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RESUMO 

 

Amebas de vida livre (AVL) podem ser encontradas em diferentes 

ambientes, onde se alimentam de diversos micro-organismos. Algumas bactérias, 

vírus e fungos predados por AVL são chamados de micro-organismos resistentes a 

amebas (MRA), pois resistem à fusão lisossomal e são capazes de se multiplicar e se 

evadir das AVL após a internalização. As amebas podem ser ferramentas para a 

identificação desses micro-organismos intracelulares, como também ser utilizadas 

para estudos de virulência, patogenicidade e interação micro-organismo-hospedeiro. 

O objetivo do trabalho foi utilizar dois métodos de identificação de micro-organismos 

ambientais, denominados cocultura e enriquecimento amebiano, além de aplicar a 

culturômica, para identificar AVL e MRA em amostras de água de origem 

antropogênica externa e nosocomial. Utilizando a cocultura amebiana e a culturômica, 

foram identificados 17 gêneros diferentes, incluindo Mycobacterium spp., 

Pseudomonas spp., Candida spp. e a bactéria fastidiosa Bosea vestrisii. Das amostras 

positivas para AVL,  utilizando o enriquecimento amebiano, foram identificadas 

Acanthamoeba spp. (90,9%), Vermamoeba vermiformis (54,5%) e Naegleria spp. 

(45,4%). 
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ABSTRACT 

 

Free living amoebae (FLA) can be found in different environments, where 

they feed on diverse microorganisms. Some bacteria, viruses and fungi preyed by FLA 

are called amoeba-resistant microorganisms (ARM), as they resist to lysosomal fusion 

and are capable of multiplying and evading FLA after internalization. Research show 

that amoebae can be tools for intracellular microorganisms identification, as well as for 

research of virulence, pathogenicity and microorganism-host interaction. The aim of 

this work was to apply two methods for identification of environmental microorganisms, 

called amoebal coculture and amoebal enrichment, as well applying culturomics to 

identify FLA and ARMs in water samples of external anthropogenic and nosocomial 

environment. Seventeen different microorganisms genera have been identified 

through amoebic coculture and culturomics, including Mycobacterium spp., 

Pseudomonas spp., Candida spp. and the fastidious bacteria Bosea vestrisii. Of the 

positive samples for FLA, through amoebal enrichment, Acanthamoeba spp. (90,9%), 

Vermamoeba vermiformis (54,5%) and Naegleria spp. (45,4%) were identified. 
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1. INTRODUÇÃO 

Amebas de vida livre (AVL) podem ser encontradas em diferentes tipos 

de ambientes, como água, solo e ar. São micro-organismos bastante resistentes 

pois possuem a capacidade de encistar ao entrarem em contato com condições 

adversas de temperatura, disponibilidade de nutrientes, pressão osmótica ou pH, 

permanecendo ficam viáveis por muito tempo e, quando o ambiente se torna 

favorável, transformam-se novamente na sua fase metabolicamente ativa chamada 

trofozoíto (RODRIGUEZ-ZARAGOZA, 1994). 

As AVL alimentam-se de diversos micro-organismos, como fungos, 

algas, vírus, leveduras, outros protozoários e, principalmente, bactérias. Entretanto, 

algumas bactérias, vírus e fungos são chamados de micro-organismos resistentes 

a amebas (MRA) pois evitam ou escapam da fusão lisossomal, sobrevivendo à 

internalização e, em alguns casos, multiplicam-se dentro da ameba e as lisam 

(GREUB; RAOULT, 2004). Alguns desses MRA são fastidiosos ou não cultiváveis 

e, junto a isso, diversas espécies de importância clínica são consideradas MRA 

(THOMAS et al., 2010; BALCZUN; SCHEID, 2017). 

As AVL possuem funções ecológicas e evolutivas com algumas espécies 

de bactérias resistentes a amebas (BRA): formam um nicho replicativo para as 

bactérias, servem como armadura contra biocidas, podem ser usadas como 

“cavalos de Tróia” (vetores) para invadir hospedeiros e causar infecções, auxiliam 

na criação de novos modos de disseminação, são usadas como “campos de 

treinamento” para aumentar a virulência e podem promover intercâmbio de genes 

(KEBBI-BEGHDADI, GREUB, 2014; KHAN, 2014). 

Devido às AVL poderem ser utilizadas em estudos sobre interação com 

os MRA, assim como ferramentas para a descoberta de novos micro-organismos 

intracelulares (LA SCOLA et al., 2003c; EVSTIGNEEVA et al., 2009; LIENARD; 

GREUB, 2011; JACQUIER et al., 2013), o presente estudo tem como objetivo  

implementar novos métodos de identificação de micro-organismos e 

consequentemente abrir possibilidades para novos estudos visando melhor 

compreender as interações entre AVL e MRA. 
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2. OBJETIVOS  

 

2.1 Objetivo Geral 

Implementar no laboratório de Parasitologia da UFRGS métodos de 

crescimento de micro-organismos chamados cocultura e enriquecimento amebiano 

para auxiliar na identificação de micro-organismos ambientais. 

