Microscopy techniques to visualize biofilm inhibition. Light microscopy (a, b and c) showing reduced S. 

aureus Newman biofilm compared to control (a) when incubated with 4.0 µg/mL (b) and 8.0 µg/mL (c) of active 

PPP, grown over glass coverslip, stained with crystal violet, and observed with a microscope at 40x magnification. 

 



 
    136 
 

SEM images of S. aureus Newman biofilm after Permanox slides had been recovered with PPP and incubated with 

a bacterial suspension for 24 h. Analysed conditions: biofilm control growth with non-treated permanox (d), 

acetone 70% vehicle control (e), 4.0 µg/mL (f) and 8.0 µg/mL (g). The white bar represents a 20 µm scale, and 

700x of microscope magnification was employed. The white square represents images with 2500x magnification. 

  

3.9 PPP did not present toxic effects in mammalian cells and in vivo by using Galleria 

mellonella larvae 

   Cytotoxicity of PPP to mammalian cells was investigated by testing its injury to human 

red blood cells with PPP concentrations of MBIC, 2x MBIC, and 5x MBIC. All conditions 

showed no hemolytic activity, similar to the saline control (Fig. 9). Triton X-100 was 

considered to cause 100% hemolysis and used as a positive control.  

 

Fig. 9 Non-hemolytic activity of PPP. Treatment with Triton X-100 was used as positive control and represents 

100% of erythrocyte hemolysis. The PPP toxicity was tested with concentrations of 20.0, 8.0, and 4.0 µg/mL. The 

error bars indicate the standard deviations of replicate tests and different letters indicate significant statistical 

differences between concentrations compared to control (p < 0.0001) analysed by one-way ANOVA and Tukey’s 

multiple comparison post-test.    
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Furthermore, the in vivo toxicity analysis was also performed by using the Galleria 

mellonella model during five days of observation. One dose of 500 mg/kg of larvae weight was 

verified in groups of 10 individuals each. As a positive death control, 10 µL of absolute DMSO 

was administered in a 10 larvae group, and 10 µL of PBS was used as negative dead control. 

We observed that 100% of survival control (saline condition) and PPP-treated larvae survived, 

while DMSO (positive dead control) killed 50% of larvae on the first day and 100% were dead 

on the second day (Table 1). 

Table 1: Toxicity effect of PPP in G. mellonella larvae 

Groups 

Larvae survival (%) 

D

ay 1 
Day 2 Day 3 Day 4 Day 5 

PPP (50 mg/kg) 1

00 
100 90 90 90 

Dead control (10 µL 

DMSO) 
5

0 
0 0 0 0 

Survival control (10 µL 

PBS) 

1

00 
100 100 100 100 

  

3.10 Partially-purified proteins (PPP) biochemical characterization 

3.10.1 Proteolytic activity assay and metal and chelator effect over enzymatic activity 

Proteolytic activity from PPP was assessed by the azocasein method, as well as its 

sensibility to the presence of protease inhibitors, metals ions zinc and magnesium, or chelating 

agent. This proteolytic activity was confirmed by an amplified detection of dye molecules 

released from azocasein substrate hydrolysis (OD440nm) when incubated with 20.0 µg/mL of 

PPP, corresponding to 327 U/mL.h. Next, it was exposed to four different classes of protease 

inhibitors to evaluate its catalytic activity. The only inhibitor capable of acting upon PPP was 
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the 1,10 PHEN, a classical metallopeptidase inhibitor, reducing PPP activity to the level of the 

PBS control condition. It was found to be insensitive to trypsin, serine or cysteine residue 

inhibitors (Fig. 10).  

 

Fig. 10 Determination of proteolytic action from Priestia sp. PPP in co-incubation with proteolytic 

inhibitors.  The protease activity of PPP was determined by the cleavage of azocasein substrate and the release of 

a colorful product in the medium measured by absorbance (440 nm). It was evaluated in the absence or presence of 

inhibitors, including 1,10 phenanthroline (10 mM), tosyl-L-lysyl-chloromethane hydrochloride (1mM), benzamide 

HCl (1 mM), and iodoacetate (1mM). The result was compared with PBS control without PPP, and different letters 

represent significant statistical differences between groups (p<0.0001 by one-way ANOVA). 

 The addition of 50 µM Zn2⁺ or Mg2⁺ in S. aureus culture - without PPP incubation - was 

responsible for a slight increase in S. aureus biofilm growth, suggesting they may contribute to 

biofilm development. However, the presence of these metals did not influence the low biofilm 

amount when PPP was added, indicating that extra metal ions do not contribute to avoiding the 

inhibition effect of PPP over biofilm nor contribute to increased activity of PPP. Nevertheless, 

when 50 µM of EDTA chelator was added with bacteria plus PPP, the biofilm mass was restored 
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equal to the control condition, which indicates that metals are important to PPP action. Indeed, 

Zn2⁺ appears to be the most important metal cofactor, as it restored inhibition activity when an 

equal or higher concentration than EDTA (50 µM) was added, whereas Mg2+ did not. This 

suggests that the active proteins in PPP may have a higher affinity for Zn2⁺ than for the chelator 

(Fig. 11). 

 

Fig. 11 Influence of metals and EDTA in PPP activity. S. aureus Newman biofilm was allowed to grow in the 

presence or absence of PPP, with or without Zn₂⁺ and EDTA (a) and Mg₂⁺ and EDTA (b). The statistical differences 

between conditions in which PPP was present (added metals or chelator) were highlighted by different letters in 

the graphic (same letter meaning no statistical difference, different letter meaning statistical difference). The black 

bars represent the mean ±SD of biological triplicate assays analysed by one-way ANOVA and Tukey’s multiple 

comparison post-test (p<0.0001). 

 3.10.2 Ion-exchange chromatography and LC-MS/MS 

Aiming to isolate the protein responsible for the activity, PPP was loaded at HiTrap Q-

Sepharose anion-exchange column in AKTA. Sixty-three fractions of 1 mL each were 

collected (Fig. 12a), proteins were quantified and evaluated for biofilm inhibition effect. 

Fraction 24 showed significant activity inhibiting 93.6% biofilm mass with 12.0 µg/mL 

protein fraction concentration (Fig. 12a). To confirm protein molecular mass, a tricine sodium 
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dodecyl sulfate-polyacrylamide gel (Tricine-SDS-PAGE 10%) was performed, and a band of 

approximately 47 kDa was visualised (Fig. 12b). Therefore, the chromatography was able to 

separate protein components of PPP, as the protein pattern in gel was visually reduced 

compared to pattern observed in gel with all PPP members (Fig. S6). Although the protein 

isolation goal was not achieved, fraction 24 was subjected to LC-MS/MS peptide mapping 

experiments, which identified a few proteins, including hypothetical proteins and a 

metalloprotease from the M28 peptidase family (Table S3).  
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Figure 12 Partial purification of bioactive protein from PPP. (a) Biofilm mass quantification of S. aureus 

Newman after proteins secreted by Priestia sp. were eluted from an anion exchange chromatography column 

(574.3 µg of protein loaded onto a Q Sepharose column) with a linear gradient of 0-1M NaCl, along with the 

protein concentration of each fraction and the protein profile curve. (b) The active fraction (24) is indicated by a 

black arrow symbol in the Tricine SDS-PAGE to observe enzyme molecular mass. 
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The spectrometry analyses detected the presence of residues of metalloprotease 

belonging to the family Metalloprotease 28 (M28), which agreed with our genomic annotation 

that detected the presence of the ywad gene related to subfamily M28F. The ywad was first 

described in Bacillus subtilis, encoding double-zinc aminopeptidases (Fundoiano-Hershcovitz 

et al. 2005). The genomics predictions also showed the presence of genes related to 

metalloprotease enzymes, including sequences related to the M20 and M32.  

 

Discussion 

The study identified strain 208, a sponge-associated marine bacterium capable of 

producing molecules that interfere with S. aureus biofilm formation, as Priestia sp. This genus 

was separated from the Bacillus genus following a reclassification of Bacillus species members 

based on common conserved regions of protein sequences (Gupta et al. 2020).  

Genome sequencing analysis of Priestia sp. indicated a higher probability of proteins 

promoting this antibiofilm effect, as the number of clustered protein-coding genes with known 

functions, determined by similarity cluster analysis, exceeded the number of BCGs responsible 

for encoding secondary metabolites (Kiesewalter et al. 2021; Xia et al. 2022). Although 

secondary metabolites are commonly associated with antibiotics and other bioactivities, the 

literature describes Bacillus species releasing proteins in culture media, such as proteases, with 

biological activity (Chen et al. 2016; Kunst et al. 1997; Liu et al. 2022). 

The hypothesis that the active molecule was a protein was confirmed by all enzymatic 

assays and mass spectrometry identification, revealing that the most abundant identified peptide 

present in chromatography active fraction was a peptidase from the M28 family (Table S3). 

This finding was also consistent with genome analysis, which identified the ywad gene coding 
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for a peptidase from the M28 family. Members of family M28 are commonly described as 

leucyl aminopeptidases and play important roles in therapeutic and biotechnological 

applications (Lemke and Vilcinskas 2020; Nandan and Nampoothiri 2020; Wang et al. 2023) 

and have been associated with controlling biofilm formation (Zhao et al. 2018).  Moreover, this 

family comprises metallopeptidases whose catalytic activity requires two zinc ions at the 

catalytic site for enzymatic action (Gao et al. 2014; Hecht et al. 2013). 

Literature has previously described the ywad gene from B. subtilis coding for an 

aminopeptidase from the M28A subfamily called BSAP (Fundoiano-Hershcovitz et al. 2005). 

The study demonstrated that BSAP has two zinc spots in the catalytic site required for 

proteolytic activity and it was inhibited by the presence of EDTA and 1,10 phenanthroline, 

which is consistent with our findings. Additionally, disruption of S. aureus biofilm by an 

extracellular zinc-dependent metallopeptidase was described by Papa et al. (2013). Although 

this protease was produced by the Gram-negative bacteria Serratia marcescen (Papa et al. 

2013), this result aligns with our findings, indicating the importance of Zn2+ in PPP antibiofilm 

activity against S. aureus biofilm. 

There are various known mechanisms to disrupt pathogen biofilms, including affecting 

extracellular polymeric substances matrix development, promoting mature biofilm dispersal, 

and interfering with bacteria communication (quorum sensing), metabolism, and cell division 

(Blackman et al. 2021; Koo et al. 2017; Roy et al. 2018). In this context, Papa et. al (2013) and 

other studies have hypothesised that aminopeptidases can interact with microbial surface 

components recognizing adhesive matrix molecules (MSCRAMM) such as S. aureus adhesins, 

reducing initial adhesion and affecting biofilm establishment (Elchinger et al. 2014; Shukla and 

Rao 2017). This theory is consistent with our findings as well, as we demonstrated that partially 

purified proteins (PPP) significantly affected the initial formation phase of biofilm, impairing 

early-stage adhesion to the surface (Fig. 7). However, further studies are needed to confirm the 
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mechanism of action of PPP. Although we were unable to purify the active protein, we found 

that the PPP secreted by Priestia sp. constituted a heterogeneous group of proteins, including 

molecules larger than 30 kDa as observed on SDS-PAGE gel (Fig. 12b). While our 

experimental design aimed to select only molecules smaller than 30 kDa, it is well known that 

the ability of proteins to pass through a membrane pore with defined size depends on various 

parameters, such as membrane surface hydrodynamics, centrifugal force pressure, membrane 

resistance, porosity, and hydrophobicity, as well as protein interactions considering protein 

shape (globular or non-globular), charge, and solvent dilution  (Cui 2005; Erickson 2009; 

Schratter 2004). Thus, these variable factors may explain the range of different sizes of proteins 

found in PPP (Fig. S6). 

Regardless of protein sizes, PPP’s biofilm inhibition activity was effective against both 

tested S. aureus strains (Newman and 43300), corresponding to 83.4% and 80.1% of biofilm 

inhibition, respectively, demonstrating effectiveness against the S. aureus species irrespective 

of acquired resistant mechanisms, considering that 43300 is a multidrug-resistant strain 

(MRSA). Furthermore, it is noteworthy that isolation steps, including size-filtration and protein 

precipitation, usually result in a loss of active compound amount while increasing its specific 

activity, as noted in studies purifying secreted proteins from Priestia or Bacillus spp. (Badoei-

Dalfard, Karami, and Ravan 2015; Ramachandran et al. 2014; Yu et al. 2019). This may explain 

why PPP from Priestia sp. in the present study exhibited increased inhibition compared to its 

initial crude extract, from 70% (crude extract) to 86.8% after ultrafiltration and finally 92% 

(after protein precipitation) of biofilm suppression. The minimum biofilm inhibitory 

concentration (MBIC) value of PPP was considered low (4.0 µg/mL) with high activity.  

Furthermore, light microscopy confirmed the ability of MBIC concentration to disrupt 

the biofilm of S. aureus Newman and 43300 strains. Meanwhile, 2x MBIC concentration was 

required to effectively inhibit biofilm on spin-coating assay. This higher concentration of PPP 

 



 
    136 
 

to coat the surface was likely due to its methodology design. In this case, molecules are 

incorporated into a substrate by fast speed spin, promoting a thin-coated surface; however, its 

effectiveness depends on coating speed, coated molecule size, and molecule-surface interaction, 

for example (Butt and A. 2022). Regardless, the efficiency of our assay aligns with previous 

reports that have also demonstrated the success of surface-coated metabolites from Priestia and 

Bacillus in inhibiting biofilm formation by various microorganisms (Ceresa et al. 2016; Chopra 

et al. 2015; Sayem et al. 2011). Finally, although PPP impairs biofilm structure, it is not able to 

kill bacterial free-living cells, as well as it was non-cytotoxic in vitro and in vivo, indicating an 

absence of toxic effects (Table 1). 

 

Conclusion 

Partially purified proteins synthesised by Priestia sp., a marine sponge-associated 

bacterium, containing metallopeptidase as a component, interfere with S. aureus biofilm 

development, possibly by preventing initial bacterial adhesion to surfaces. The 

metallopeptidase from the M28 family was identified as a major active component of PPP, 

although further studies are required to confirm its role definitively. Ultimately, our findings 

demonstrate the biotechnological potential application of biomolecules, particularly proteins, 

from marine bacteria, contributing to the field of antivirulence therapy research. 
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Supplementary Material 

Tables 

Table S1 Screening for antibiotic and antibiofilm activities of 10 kDa fractionated-crude extracts from marine 

bacteria against Staphylococcus aureus cells and biofilm. 