 

2.2 Objetivos Específicos 

2.1.1 Avaliar se a metodologia da cocultura amebiana auxilia na 

identificação de MRA 

2.1.2 Avaliar se a metodologia do enriquecimento amebiano auxilia na 

identificação de AVL 

2.1.3 Avaliar a culturômica e MALDI-TOF MS como ferramentas para 

isolamento e identificação de MRA  em amostras ambientais. 
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3. REVISÃO DA LITERATURA 

 

3.1 Amebas de vida livre 

Amebas de vida livre (AVL) são protozoários unicelulares que podem ser 

encontrados em diferentes tipos de ambientes, como água, solo, esgoto, ar, biofilmes 

e nas interfaces água-solo, água-animal, água-ar, água-planta, onde se alimentam de 

fungos, bactérias, algas, vírus, leveduras e de outros protozoários (incluindo outras 

amebas). São capazes de sobreviver em condições adversas de temperatura, 

disponibilidade de nutrientes, pressão osmótica e pH (RODRIGUEZ-ZARAGOZA, 

1994; DE CARLI; MOURA, 2001; LA SCOLA et al., 2003a). Possuem duas formas de 

vida: a forma metabolicamente ativa, chamada trofozoíto, e o cisto, que é a forma 

dormente e de resistência. Quando o ambiente possui condições desfavoráveis para 

sua sobrevivência, como falta de nutrientes ou condições inadequadas de 

temperatura, pH, escassez de nutrientes, etc., a ameba permanece viável na forma 

de cisto, devido sua alta resistência, até o ambiente se tornar favorável novamente e 

assim, desencistar para a forma trofozoítica (GREUB; RAOULT, 2004; NEVES, 2005). 

Existem várias espécies conhecidas de AVL, porém os organismos mais 

estudados são Acanthamoeba spp., Balamuthia spp., Vermamoeba vermiformis e 

Naegleria spp., por serem responsáveis por casos de infecção humana, como 

meningoencefalite amebiana primária, causada por Naegleria fowleri em indivíduos 

hígidos e encefalite amebiana granulomatosa, causada pelos gêneros Acanthamoeba 

e Balamuthia, em imunocomprometidos. Em pessoas imunocompetentes, o gênero 

Acanthamoeba e a espécie V. vermiformis já foram relacionados a ceratite amebiana 

(DE CARLI; MOURA, 2001; ABEDKHOJASTEH et al., 2013). 

 

3.2 Amebas de vida livre como fontes de micro-organismos 

No ambiente, a alimentação das AVL inclui principalmente bactérias, algas 

e fungos, os quais são digeridos por fusão lisossomal após a fagocitose. Entretanto, 

alguns desses micro-organismos resistem às amebas, evitam ou escapando da fusão 

ao lisossomo, sendo assim capazes de sobreviver, multiplicar-se e sair das AVL após 

a internalização. Esses micro-organismos são chamados por alguns autores de micro-

organismos resistentes a amebas (MRA) (GREUB; RAOULT, 2004; LA  SCOLA, 

2014). Alguns micro-organismos internalizados em AVL possuem relação 

endossimbiótica variável com o hospedeiro, permanecendo dentro das AVL ou 
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causando lise das mesmas, dependendo das condições ambientais (GREUB et al., 

2003).  

Com o desenvolvimento da habilidade de permanecerem internalizados, os 

MRA adquiriram diferentes relações com as AVL. Uma das relações ecológicas entre 

AVL-MRA inclui transferência horizontal de genes entre diferentes micro-organismos 

no interior da ameba e entre MRA-AVL (GREUB; RAOULT, 2003; OGATA et al., 2006; 

THOMAS; GREUB, 2010).  

Como os MRA permanecem viáveis dentro da ameba, protegidos de 

condições adversas, as AVL podem auxiliar na sua disseminação como um “Cavalo 

de Tróia” para infectar organismos, protegendo os MRA e enganando as defesas 

iniciais do sistema imune até atingir o local que provocará lise da ameba e, assim, 

causar a infecção no hospedeiro (KEBBI-BEGHDADI; GREUB, 2014; STAGGEMEIER 

et al., 2016; BALCZUN; SCHEID, 2017). 

As AVL podem selecionar traços de virulência dos micro-organismos 

internalizados, como em um “campo de treinamento” (SCHEID, 2014). Cirillo et al. 

(1994, 1997) mostraram que as espécies patogênicas humanas Legionella 

pneumophila e Mycobacterium avium aumentaram sua virulência após contato com 

AVL. Entretanto, o aumento de virulência não se dá apenas nos micro-organismos 

internalizados. Um estudo realizado por Nunes et al. (2016) indica que o fungo 

Fusarium solani, após cocultura com  Acanthamoeba castellanii, aumentou sua 

virulência e a ameba, por sua vez, também aumentou sua virulência após contato com 

o fungo (Figura 1). Esses dois micro-organismos estão relacionados a casos de 

ceratite, sendo relatados casos de coinfecção. Os dados deste estudo sugerem que a 

interação entre esse fungo e Acanthamoeba spp. pode levar a um agravamento de 

ceratites com esse tipo de coinfecção. 

 

 

Figura 1 – Hifa de Fusarium solani emergindo de Acanthamoeba castellanii. Microscopia 
eletrônica (barra de escala: 25 µm). Nunes et al. (2016). 
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La Scola et al. (2003c) descobriram um vírus que se assemelha a uma 

bactéria devido ao seu tamanho ao inocularem amostras de água de torres de 

resfriamento em cocultura com Acanthamoeba polyphaga. Essa primeira espécie de 

vírus gigante foi chamada de Acanthamoeba polyphaga mimivirus, também conhecido 

apenas como Mimivirus, é um vírus NCLDV (Nucleo-cytoplasmic Large 

Deoxyribovirus), relacionado com Iridoviridae, Baculoviridae, Phycodnaviridae e 

Poxviridae, o qual possui 600 nm e um genoma de 1,2 Mb e é frequentemente 

relacionado a pacientes com pneumonia (LA SCOLA et al., 2003c; LA SCOLA, 2014). 

Outros vírus gigantes, como Lausannevirus (Figura 2), Marseillevirus e Pandoravirus 

também já foram isolados em amostras ambientais utilizando a cocultura amebiana 

(BOYER et al., 2009; THOMAS et al., 2011; PHILIPPE et al., 2013). 

 

 

Figura 2 – (A) Microscopia eletrônica de partículas virais de Lausannevirus no citoplasma de 
Acanthamoeba castellanii (barra de escala: 500 nm). (B) Partículas virais de Lausannevirus 
(verde) através da técnica de imunoflurescência e microscopia confocal após 8h de infecção 

em A. castellanii (barra de escala: 10 µm). Thomas et al. (2011). 

 

3.3 Bactérias Resistentes a Amebas 

Bactérias resistentes a amebas (BRA) podem ser isoladas de amostras 

ambientais e clínicas, tanto em trofozoítos quanto em cistos amebianos (GREUB; 

RAOULT, 2004; BALCZUN; SCHEID, 2017). 

Entre as BRA conhecidas, existem espécies patógenas ao ser humano, 

como Vibrio cholerae, Pseudomonas spp., Legionella pneumophila, Campylobacter 

jejuni, Klebsiella pneumoniae e Mycobacterium avium (ROWBOTHAM, 1980; THOM 

et al., 1992; CIRILLO et al., 1997; SNELLING et al., 2005; KEBBI-BEGHDADI; 

GREUB, 2014; MASCHIO et al., 2015; MAISONNEUVE et al., 2017).  

As BRA consideradas patogênicas representam um alto risco para a saúde 

A B 
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pública pois, ao estarem internalizadas em AVL, não são afetadas pelo tratamento 

convencional com biocidas devido a alta resistência das AVL (BALCZUN; SCHEID, 

2017).  

Bactérias ditas fastidiosas se mostraram viáveis por mais tempo e se 

tornaram mais fáceis de se identificar em amostras clínicas após cocultura amebiana. 

Cepas de Campylobacter jejuni sobreviveram por períodos mais longos quando 

cultivadas com amebas do que quando cultivadas sozinhas (AXELSSON-OLSSON et 

al., 2005) e após cocultura amebiana o diagnóstico de Legionella anisa foi facilitado, 

tornando-se um método de diagnóstico mais sensível e conveniente comparado ao 

método de diagnóstico apenas com meios de cultivo específicos (LA SCOLA et al., 

2001). 

 

3.4 Enriquecimento e Cocultura Amebiana 

Devido ao grande número de micro-organismos que podem ser 

encontrados em AVL, as amebas se tornaram uma ferramenta valiosa para seu 

isolamento e identificação. Com o objetivo de identificar MRA, dois métodos foram 

elaborados por Lienard e Greub (2011), chamados cocultura amebiana e 

enriquecimento amebiano. 