Bacteria 

strain 

     Genus                           Effect over  

(% similarity)                     S. aureus 

                                         (%inhibition) 

 

202 Non-identified Antibiotic 

(38%) 

 

208 Priestia sp. 

(99%) 

Inhibition of 

biofilm 

(70%) 

 

210 Non-identified NA  

256 Bacillus. spp 

(100%) 

NA  

266 Stenotrophomonas 

maltophilia 

(98,6%) 

Antibiotic 

(44%) 

 

BMPV 26 Non-identified NA  

BMPV 40 Vibrio alginolyticus 

(99%) 

NA  

BMPV Mel Bacillus stratosphericus 

(92%) 

NA  

NA: non-active 

 

Table S2 Identified secondary metabolite regions by Antismash server. The Antismash Protocluster Types 

(T3PKS:Type III Polyketide synthase; NI-siderophore: NRPS-independent; IucA/IucC-like siderophores 

(siderophore prior to 7.0). 

 

Region Type From To Most similar known cluster Similarity 

Region 12.1 Terpene 150,054 171,922 ND ND 

Region 12.2 T3PKS 851,343 892,428 ND ND 

Region 14.1 Terpene 885,377 906,195 surfactin 13% 

Region 14.2 NI-siderophore 1,071,317 1,087,892 schizokinen 50% 

Region 18.1 Terpene 20,544 41,392 carotenoid 50% 
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Table S3 Main identified proteins from searched Priestia megaterium sequences available at NCBI Reference 

Sequence Database  

Peptide Sequence Spectrum 

Count 

Description 

DVAEIVGTAIYDR 18 M28 family peptidase  

NISLSIIVLGAFILFCSFSFGFTGAIY 13 Hypothetical protein  

NQQTEVEFIKEENKISFPDCSVLLK 9 Hypothetical protein  

TGTLTPYFSHPGIK 6 Endonuclease  

VSDGTAVLGLGNIGPEAALSVMEGKAVLFK 6 NAD-dependent malic enzyme  

SEVIGMMSSEAFNLSVSNDMAGFIE 6 Carboxypeptidase M32  

ELLASIHAIAKSDLRIVGGDLVEVAP 6 Agmatinase  

QLLQQNKVAAIVTLPKGFSHDIAHG 5 ABC transporter permease  

EYLLLLIFAGFIILSIMLQWMK 5 Hypothetical protein  

NEIYNAAVKGEVPR 5 YjgB family protein  

TNALIAGDSFQVQGGVAVSGQLKPLFPFP 5 MBL fold metallo-hydrolase  

EERLEHPAAILDNMLDWAAENNRIAE 5 UDP-glucose--hexose-1- phosphate 

uridylyltransferase  

Spectrum Count: total counted number of spectra identified peptide or protein. 

Description: identified corelated protein 
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Figures 

 

Fig. S1 Priestia sp. genetic features. (a). Distribution of major protein-coding genes by RAST Server. The pie 

chart represents the number of proteins annotated to each subsystem category. The bar indicates  subsystem 

coverage: the blue bar region is the percentage of proteins that could be annotated by RAST and the green bar 

represents the proteins that were not annotated. (b) COG categories distribution, showing number of predicted 

genes annotated in each category. 
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Fig. S2 Minimum Biofilm Inhibitory Concentration Assay of PPP over S. aureus 43300 biofilm. Different 

concentrations of PPP  (ranging from 16.0 µg/mL to 0.0075 µg/mL) were incubated with S. aureus 43300 inoculum 

for 24 h at 37°C to allow biofilm development in 96 well plates microplate. The biofilm was revealed by crystal 

violet method, and quantification was measured by optical density (OD) at 570nm using spectrophotometry. The 

control was considered 100% of biofilm growth. Data are presented as mean ± SD from triplicate assays. 

Statistically significant differences between concentrations were indicated by different letters. P<0.001 by one-

way ANOVA test with Tukey post hoc test. 
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Figure S3 Antibiotic assay. Agar-diffusion test to evaluate antimicrobial action of PPP produced by Priestia sp. 

against S. aureus Newman. Bacterial inoculum was determined by OD600 of 0.08-0.1, and it was inoculated onto 

Muller-Hinton plates. 8.0 µg/mL of vancomycin (a) or 20.0 µg/mL of PPP (b) was added in three place spots to 

allow interaction with microorganisms. The plates were incubated at 37°C for 24 h. The antibiotic represented 

positive halo control. 
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Figure S4 Bacterial biofilm viability. S. aureus 43300 (MRSA) active metabolism in biofilm was assessed by 

MTT assay when incubated with PPP (20.0, 4.0 or 2.0 µg/mL). The error bars indicate the standard deviations of 

replicate tests. Asterisks represent statistically significant differences (**** p<0,0001, One-way ANOVA with 

Tukey’s post-test analysis), and control was considered 100% of cells viability.  

 

 

 

     .  

 

 

Figure S5 Light microscopy of S. aureus 43300 biofilm. Microscopy technique (a, b and c) showing the 

biofilm formation of S. aureus 43300 biofilm with or without PPP coincubation (a) at 4.0 µg/mL (b) and 8.0 

µg/mL (c). Bacteria were grown for 24 h on a  glass coverlip, stained with crystal violet, and observed under a 

microscope at a magnification of 40x. 

S. aureus 43300 
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Figure S6 Tricine SDS-PAGE gel of PPP. Silver 

stained SDS-PAGE of PPP, Lane-M: protein 

marker; lane-PPP: 1mg/mL of  PPP. 
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O presente trabalho teve como objetivo identificar o potencial bioativo de metabólitos 

produzidos por bactérias associadas às esponjas marinha, coletadas na costa brasileira, 

destacando sua capacidade em inibir a formação de biofilme de bactérias patogênicas, 

utilizando como modelos Staphylococcus aureus, Staphylococcus epidermidis e Pseudomonas 

aeruginosa. Essas bactérias são espécies fortes formadoras de biofilme com uma importância 

clínica evidente, já que estão comumente correlacionadas com infecções nosocomiais e 

resistentes (SANTAJIT; INDRAWATTANA, 2016).  

A resistência bacteriana é atualmente uma questão de saúde pública, na qual um grande 

número de bactérias patogênicas, que apresentam diversos fatores de virulência, tem 

desenvolvido mecanismos de resistência devido, especialmente, ao uso incorreto e 

indiscriminado de antibióticos, o que estimula a pressão seletiva positiva, eliminando os 

microrganismos mais sensíveis e permitindo a sobrevida dos mais resistentes via aquisição de 

genes resistência e mutação espontânea (VENTOLA, 2015). Essa situação estimulou o 

desenvolvimento de pesquisas científicas voltadas para a busca de novas moléculas antibióticas 

efetivas contra esses microrganismos, incluindo S. aureus e P. aeruginosa (ASOKAN; 

RAMADHAN; AHMED; SANAD, 2019; TACCONELLI; CARRARA; SAVOLDI; 

HARBARTH et al., 2018). 