O método de cocultura amebiana, utilizando amostras ambientais ou 

clínicas, permite aos micro-organismos presentes nas amostras utilizarem AVL como 

hospedeira, sendo necessária observação frequente para verificar se os micro-

organismos invadiram as células amebianas ou provocaram lise amebiana. Já no 

método de enriquecimento amebiano há o isolamento de AVL em ágar não-nutritivo 

(ANN) coberto com Escherichia coli inativada, e analisa-se a possibilidade dessas 

amebas isoladas carrearem micro-organismos internalizados. Em ambos os métodos 

o DNA é extraído e os MRA e AVL podem ser identificados através de 

oligonucleotídeos universais, como 16S rDNA para bactérias e 18S rDNA para 

amebas, ou oligonucleotídeos específicos, de acordo com o objetivo do estudo, 

podendo ser complementado com microscopia eletrônica, colorações e hibridização 

fluorescente in situ (FISH) (JACQUIER et al., 2013). Lienard e Greub (2011) discorrem 

que a cocultura amebiana é mais eficiente que o enriquecimento amebiano para a 

recuperação de bactérias intracelulares, podendo ambas as técnicas serem usadas 

em paralelo pois, enquanto a cocultura amebiana fornece informações sobre MRA, o 

enriquecimento amebiano também pode fornecer informações sobre os hospedeiros 
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dos MRA isolados. Ambos métodos já promoveram diversos isolamentos bacterianos 

e virais (Figura 3). 

 

  

Figura 3 – A: Microscopia de contraste de fase - Internalização de Arcobacter butzleri nos 
vacúolos de A. castellanii após 50 minutos de cocultura, através da microscopia de contraste 

de fase. Villanueva et al. (2016). B: Microscopia óptica (100 X) – Coloração de Gimenez 
mostrando V. vermiformis contendo bactérias intracelulares. Pagnier et al. (2015). 

 

A cocultura e o enriquecimento amebiano podem ser utilizados para 

avaliação da biodiversidade ambiental e para o descobrimento de novas espécies de 

micro-organismos (LA SCOLA et al., 2003c; EVSTIGNEEVA et al. 2009; PAGNIER et 

al., 2015; LIENARD et al., 2017; ANDREANI et al., 2017; BALCZUN; SCHEID, 2017; 

YOUSUF et al., 2017), assim como utilizar amostras clínicas e de ambientes 

hospitalares a fim de avaliar AVL e MRA associados a doenças (LA SCOLA et al., 

2003a; GREUB; RAOULT, 2004; THOMAS et al., 2006; PAGNIER et al., 2015). 

 

3.5 Culturômica 

O método da culturômica foi criado por Lagier et al. (2012) para 

identificação de espécies bacterianas da microbiota intestinal humana, com o objetivo 

de identificar o maior número possível de bactérias da amostra utilizando diferentes 

condições de crescimento. A identificação é realizada via MALDI-TOF MS (Matrix-

Assisted Laser Desorption/Ionization Time-Of-Flight Mass-Spectrometry) e, caso não 

seja possível a identificação dessa forma, o gene 16S é amplificado e sequenciado 

(AMRANE et al., 2018; LAGIER et al., 2018). Lagier et al. (2012), ao elaborarem esse 

método, utilizaram 212 diferentes condições de crescimento bacteriano, incluindo 

A B 
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cocultura amebiana, para analisar três amostras de fezes de três pessoas diferentes. 

Como resultado, a equipe identificou 340 espécies de bactérias, sendo 174 destas 

ainda não descritas como presentes no intestino humano e 31 novas espécies e 

gêneros bacterianos. Comparando aos resultados da metagenômica, método de 

identificação usualmente empregado em pesquisas em microbiota intestinal, 

utilizando as mesmas amostras de fezes, a equipe identificou 698 filotipos, dentre eles 

282 espécies já conhecidas. Entretanto, apenas 51 espécies identificadas pela 

metagenômica se sobrepõem com a identificação pela culturômica. Através desse 

trabalho, a culturômica se mostrou complementar à metagenômica, principalmente 

pela capacidade de identificar populações menos abundantes, em estudos do 

microbioma intestinal. 

Apesar do maior foco das pesquisas envolvendo amostras de origem 

humana serem de amostras de fezes, a culturômica abriu espaço para estudos 

envolvendo microbiota humana geral, com outros tipos de amostra. Por exemplo, 

amostras oriundas da pele, do leite materno, da boca, de fluído vaginal, da região 

sinusal e da urina foram utilizadas na culturômica, proporcionando até mesmo a 

descoberta de novas espécies bacterianas (MORAND et al., 2016; BRAHIMI et al., 

2017; BELKACEMI et al., 2018a; BELKACEMI et al., 2018b; BEYE et al., 2018; DIOP 

et al., 2018; FALL et al., 2018; NDIAYE et al., 2018; TOGO et al., 2018). 

Além de pesquisas com o objetivo de identificar espécies bacterianas da 

microbiota humana, a culturômica também está sendo utilizada em pesquisas 

envolvendo amostras animais e ambientais. Papadioti et al. (2017a, 2017b, 2017c) e 

Azhar et al. (2017a, 2017b) identificaram, através da culturômica e metagenômica, 

novas espécies bacterianas em amostras de ar em ambiente urbano. Djaballah et al. 

(2018) identificaram uma nova espécie bacteriana, Streptomyces massilialgeriensis, 

em um solo extremamente salino. Pesquisas envolvendo insetos também têm 

utilizado a culturômica: González-Escobar et al. (2018) utilizaram o método para 

identificar bactérias do intestino de larvas de formiga e Tandina et al. (2016) utilizaram 

para identificar e comparar a microbiota intestinal de mosquitos adultos selvagens com 

os de laboratório, além de utilizar a culturômica para identificar as bactérias presentes 

na água de reprodução desses mosquitos. Diop et al. (2016) mostraram que a 

culturômica também pode ser usada para estudos de microbiota de alimentos ao 

testarem meios de cultivo com elevada concentração salina para determinar a cultura 

microbiana halófila de um sal de mesa comercial. 
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A culturômica tem se mostrado eficiente em diversos tipos de pesquisa, 

auxiliando o conhecimento sobre diferentes tipos de microbiomas e oportunizando a 

descoberta de novas espécies bacterianas. 

 

3.6 Matrix-Assisted Laser Desorption/Ionization Time-Of-Flight Mass-

Spectrometry (MALDI-TOF MS) 

Matrix-Assisted Laser Desorption/Ionization Time-Of-Flight Mass-

Spectrometry (MALDI-TOF MS) é uma técnica de espectrometria de massa que tem 

ganho popularidade nas análises clínicas e nas pesquisas em microbiologia por 

permitir a identificação de micro-organismos de forma mais rápida e com baixo custo 

comparado às técnicas convencionais, onde o padrão do espectro de proteína obtido 

do micro-organismo alvo é comparado com bancos de dados do sistema (RAHI et al., 

2016). Um dos equipamentos de MALDI-TOF MS presente no mercado, o qual foi 

utilizado nestre trabalho, pertence à empresa Bruker Daltonics, cujo software Biotyper 

possui banco de dados para identificações de bactérias Gram positivas e negativas, 

micobactérias, leveduras e fungos filamentosos. Este equipamento possibilita a adição 

de novos dados nesse banco (BRUKER, 2018). O MALDI-TOF MS, conforme 

mencionado no item 3.4, tem sido uma ótima ferramenta complementar à culturômica. 

No estudo de Dubourg et al. (2018), por exemplo, a análise via MALDI-TOF MS foi 

correta em 95,2% de 105 colônias identificadas como novas espécies isoladas através 

da culturômica. 

Del Chierico et al. (2016) e Megha et al. (2018) conseguiram otimizar o 

banco de dados de seus softwares do MALDI-TOF MS ao incluir o padrão do espectro 

de massa individual, chamado fingerprint ou biomarker, de diferentes genótipos de 

Acanthamoeba, possibilitando que seus equipamentos sejam capazes de realizar a 

identificação dessas amebas. Moura et al. (2015) também otimizaram o banco de 

dados do MALDI-TOF para diferenciar espécies de Naegleria e os diferentes isolados 

de N. fowleri. 

Para estudos de bactérias associadas e/ou resistentes a amebas também 

é possível utilizar o MALDI-TOF MS para identificação. Pagnier et al. (2015) utilizaram 

essa técnica para identificar as bactérias associadas em isolados de V. vermiformis 

de água de ambiente nosocomial. Trnková et al. (2018) sugeriram o MALDI-TOF MS 

como uma ferramenta de identificação rápida de Legionella pneumophila após 

identificarem a presença dessa bactéria internalizada em AVL.  
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4. MATERIAIS E MÉTODOS 

 

4.1 Local de desenvolvimento do projeto 

O trabalho foi desenvolvido no Laboratório de Parasitologia do 

Departamento de Microbiologia, Imunologia e Parasitologia, localizado no Instituto de 

Ciências Básicas da Saúde (ICBS) da Universidade Federal do Rio Grande do Sul 

(UFRGS).  

 

4.2 Coletas 

Um total de 23 amostras foram coletadas entre outubro de 2017 e maio de 

2018. Quatro amostras foram coletadas no Parque Farroupilha (Figura 4), localizado 

em Porto Alegre/RS, onze amostras no Hospital de Clínicas de Porto Alegre (HCPA), 

localizado em Porto Alegre/RS e oito amostras no Hospital Santa Cruz (HSC), 

localizado em Santa Cruz/RS (Tabela 1). Para cada local escolhido, seja de ambiente 

hospitalar quanto do Parque Farroupilha, foi coletado 1 L de água em um recipiente 

estéril e transportado em isopor até o Laboratório de Parasitologia, onde permaneceu 

refrigerado por no máximo 24 horas para análise. 

 

 

Figura 4 – Locais onde foram realizadas as coletas no Parque Farroupilha.  A: Fonte; B: 
Lago 1; C: Lago 2; D: Espelho. Fonte: Adaptado de Google Mapas (2018). 
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As amostras hospitalares eram provenientes de água da torneira, 

bebedouro ou chuveiro, exceto uma amostra que foi coletada do balde da água da 

limpeza após lavagem de uma ala do HSC.  