Apesar da resistência a antibióticos e fatores de virulência terem conceitos diferentes, 

sendo que a virulência relaciona-se com a habilidade natural de invadir, colonizar  e sobreviver 

no hospedeiro, enquanto a resistência emerge da interação com antibióticos, não são 

características independentes, já que ambos atuam em conjunto visando o desenvolvimento e 

manutenção da infecção (CEPAS; SOTO, 2020). Nesse contexto, a terapia antivirulência 

apresenta-se como uma alternativa promissora para ajudar a combater infecções resistentes, 

pois ela visa atuar sobre os fatores de virulência bacterianos, enfraquecendo esses 

microrganismos e atenuando sua patogenicidade, deixando-os mais suscetíveis à ação do   
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sistema imune do hospedeiro e aos próprios antibióticos (SILVA; ZIMMER; MACEDO; 

TRENTIN, 2016). Ainda, o ambiente marinho, destacando-se os microrganismos marinhos, 

especialmente bactérias, são fontes promissoras de produção de novas moléculas com 

propriedades antimicrobianas por possuírem características bioquímicas, moleculares e 

fisiológicas diversificadas devido ao ambiente adverso, rico em sal, com altas pressões e baixas 

temperaturas, diferentes das bactérias terrestres (AMEEN; ALNADHARI; AL-HOMAIDAN, 

2021; ROMANO; COSTANTINI; SANSONE; LAURITANO et al., 2017).  

Microrganismos associados às esponjas marinhas sobrevivem em um ambiente pobre 

em nutrientes e desfavorável, o que estimula a produção de uma variedade de metabólitos para 

resistir à essas condições (ANTENEH; YANG; BROWN; FRANCO, 2021). Dentre esses 

compostos, já foram identificadas moléculas capazes de inibir o biofilme de Staphylococcus 

spp. (BALASUBRAMANIAN; OTHMAN; KAMPIK; STOPPER et al., 2017; NUNES; 

ROSA; CANELLAS; ROMANOS et al., 2021; SCOPEL; ABRAHAM; HENRIQUES; 

MACEDO, 2013).  

Com base nessas informações, o presente estudo buscou, inicialmente, identificar 

metabólitos secundários produzidos por bactérias isoladas de esponjas marinhas, isto é, 

moléculas de baixo peso molecular com bioatividade contra biofilme, avaliando de forma 

concomitante atividades antibióticas. Entretanto, posteriormente, foram percebidas atividades 

antibiofilme de moléculas maiores, como enzimas, o que redirecionou o objetivo do trabalho, 

generalizando o termo para “metabólitos”.  

Após realizar um rastreamento com esses metabólitos, como descrito no capítulo I, 

confirmou-se o potencial bioativo desses compostos, pois foram identificadas atividades 

antibióticas contra S. aureus, S. epidermidis e P. aeruginosa, com destaque para a potente 

inibição de biofilme – sem afetar o crescimento - promovida por proteínas produzidas pelo 

isolado 208, identificado como Priestia sp (previamente conhecido como Bacillus spp.). Além 
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disso, a bactéria 208 e a 266 também foram capazes de erradicar biofilme maduro de S. aureus, 

ou seja, desorganizar a estrutura de EPS já estabelecida e dispersar o biofilme (ROY; TIWARI; 

DONELLI; TIWARI, 2018). Um esquema geral dos resultados e dados gerados pela presente 

tese estão apresentados na Figura 9. 
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Figura 9. Resumo dos resultados obtidos na presente tese. (I) rastreamento de bioatividade de moléculas 

produzidas por bactérias associadas às esponjas marinhas. (A) Uma secção em esponja marinha da costa brasileira 

foi realizada e coletada; (B) Diferentes colônias bacterianas constituintes da biomassa da esponja marinha foram 

isoladas em laboratório; (C) Estimulou-se a produção de metabólitos de oito bactérias, que foram posteriormente 

testados para atividades antibióticas e antiformação de biofilme contra cepas de bactérias patogênicas, sendo ela 

Staphylococcus aureus, Staphylococcus epidermidis e Pseudomonas aeruginosa. (D) Bactéria número 256 

(Bacillus sp.) apresentou atividade antimicrobiana contra S. epidermidis (ATCC 35984); (E) Bactérias BMPV40 

(Vibrio alginolyticus) e BMPV Mel (Bacillus stratosphericus) foram efetivas contra P. aeruginosa (ATCC 27853), 

inibindo o seu crescimento; (F) Bactérias 202 (não identificada) e 266 (Stenotrophomonas maltophilia) inibiram 

o crescimento de S. aureus (ATCC 25904); (G) Bactéria 208 (Priestia sp.) foi a única célula bacteriana que 

produziu moléculas capazes de inibir o biofilme bacteriano sem afetar seu crescimento, sendo efetivo contra a cepa 

de S. aureus. Bactérias 208 e 266 também foram efetivos em erradicar biofilme maduro de S. aureus. (II) Etapas 

do desenvolvimento do biofilme de S. aureus no qual as moléculas com bioatividade identificadas por esse estudo, 

incluindo uma metalopeptidase, atuaram sobre, sendo elas inibição da adesão (compostos da bactéria 208) e 

estimulação da dispersão (compostos das bactérias 208 e 266). 

 

(I) 

(II) 

Metaloprotease 
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Pelo fato de cerca de 80% das infecções envolverem a presença do biofilme, interferir 

em alguma etapa de formação dessa estrutura parece ser uma opção efetiva para reduzir a 

cronicidade de infecções bacterianas, sendo considerados alvos promissores para a 

antivirulência. Dentre as possibilidades de ação estão: inibir a formação inicial por interferir  na 

adesão; desfazer biofilme maduro e estimular a  dispersão celular; afetar a comunicação célula-

célula (QS) via bloqueio da produção de sinal, degradando a molécula sinal ou rompendo os 

receptores do sinal (ANSARI; ABRAHAM; MASSARO; MURPHY et al., 2017; HENTZER; 

GIVSKOV, 2003; MÜHLEN; DERSCH, 2016). 

O presente estudo encontrou compostos marinhos com atuação sobre o início da 

formação do biofilme de S. aureus, evitando o desenvolvimento das etapas estruturais 

subsequentes, e sobre a arquitetura do biofilme maduro, possivelmente dispondo sobre os 

componentes da matriz como alvo, estimulando sua dispersão (Figura 9). A PPP (partial-

purified-protein) produzida pela bactéria 208 (Priestia sp.) evitou a formação do biofilme 

devido à ação de proteínas, incluindo uma metaloprotease, hipoteticamente através de sua 

interação com estruturas da superfície de S. aureus, inibindo a adesão inicial à superfície.  

A possível aplicação clínica de moléculas ativas com a mesma atividade da PPP 

direciona-se para o recobrimento de dispositivos médicos, como já realizado com a adição de 

antibióticos minociclina e rifampicina em cateteres venoso central, que significativamente 

reduziu a incidência de quadros de bacteremia causada por S. aureus em uma Unidade de 

Terapia Intensiva (UTI) (CHUNG; TOH, 2014; RAMOS; REITZEL; JIANG; HACHEM et al., 

2011),  com peptídeo antimicrobiano (AMP) sintético em cateteres urinários testado em ratos 

(MONTEIRO; COSTA; PIRTTILÄ; TEJESVI et al., 2019) e com peptídeos naturais, como o  

CSP37, produzido pela pimenta vermelha Capsicum baccatum, capaz de inibir biofilme de S. 

epidermidis em superfícies recobertas com a molécula (BOROWSKI; BARROS; DA SILVA; 

LOPES et al., 2020). 
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As atividades de erradicação de biofilme pré-formado de S. aureus também foram 

observadas pelos extratos brutos teoricamente menores que 10 kDa das bactérias 208 e 266. 

Agentes que interferem na estrutura madura do biofilme apresentam um grande potencial para 

tratar infecções vinculadas à presença dessa forma de vida bacteriana e são alvo de vários 

estudos de grupos de pesquisa. A degradação de componentes do biofilme é uma forma efetiva 

de enfraquecê-lo e desmontá-lo (CHUNG; TOH, 2014), assim como matá-lo ou induzir a 

motilidade celular das bactérias através da interferência no QS (CHUNG; POPOVA; MILLIS; 

MUKHERJEE et al., 2006; RENDUELES; KAPLAN; GHIGO, 2013).  