As coletas no ambiente hospitalar foram realizadas mediante aprovação de 

projeto na Plataforma Brasil, sob nº CAAE 78018717.0.1001.5327 para as coletas 

realizadas no HCPA e 55494716.3.0000.5343 para as coletas no HSC. 

 

Tabela 1 – Amostras coletadas, com seu respectivo origem e local de coleta 

N 
Nome da 

amostra 
Nome da amostra e origem Local 

1 Fonte Fonte principal 

Parque 

Farroupilha 

2 Lago 1 Lago principal 

3 Lago 2 Lago menor 

4 Espelho Espelho d’água 

5 Balde Balde de limpeza após lavagem da Ala São Francisco 

HSC 

6 UTI Água da torneira da Unidade de Tratamento Intensivo (UTI) 

7 CME Torneira da Central de Material e Esterilização (CME)  

8 S.F. Chuveiro de um quarto da Ala São Francisco (S.F.)  

9 CTI Torneira do Centro de Tratamento Intensivo (CTI) 

10 UTIP Torneira da UTI Pediátrica (UTIP) 

11 Emergência Torneira da Emergência 

12 C.E. Torneira do Centro de Esterilização (C.E.) 

13 CH UIP Chuveiro da Unidade de Internação Pediátrica (UIP)  

HCPA 

14 EXP UIP Torneira do Expurgo da UIP 

15 CTI 2 Torneira do CTI 2  

16 Isolamento Torneira do Isolamento da UTI 2  

17 PED BBD Bebedouro da Pediatria 

18 UTIP A1 Torneira da UTIP Área 1 

19 UTIP A2 Torneira da UTIP área 2  

20 CH BB Chuveirinho dos bebês UIP 

21 ENF HM Torneira da enfermaria da Hemodinâmica  

22 HM BBD Bebedouro do setor Hemodinâmica 

23 NUTR CTI Bebedouro da sala de Nutrição da CTI  

  

4.3 Processamento das amostras 

O trabalhado foi desenvolvido adaptando a metodologia de Lienard e Greub 

(2011). 

Todas as amostras foram filtradas através de um holder de filtração à vácuo 
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com membrana de policarbonato com poros de 0,22 µm e 47 mm de diâmetro. Após 

a filtragem a membrana foi removida com o auxílio de uma pinça, colocada em uma 

placa de Petri e lavada com 1 mL de PBS (Phosphate Buffered Saline) estéril, 

removendo o material com o auxílio de um raspador, para desprender os micro-

organismos da membrana. A seguir, foi realizada a técnica de diluição seriada (1 a 10-

4) e as amostras reservadas em tubos de microcentrífuga para uso nos métodos de 

enriquecimento e cocultura amebiana, detalhados nos itens 4.3.1 e 4.3.2. Os 

procedimentos a seguir foram realizados para cada amostra. 

 

4.3.1 Enriquecimento amebiano 

Para cada amostra foi coletado 50 µL do sedimento do tubo de 

microcentrífuga contendo a amostra não diluída e inoculado em uma placa de Petri 

com ágar não-nutriente 1,5% (ANN) coberto com Escherichia coli inativada pelo calor 

(Figura 5). O sedimento foi inoculado no canto do ANN, deixando a gota da amostra 

escorrer no centro do ágar até a outra ponta da placa de Petri com o objetivo de, caso 

a amostra contenha AVL, permitir a visualização da migração amebiana (Figura 6). 

Esse procedimento foi realizado em triplicata. As placas foram lacradas com 

Parafilm®,  incubadas a 30 ºC e observadas diariamente ao microscópio óptico, 

utilizando a objetiva de 10X. 
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Figura 5 – Técnica de enriquecimento amebiano. Adaptado de KEBBI-BEGHDADI; GREUB 
(2014). 

 

As placas que não apresentaram crescimento amebiano em até 10 dias foram 

descartadas. As placas em que houve crecimento amebiano foram repicadas, fazendo 

um pequeno corte no ANN utilizando uma lâmina de bisturi estéril e inoculando o 

pedaço do ANN com a face voltada para baixo em uma nova placa contendo ANN 

com E. coli inativada, arrastando o pedaço de ANN de uma ponta a outra no centro 

da nova placa, que era então selada com Parafilm® e incubada a 30°C. Todos os 

procedimentos foram realizados em ambiente estéril para evitar contaminação. Esse 

repique foi repetido várias vezes até obter uma cultura monoxênica. 
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Figura 6 – Migração amebiana. Seta indica direção da migração realizada pelas AVL. 
Microscópio óptico, aumento 100X. 