Proteínas e peptídeos presentes na matriz (EPS) são possíveis alvos para estimular essa 

dispersão do biofilme, já que o próprio Staphylococcus spp. secreta proteases extracelulares 

como serino-protease SplABCDEF, SspA (V8) e metaloprotease Aur (do inglês, aureolysin), 

com expressões reguladas pelo sistema Agr (regulador gene acessório), que atuam realizando a 

clivagem proteica e desprendimento do biofilme maduro (KRANJEC; MORALES ANGELES; 

TORRISSEN MÅRLI; FERNÁNDEZ et al., 2021). Portanto, proteases são capazes de desfazer 

o biofilme maduro de S. aureus e podem ser alvo de pesquisas científicas com aplicação na área 

da terapia antivirulência. 

Contudo, apesar de o extrato bruto da fermentação produzido pela bactéria 208 ter 

induzido a atividade de erradicação, assim como os compostos da bactéria 266, a (s) molécula 

(s) responsável (is) por isso são desconhecidas, visto que a atividade foi observada com uma 

mistura complexa de metabólitos produzido por ambas as cepas. Da mesma forma, também não 

é possível afirmar que a substância secretada por Priestia sp. (208), responsável pela 

antiformação do biofilme, é a mesma molécula que erradicou, apesar de isso ser considerado 

uma hipótese. De qualquer forma, os dois alvos terapêuticos – formação e erradicação - são 

efetivos no enfraquecimento de virulência bacteriana.  
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As espécies do gênero Priestia spp. previamente eram identificados como Bacillus spp, 

contudo, o gênero Bacillus spp. recentemente, no ano de 2020, sofreu uma reclassificação, pois 

abrangia mais de 280 espécies, sendo que seus diferentes membros não apresentavam um 

ancestral comum e compartilhavam poucas características. Esse agrupamento de espécies 

distintas provavelmente ocorreu, pois, antigamente, o critério que permitia a inclusão de uma 

bactéria no gênero Bacillus era ter a capacidade de produzir esporos na presença de oxigênio. 

Após essa reavaliação genômica e filogenética, 148 espécies de Bacillus spp. foram realocadas 

em 6 novos gêneros e 11 já existentes. Nesse contexto, o nó evolutivo denominado 

“megaterium”, que inclui Bacillus megaterium, B. aryabhattai, B. flexus, B. koreensis, B. 

abyssalis, B. endophyticus e B. filamentosus, agora compõem o novo gênero denominado 

Priestia spp. Além desses, 5 espécies que ainda não apresentam o genoma sequenciado (B. 

paraflexus, B. qingshengii,  B. taiwanensis, B. pseudoflexus e B. zanthoxyli), são indicados a 

fazer parte desse grupo que compartilha, de forma exclusiva, 2 sequências conservadas na 

proteína oligoribonuclease NrnB (GUPTA; PATEL; SAINI; CHEN, 2020). 

Portanto, os atuais Bacillus e Priestia spp. pertencem ao filo Firmicutes e comumente 

compõem a microbiota de esponjas marinhas. Podem apresentar uma prevalência que varia em 

média de 15-20% entre os isolados bacterianos, considerando que essa população microbiana 

varia entre esponjas. Além disso, apresentam-se como gêneros prevalentes na produção de 

compostos ativos com ação antimicrobiana  (BIBI; YASIR; AL-SOFYANI; NASEER et al., 

2020; DAT; CUC; CUONG; SMIDT et al., 2021; FLEMER; KENNEDY; MARGASSERY; 

MORRISSEY et al., 2012; LEE; WONG; QIAN, 2009).  

Priestia megaterium é um bacilo Gram-positivo descoberto em 1884, encontrado em 

diversos ambientes, incluindo alimentos, água do mar, cavidade oral de humanos, plantas e 

solo, indicando um alto nível de adaptação metabólica decorrente dos variáveis habitats que 

reside (BIEDENDIECK; KNUUTI; MOORE; JAHN, 2021). Há poucos estudos na literatura 
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descrevendo a função dos metabólitos produzidos por P. megaterium com ação antimicrobiana, 

sendo que a maioria descreve como alvo patógenos de plantas, sendo P. megaterium 

considerado um bom agente de biocontrole por ser efetivo contra fitopatógenos (CHEN; CHEN, 

2010; KONG; SHAN; LIU; WANG et al., 2010; XIE; PENG; JI; XIE et al., 2021). Entretanto, 

um estudo no qual uma cepa de P. megaterium foi isolada da microflora oral de voluntários, 

detectou-se a produção de um peptídeo cíclico pela bactéria, que apresentou atividade 

antibiótica contra diversos patógenos clínicos, como Micrococcus luteus, Salmonella 

typhi, Escherichia coli, P. aeruginosa e S. aureus (AL-THUBIANI; MAHER; FATHI; 

ABOUREHAB et al., 2018). Considerando que a bactéria 208 provavelmente é uma cepa da 

espécie P. megaterium, o metabólito ativo produzido por ela, com capacidade de inibir biofilme, 

parece ser uma novidade na literatura. 

De qualquer forma, Bacillus spp. são conhecidos por sua alta capacidade de produzir 

metabólitos bioativos, no qual já foram identificados bacteriocinas, lipopetídeos, toxinas, 

sideróforos, peptídeos, alcalóides, compostos fenólicos, pigmentos, macrolactin e outros, sendo 

que a grande maioria desses compostos apresentaram atividade antimicrobiana (ORTIZ; 

SANSINENEA, 2019). Bacillus spp. isolados a partir do ambiente marinho também já 

mostraram-se efetivos nessa produção, encontrando-se alcaloides de Bacillus licheniformis 

(DEVI; WAHIDULLAH; RODRIGUES; SOUZA, 2010), amidinas de Bacillus pumilus 

(ZHOU; HU; MENG; QU et al., 2018), ciclodepsipeptídeo de Bacillus silvestris (PETTIT; 

KNIGHT; HERALD; PETTIT et al., 2009), compostos fenólicos (amicoumacins) e lactonas  

(macrolactins ) de Bacillus subtilis (LI; XU; LIU; HAN et al., 2012; TAREQ; KIM; LEE; LEE 

et al., 2013) e pirrol (composto orgânico aromático heterocíclico) de Bacillus tequilensis 

(KIRAN; SAJAYAN; GOPAL PRIYADHARSHINI; BALAKRISHNAN et al., 2021). Todos 

os exemplos citados acima apresentaram atividade contra bactérias Gram-positivas, Gram-

negativas e/ou fungos. 
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Já foi relatado também a capacidade de Bacillus spp. isolados do ambiente marinho em 

produzirem moléculas com potencial de inibição de biofilme de bactérias e fungos patogênicos. 