 

Para o processo de identificação, as células foram raspadas da placa de 

Petri, após deixar a placa sob o gelo para desprender as amebas do ANN, 

centrifugadas a 1106 x g por 10 minutos e ressuspendidas em 200 µL de PBS. O DNA 

foi extraído com o kit de extração Mini Spin Plus Kasvi®, eluído a 50 µL e adicionada 

RNAse. A identificação das AVL potencialmente patogênicas foi realizada pela 

Reação em Cadeia da Polimerase (PCR), em volume final de 25 μL, contendo 20-30 

ng de DNA, 1 μL de cada oligonucleotídeo (10 pmol/ μL), 2,5 μL de tampão de reação 

10X (50 mM  KCl2,  10  mM  Tris-HCl),  1 μL  MgCl2  (50 mM), 1 μL de dNTPs (2,5 

mM) e 0,2 μL Taq (5 U/ μL).  

Os produtos da PCR foram analisados em eletroforese, com gel de agarose 

a 1,2% corado com GelRed, observando a presença do tamanho esperado do 

amplicon. Os oligonucleotídeos específicos para cada gênero de AVL, o tamanho do 

amplicon esperado e as temperaturas de anelamento utilizados para a realização das 

PCR estão descritos na Tabela 2.  
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Tabela 2 – Oligonucleotídeos gênero-específicos amebianos utilizados para PCR, 
juntamente com o tamanho do amplicon esperado e a temperatura de anelamento utilizada 

Organismo 
Alvo 

Gene 
alvo 

Sequência 5’ – 3’ 
Tamanho do 
amplicon (bp) 

Temperatura 
de 

anelamento 
Referência 

Acanthamoeba 
Região 
ASA.S1 

JDP1: 5′-GGCCCAGATCGTTTACCGTGA A-3′ 450-500 
60°C 

Booton et 
al. (2005) 

JDP2: 5′-TCTCACAAGCTGCTAGGGGATA-3′ 
 

Vermamoeba 
vermiformis 

18S 
rDNA 

Hv1227F: 5′-TTACGAGGTCAG GACACTGT-3′ 505 
58°C 

Kuiper et 
al., (2006) 

Hv1728R: 5′-GACCATCCGGAG TTCTCG-3′  

Naegleria 
Região 

ITS 

ITS1: 5′-GAACCTGCGTAGGGATCATTT-3′  

58°C 
Pelandakis 
et al., 
(2000) 

ITS2: 5′-TTTCTTTTCCTCCCC TTATTA-3′ 400-453 

 
4.3.1.1 Teste de exflagelação  

As amostras que obtiveram amplificação para o gênero Naegleria foram 

submetidas ao teste de exflagelação, adaptado de De Carli e Moura (2011). 

Adicionou-se 10 mL de água destilada estéril sobre a superfície do ANN das amostras 

para obtenção de uma suspensão de AVL, raspando suavemente a superfície do ágar. 

Após, a suspensão foi transferida para garrafas de cultivo celular e incubadas a 37°C. 

As garrafas foram examinadas periodicamente a cada 4 horas em microscópio 

invertido para verificar a presença de flagelados. 

A espécie N. fowleri é a única espécie de AVL conhecida por sofrer 

transformações para a forma temporária piriforme flagelada em contato com água com 

temperatura próxima a 40ºC, usualmente emergindo dois flagelos. Nessa fase a 

ameba não se alimenta até reverter sua forma ao estágio de trofozoíto (DE CARLI; 

MOURA, 2011). 

 

4.3.2 Cocultura amebiana 

Para a realização do método da cocultura amebiana cultivou-se 

axenicamente Acanthamoeba castellanii Neff-ATCC 30010 a 30 °C em frascos de 

cultura celular contendo meio PYG (proteose peptona 2%, extrato de levedo 0,2% e 

glicose 1,8%). As amebas foram desprendidas das paredes dos frascos de cultura 

utilizando PBS e transferidas para um tubo e centrifugadas durante 10 min a 573 x g. 

O pellet foi lavado três vezes com PBS e ressuspenso em PYG. As células foram 

contadas e as amebas foram transferidas para uma microplaca de 24 poços conforme 

Figura 7, de modo que cada poço continha 1 mL de PYG com 5x105 células/mL. A 
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placa foi incubada 12 horas a 30 ºC, após adição de 10 μL de antibióticos (400 UI/ mL 

de Penicilina G Potássica e 400 µg/mL de Estreptomicina) em cada poço para evitar 

contaminação bacteriana durante a incubação.  

 

 

Figura 7 – Esquema da placa de amostra na cocultura amebiana. Placa com um poço para 
controle negativo (amebas+antibiótico), dois poços para amostra não diluída e um poço para 

cada diluição seriada realizada (10-1 a 10-4).  Lamínulas redondas de 13 mm foram 
colocadas nos poços (da duplicata) contendo a amostra não diluída e a amostra com 

diluição 10-4 para colorações. 

 

No dia seguinte, a microplaca foi centrifugada a 1.800 x g por 10 minutos e 

o PYG cuidadosamente substituído por PBS. A centrifugação foi realizada para evitar 

perda de amebas não aderidas ao fundo. Após a troca do meio, a microplaca foi 

incubada durante pelo menos 2 horas a 30°C para sedimentação e aderência das 

amebas ao fundo dos poços. 