Nesse contexto, foram identificadas moléculas como lipopeptídeo produzido por Bacillus 

amyloliquefaciens atuando sobre o biofilme de P. aeruginosa (SONG; WANG; WANG; LIU 

et al., 2016), polissacarídeo de Bacillus licheniformis inibindo biofilme de E. coli, P. 

fluorescens, Salmonella typhimurium, S. aureus e S. epidermidis (SAYEM; MANZO; 

CIAVATTA; TRAMICE et al., 2011), fenol e furano -produzidos por B. subtilis- efetivos 

contra Streptococcus pyogenes e Candida albicans, respectivamente (SUBRAMENIUM; 

SWETHA; IYER; BALAMURUGAN et al., 2018; VISZWAPRIYA; PRITHIKA; DEEBIKA; 

BALAMURUGAN et al., 2016), além de proteínas sintetizadas por B. cereus e B.licheniformis 

atuando sobre Gram-positivas e Gram-negativas (DUSANE; DAMARE; NANCHARAIAH; 

RAMAIAH et al., 2013; VAIKUNDAMOORTHY; RAJENDRAN; SELVARAJU; 

MOORTHY et al., 2018).  

Dentre os trabalhos descritos na literatura, o estudo realizado por VISZWAPRIYA et 

al. (2016) relatou o potencial da enzima amilase produzida por B. cereus, que foi isolado de 

amostra de água marinha profunda do estado de Goa, na Índia, em inibir o biofilme de P. 

aeruginosa e S. aureus. Em concordância, a presente tese relatou atividade antiformação de 

biofilme por pelo menos uma aminopeptidase, possivelmente pertencente à família M28, 

produzida por uma bactéria marinha do gênero Priestia sp., também efetiva contra S. aureus. 

Ambos os estudos reforçam tanto o potencial biotecnológico de bactérias marinhas em sintetizar 

metabólitos com ação contra patógenos bacterianos, mais especificamente antivirulência, 

quanto a de enzimas em serem agentes antibiofilme. 

  Entretanto, enquanto a amilase parece atuar enfraquecendo proteínas, carboidratos e 

lipídeos que compõem a matriz extracelular, degradando-os (KALPANA; AARTHY; 

PANDIAN, 2012; VAIKUNDAMOORTHY; RAJENDRAN; SELVARAJU; MOORTHY et 
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al., 2018), as hipóteses de mecanismos de atuação de proteases contra biofilme de S. aureus 

incluem: atuação sobre proteínas de adesão célula-célula e de interação com as superfícies, 

impedindo a adesão inicial e evitando a primeira etapa de desenvolvimento do biofilme 

(CAROTHERS; LIANG; MAYFIELD; DONAHUE et al., 2020); atuação no quorum-sensing, 

por ação positiva sobre o gene regulador agr em sistemas independentes de ica, que estimula 

produção de proteases estreptocócicas e consequentemente a dispersão de biofilme (BOLES; 

HORSWILL, 2008; PARK; LEE; CHO; HERZBERG et al., 2012; PARK; LEE; KIM; LEE et 

al., 2012); atuando sobre componentes da matriz extracelular como PNAG (poli-n-

acetilglucosamina), principal constituinte do biofilme de S. aureus (juntamente com ácido 

teicóico) (CHAIGNON; SADOVSKAYA; RAGUNAH; RAMASUBBU et al., 2007). A 

variedade desses diferentes mecanismos já descritos pode ser decorrente dos diferentes tipos de 

protease e da heterogeneidade da matriz do biofilme entre as cepas bacterianas. 

Papa et al., (2013) descreveu a atividade -contra o biofilme de S. aureus, sem interferir 

no crescimento bacteriano - de uma peptidase isolada de Serratia marcescens 

(serratiopeptidase- SPEP), uma metaloproteína extracelular que apresenta um domínio 

catalítico dependente de zinco para a atividade proteolítica, de forma similar a peptidase da 

família M28. O estudo sugeriu que a SPEP afeta o biofilme através da remoção ou regulação 

negativa de proteínas de superfície específicas bacterianas (PAPA; ARTINI; CELLINI; 

TILOTTA et al., 2013). Papa et al também confirmou a ação proteolítica da enzima proteinase 

K sobre proteínas de superfície/adesão de estafilococos, concordando com estudos prévios, 

reforçando o mecanismo de atuação dessa serino-protease (KUMAR SHUKLA; RAO, 2013; 

PAPA; ARTINI; CELLINI; TILOTTA et al., 2013). Esses dados possibilitam hipotetizar que 

a aminopeptidase descrita no presente estudo possa também interagir com estruturas da 

superfície de S. aureus. 
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Metaloproteases são um grupo de diversas enzimas proteolíticas distribuídas em 

famílias de M1 até M91, cada uma representando um conjunto de proteases homólogas. 

Geralmente suas atividades são mediadas por íons, sendo o zinco o mais comum, responsáveis 

por auxiliar a ligação da água na formação da ligação peptídica (HECHT; WYTIAZ; AST; 

SCHULDINER et al., 2013). Na literatura, já foi reportado que Acanthamoeba spp. secreta 

aminopeptidase da família M28 capaz de degradar proteínas do sistema imune inato (sistema 

complemento) de humanos (HUANG; CHANG; SHIH; LIN et al., 2019). Um membro dessa 

família também já foi caracterizada em Saccharomyces cerevisiae (HECHT; WYTIAZ; AST; 

SCHULDINER et al., 2013), assim como uma peptidase extracelular produzida por P. 

aeruginosa que  possivelmente é um novo membro da mesma família (CAHAN; AXELRAD; 

SAFRIN; OHMAN et al., 2001). Além disso, também já foi identificada uma aminopeptidase 

(BSAP) de Bacillus subtilis, codificado pelo gene ywaD, pertencente à família M28 

(FUNDOIANO-HERSHCOVITZ; RABINOVITCH; SHULAMI; REILAND et al., 2005; 

GAO; LIU; CUI; ZHOU et al., 2014). 

Nesse estudo de Fundoiano-Hershcovitz et al. (2005), o produto do gene ywad de B. 

subtilis foi classificado como metalopeptidase M28, no qual sua atividade catalítica foi 

confirmada incubando a enzima com diversos inibidores. Desses, observou-se que apenas 

EDTA e 1,10-fenantrolina afetaram a atividade da enzima, sendo insensível a PMSF (inibidor 

de serino-protease) e pepstatina (inibidor de proteases aspárticas), indicando a necessidade de 

ter pelo menos um íon metal para sua funcionalidade. Esse resultado concorda com o observado 

no capítulo II dessa tese, no qual a enzima ativa perdeu atividade também na presença dos 

mesmos dois inibidores e tem afinidade pelo íon zinco. Portanto, o presente estudo relata, pela 

primeira vez na literatura, a possibilidade de ao menos uma aminopeptidase sintetizada por 

Priestia sp., possivelmente pertencente à família M28, apresentar potencial para inibir a 
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formação de biofilme de cepas sensíveis e multirresistentes de S. aureus, podendo contribuir 

para a área de estudo da terapia antivirulência.  
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5. CONCLUSÕES GERAIS 
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Os resultados obtidos na presente tese reforçam o potencial biotecnológico de moléculas 

produzidas por microrganismos marinhos, destacando a bioatividade de metabólitos secretados 

por bactérias associadas às esponjas marinhas. O ambiente marinho estimula seus habitantes a 

produzirem moléculas quimicamente diversas comparado com organismos terrestres, que lhes 

conferem vantagens adaptativas, o que pode ser amplamente explorado pela indústria 

farmacêutica. 

As bactérias marinhas como espécies do gênero Bacillus e Priestia spp. são ricas fontes 

de compostos ativos, no qual já foram identificados alguns com potencial antimicrobiano e 

antivirulência. O presente estudo reforçou essas ações mostrando a atividade de metabólitos 

marinhos de origem bacteriana em inibir o crescimento e/ou o biofilme de espécies de 

Staphylococcus spp e P. aeruginosa, bactérias de importância clínica e muito relacionadas com 

infecções nosocomiais e resistentes.  

Além disso, enzimas extracelulares com atividade proteolítica de origem bacteriana 

podem ser uma interessante linha de investigação para sua aplicação na terapia antivirulência, 

já que claramente sua atividade pode afetar a estrutura do biofilme de bactérias patogênicas. 

Portanto, podem ser exploradas como uma alternativa para enfraquecer bactérias tolerantes, 

deixando-as suscetíveis à ação do sistema imune do hospedeiro e antibióticos, contribuindo, 

assim, para reverter o quadro mundial de agravamento de infecções crônicas.  

Como perspectivas desse trabalho, objetiva-se isolar a enzima proteolítica bioativa 

através de cromatografias de troca iônica e gel filtração e caracterizá-la de forma mais 

detalhada, avaliando estabilidade frente à diferentes temperaturas e pH, além de testar a 

atividade frente à presença de substratos específicos para proteases e sua capacidade de romper 

biofilme formado. Posteriormente, sintetizar peptídeos sintéticos baseados nas sequências de 

sítios catalíticos da enzima, a fim de otimizar a atividade para uso na indústria farmacêutica.  
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APÊNDICE A 

EXPERIMENTOS ADICIONAIS 
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Apêndice destinado para a descrição de métodos experimentais realizados ao longo do 

período de doutorado (2017-2021) que não foram incluídos nos capítulos I e II. A ordem desses 

experimentos (destacados em vermelho) segue a linha do tempo exibida abaixo. 

 

 

 

 

1. SISTEMA DE COINCUBAÇÃO 

Pelo fato de o extrato bruto (menor do que 10 kDa) da bactéria BMPV 40 (identificada 

como Vibrio alginolyticus) ter apresentado atividade antibiótica significativa contra P. 

aeruginosa, com uma inibição de 40% no seu crescimento, durante a etapa de rastreamento de 

moléculas, realizou-se a coincubação da BMPV 40 com a presença de P. aeruginosa (PA) morta 

por calor (heat killed, HK) exposta à uma temperatura de 60⁰ C por 30 min, visando estimular 

mais a produção de metabólitos da bactéria marinha contra essa cepa patogênica. A técnica de 

coincubação já foi relatada como um dos mais eficazes métodos para estimular a produção de 

metabólitos secundários, já que essas moléculas são produzidas como mecanismo de defesa 

contra outros microrganismos, estimulando também a produção de compostos novos ou raros, 

não encontrados em cultivos puros. Além disso, essa produção pode ser direcionada quando 

incubados com patógenos alvo (KIM; LEE; HWANG; KIM et al., 2021). 
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Para isso, foi realizado um teste piloto no qual adicionou-se em um Erlenmeyer: 90 mL 

de meio marinho líquido, 9 mL de inóculo bacteriano da BMPV (OD ±0,500nm) em salina e 1 

mL de P. aeruginosa morta por calos (PA HK), com uma OD de ±0,150. O sistema foi incubado 

em shaker (150 rpm) à 28⁰ C por 24 h. Nenhum inóculo bacteriano foi adicionado na condição 

controle e uma terceira condição sem a presença de PA HK (apenas com BMPV 40) também 

foi inoculada. Após, centrifugou-se os fermentados (10.000 rpm por 40 min à 4⁰ C). O filtrado 

bruto foi então fracionado com o auxílio de um ultrafiltro de 10 kDa, e os compostos que 

passaram pelo o filtro foram utilizados para o teste de antiformação de biofilme contra P. 

aeruginosa através da técnica de cristal violeta como descrito previamente. A coincubação de 

BMPV 40 com PA HK não estimulou o aumento da atividade antibiótica contra a bactéria 

Gram-negativa (Figura A), resultando no abandono da metodologia. 
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Figura A: Coincubação entre BMPV 40 e Pseudomonas aeruginosa morta por calor (heat-killed - HK) e a ação 

antibiótica de metabólitos secundários produzidos por essa bactéria marinha contra P. aeruginosa. BMPV 40 foi 

fermentado com a presença ou ausência de P. aeruginosa morta por calor (PA HK) por 24 h à 28⁰ C e 150 rpm. 

Controle com salina foi considerado 100% de crescimento bacteriano. As barras pretas representam o desvio 

padrão (±DP) das replicatas biológicas. As diferentes letras representam diferenças estatísticas significativas 

(p<0,0001) através do teste one-way ANOVA e pós-teste de Dunnett.  
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2. EXTRAÇÃO 

A extração com acetato de etila do fermentado bruto de 72 h produzido pela bactéria 

marinha BMPV Mel (Bacillus stratosphericus) foi realizado com o objetivo de separar os 

compostos em duas frações: aquosa e orgânica. Essa metodologia seguiu o protocolo já descrito 

por Wu et al., (2014) com modificações (WU; OESKER; WIESE; SCHMALJOHANN et al., 

2014). Para isso, a bactéria marinha (100 mL em meio marinho) foi fermentada por 72 horas à 

28⁰ C e 150 rpm. 50 mL do extrato bruto foi misturado com 50 mL de acetato de etila absoluto 

(proporção 1:1) e as fases aquosa e orgânica foram separadas. O composto orgânico foi então 

evaporado e a amostra resultante posteriormente liofilizada. A fração aquosa também foi 

liofilizada e ambas frações (0,1 mg/mL) foram testadas para atividade antibiótica contra P. 

aeruginosa. Nenhuma fração apresentou atividade (dados não mostrados).  

 

3. CROMATOGRAFIA GEL FILTRAÇÃO 

Fermentado de 24 h da Bactéria 208 (Priestia sp.), após ser filtrado com ultrafiltro de 

10 kDa (Millipore), foi fracionado através de cromatografia de gel-filtração com a coluna 

Sephadex G-10 (GE Healthcare), utilizada para purificar peptídeos. Foram adicionados 800 µL 

de filtrado (70 µg/mL) na coluna. 24 frações de 2 mL cada foram coletadas e testadas para 

atividade de inibição do biofilme de S. aureus Newman. Nenhuma fração apresentou uma 

atividade evidente, visto que a fração 16 (com maior atividade) diminuiu apenas 15% da 

estrutura analisada (Figura B). 
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Figura B: Teste de antiformação de biofilme contra S. aureus com frações oriundas de cromatografia de gel-

filtração. Extrato menor que 10 kDa do fermentado 24 h da bactéria 208 (Bac 208) teve atividade antiformação de 

biofilme testada contra S. aureus Newman após ser fracionado por uma coluna Sephadex G-10 de gel filtração. 

Amostra foi substituída por salina na condição controle. Apenas uma replicata técnica e biológica foi realizada. 

 

Entretanto, optou-se por juntar as frações que apresentaram uma leve atividade e realizar 

o teste de antiformação de biofilme novamente. Dessa forma, as seguintes frações foram unidas: 

a) frações 1, 2 e 3 (denominada Fração 1); b) frações 13, 14, 15 (denominada fração 2) e c) 16; 

frações 17, 18e 19 (denominada fração 3). Não foi detectado qualquer tipo de bioatividade 

contra S. aureus Newman (Figura C). 
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Figura C: Frações 1, 2 e 3 oriundas de cromatografia de gel filtração contra biofilme de S. aureus. Extrato menor 

que 10 kDa do fermentado 24 h da bactéria 208 (Bac 208) foi separado com uma coluna Sephadex G-10 de gel 

filtração, gerando 24 frações. Dessas, uniu-se as frações 1, 2 e 3, (denominada Fração 1); 13, 14, 15 e 16 

(denominada Fração 2); 17, 18 e 19 (denominada Fração 3). O teste foi realizado em triplicata biológica (barras 
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pretas representam o desvio padrão) e analisado estatisticamente através do teste de one-way ANOVA com pós-

teste de Tukey. Controle com salina foi considerado 100% de crescimento de biofilme e o antibiótico utilizado 

como controle antimicrobiano foi a vancomicina (8 µg/mL). 

 

 

 

4. PRECIPITAÇÃO PROTEICA 

Após a constatação de que o composto ativo produzido pelo extrato da bactéria 208 

tinha origem proteica, dois protocolos de precipitação de proteína foram testados: precipitação 

com ácido tricloroacético (TCA 10%) e com sulfato de amônio (salting-out) com saturação 

inicial de 80%. A precipitação com sulfato de amônio mostrou-se mais eficaz devido a evidente 

banda proteica em destaque no gel de Tri-Tricina SDS, desenvolvido segundo protocolo de 

SCHÄGGER (2006) (Figura DI), além de possibilitar a realização de testes biológicos após a 

precipitação, diferentemente do TCA 10%, que cliva ligações de hidrogênio desfazendo a 

estrutura secundária da proteína, ou seja, desnaturando-a (KOONTZ, 2014). 

Posteriormente, testou-se diferentes saturações com o sal (20, 40, 60 e 80%) para 

averiguar qual a melhor quantidade de sulfato de amônio para precipitar a proteína ativa - de 

acordo com a metodologia previamente descrita por DUONG-LY; GABELLI (2014) -, e 

concluiu-se que a saturação ideal era de 60%, visto que uma forte atividade antiformação contra 

S. aureus foi observada (Figura DII). Além disso, a saturação 80% apresentou uma solubilidade 

reduzida.  

 

173 



 
    180 
 

**** **** 

 

S. aureus Newman

O
D

 5
7
0
n

m

C
ontr

ol

60
%

sa
tu

ra
çã

o

A
ntib

ió
tic

o

0.0

0.5

1.0

1.5

2.0

1
0
0
%

8
%

4
%

 

Figura D: Precipitação de proteínas oriundas do extrato parcialmente fracionado de Priestia sp (bactéria 208). (a) 

Extrato bruto da bactéria marinha 208 teve suas proteínas precipitadas através do uso de ácido tricloroacético 

(10%) e sulfato de amônio (saturação de 80%); (b) Formação de biofilme de S. aureus após a incubação com 

proteínas do extrato da bactéria marinha 208 precipitadas (60% saturação com sulfato de amônio) e dessalinizadas. 

O teste de quantificação da formação do biofilme foi realizado em duplicata biológica (barras pretas indicam o 

desvio padrão) e analisado estatisticamente através do teste de teste t Student (**** p<0,0001). Controle com 

salina foi considerado 100% de crescimento de biofilme e o antibiótico utilizado como controle antimicrobiano 

foi a vancomicina (8 µg/mL). M: marcador de passo padrão. 

 

Após o desenvolvimento de um protocolo padrão para isolar parcialmente a proteína 

ativa, no qual incluiu: (a) fracionamento com ultrafiltros (30 e 10 kDa), (b) precipitação com 

60% de saturação com sulfato de amônio, (c) dessalinização com membrana semipermeável 

(Pur-A-Lyzer Midi 6000 Dialysis Kit, Sigma) e (d) quantificação de proteína por kit BCA 

Protein Assay (Pierce), a amostra passou a ser denominada de partial purified protein (PPP). A 

partir dessa amostra, realizou-se um gel de Tricina SDS-PAGE (concentração proteica de 1 

mg/mL) que foi corado com Coomassie blue ou nitrato de prata. O padrão de bandas proteicas 

foi mais evidente quando corado com nitrato de prata, comparado com a coloração de 

Coomassie blue (Figura E). 

M 
(II) (I) 
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Figura E: Padrão proteico referente ao extrato da bactéria 208 (tamanho entre 30 e 10 kDa) após precipitação com 

60% de saturação de sulfato de amônio. (I) proteínas coradas com Coomassie blue; (II) bandas coradas com nitrato 

de prata. M: marcador de peso padrão; 208: extrato amostral. 

 

5. CROMATOGRAFIA DE FASE REVERSA 

Após verificar a presença de muitas proteínas no gel, diversas cromatografias foram 

realizadas a fim de isolar a proteína bioativa. Primeiro, cartuchos de coluna C18 Sep-Pak 

(Waters) de 5 mL – constituída de sílica de fase reversa hidrofóbica- foram carregados com 132 

µg/mL de PPP e concentrações crescentes de metanol absoluto (5, 10, 15, 20, 30, 50, 70, 85, 

100%) e 100% de acetonitrila foram utilizados para eluir as proteínas da coluna. Foram geradas 

10 frações de 1 mL cada, sendo que o solvente orgânico foi evaporado e as amostras diluídas 

em água deionizada para posterior teste de formação de biofilme. Nenhuma atividade foi 

detectada nas frações analisadas (Figura F). 

208 208 208 208 M M 
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Figura F: Formação de biofilme de S. aureus após incubação com frações oriundas do cartucho C18 de fase 

reversa. O teste de formação de biofilme foi realizado em triplicata biológica e analisado estatisticamente através 

do teste de one-way ANOVA. As barras pretas representam o desvio padrão (±DP) entre as replicatas. Controle 

com salina representa 100% de biofilme formado e o antibiótico utilizado como controle antibiótico foi a 

vancomicina (8 µg/mL).  

 

 

6. AKTA 

Através da utilização do sistema automatizado de cromatografia (AKTA Start), 

conectou-se uma coluna de gel filtração (HiPrep 16/60 Sephacryl S-100, 120 mL) e injetou-se 

1 mL de PPP (585,7 µg/mL) com PBS 10 mM pH 7,0 como eluente. 98 frações de 1 mL foram 

coletadas e todas elas testadas no ensaio com cristal violeta. Do total, 25 frações apresentaram 

ação de antiformação do biofilme de S. aureus Newman, entretanto o máximo de atividade 

identificada foi 30% de inibição distribuída em diversas frações (dado não mostrado), o que foi 

considerado uma baixa atividade comparada com o potencial previamente detectados de 92% 

de inibição apenas com a precipitação proteica. Esse resultado possivelmente se deve à uma 

alta diluição amostral propiciada por essa metodologia. 

Portanto, optou-se por realizar uma cromatografia de troca iônica. A coluna de escolha 

inicialmente foi uma catiônica HiTrap SP-Sepharose 5 mL (GE Healthcare), no qual foi 

carregada com 210 µg/mL de PPP. 56 frações de 1 mL foram geradas e testadas quanto a sua 
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capacidade de inibir biofilme de S. aureus. Não houve atividade das frações ligadas à coluna 

(dado não mostrado). 

Em seguida, substituiu-se a coluna cromatográfica por uma aniônica HiTrap Q-

Sepharose 5 mL (GE Healthcare). Adicionou-se 114,86 µg/mL de PPP na coluna, e utilizou-se 

como tampões para eluição o tampão A ácido 2-etanossulfônico (MES) 50 mM pH 6,0 e tampão 

B (MES 50 mM+ 1M NaCl) pH 6,0. O resultado de purificação parcial obtido nesse 

experimento já foi descrito no Capítulo II.  
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