Após o período de sedimentação e aderência, 100 μL de cada diluição da 

amostra foi inoculado em um poço da microplaca. A amostra não diluída foi feita em 

duplicata. Após a inoculação, a microplaca foi centrifugada a 1.800 x g por 10 minutos, 

para aumentar o contato e induzir a fagocitose de micro-organismos, se presentes, 

pelas amebas e em seguida as microplacas foram incubadas durante 1 hora a 30°C. 

Após esse tempo foram lavadas três vezes com PBS, substituindo por PBS fresco e 

adicionando 10 μL de antibióticos (400 UI/ mL de Penicilina G Potássica e 400 µg/mL 

de Estreptomicina) e 10 μL de Vancomicina (1mg.10mL-1). 

A microplaca foi acondicionada em atmosfera umidificada  e em seguida 

incubada a 30°C. Os poços foram observados diariamente utilizando um microscópio 

invertido para verificar a presença de bactérias invadindo as amebas. A metodologia 
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pode ser observada resumidamente na Figura 8. Após 24 horas, as lamínulas dos 

poços D-1 e D-4 da microplaca (Figura 7) foram removidas e coradas pelas técnicas 

de Gram ou Giemsa para visualização em microscópio óptico.  

 

 

Figura 8 – Técnica de Cocultura amebiana. Adaptado de KEBBI-BEGHDADI; GREUB 
(2014). 
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A cada 7 dias era feita uma subcultura, com o objetivo de evitar a 

proliferação de fungos e oportunizar a multiplicação de possíveis bactérias presentes 

na amostra. Foi inoculado 100 μL de cada poço de amostra em novos poços contendo 

5x105 amebas em 1 mL de PBS, repetindo-se os processos de centrifugação, 

incubação, lavagens e adição de antibióticos conforme a primeira inoculação. Cada 

subcultura possuía um poço de controle negativo. Nas subculturas das amostras não 

haviam lamínulas para colorações. No encerramento de cada subcultura, o material 

restante nos poços era coletado, centrifugado a 1106 x g por 10 minutos e 

armazenado no freezer para posterior extração de DNA. No total foram realizadas 

duas subculturas e três coletas para extração (Figura 9). Nas amostras coletadas no 

Parque Farroupilha, foi realizada uma subcultura adicional no dia 3 da inoculação da 

amostra devido a proliferação excessiva de fungos. 

 

  

Figura 9 – Esquema da inoculação de amostra e das subculturas realizadas na técnica de 
cocultura amebiana. Dia 0: primeira inoculação na placa 1. Dia 7: subcultura da placa 1 e 

coleta do material restante para extração de DNA. Dia 14: subcultura da placa 2 e coleta do 
material restante para extração de DNA.  
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Após o encerramento do tempo de incubação da última subcultura (21º dia) 

o material retirado da placa era reunido com o material que havia sido reservado para 

posterior extração de DNA, centrifugado a 1106 x g por 10 minutos e ressuspendido 

em 200 µL. A extração de DNA foi realizada utilizando o kit de extração Mini Spin Plus 

Kasvi®, onde a amostra final era eluída a 50 µL e então adicionada RNAse. As 

identificações das bactérias foram feitas através de PCR, em volume final de 25 μL, 

contendo 20-30 ng de DNA, 1 μL de cada oligonucleotideo (10 pmol/ μL), 2,5 μL de 

tampão de reação 10X (50 mM  KCl2,  10  mM  Tris-HCl),  1 μL  MgCl2  (50 mM), 1 μL 

de dNTPs (2,5 mM) e 0,2 μL Taq (5 U/ μL). Os produtos da PCR foram analisados em 

eletroforese utilizando gel de agarose a 1,2%, corado com GelRed, observando a 

presença do tamanho esperado do amplicon. Os oligonucleotídeos específicos para 

cada gênero de AVL, o tamanho do amplicon esperado e as temperaturas de 

anelamento utilizados para a realização das PCR estão descritos na Tabela 3. As 

amostras positivas para o domínio Bacteria utilizando os oligonucleotídeos fD1 e rP2 

foram sequenciadas e suas sequências foram comparadas utilizando o BLAST (Basic 

Local Alignment Search Tool) a fim de classificar os isolados obtidos 

(http://blast.ncbi.nlm.nig.gov).  

 

Tabela 3 – Oligonucleotídeos gênero-específicos bacterianos utilizados para PCR, 
juntamente com o tamanho do amplicon esperado e a temperatura de anelamento utilizada 

Organismo 
Alvo 

Gene 
alvo 

Sequência 5’ – 3’ 
Tamanho do 

amplicon 
esperado (bp) 

Temperatura 
de 

anelamento 
Referência 

Domínio 

bactéria 

16S 
rDNA 

fD1:CCGAATTCGTCGACAACAGAGTTTGAT
CCTGGCTCAG 

rP2:CCCGGGATCCAAGCTTACGGCTACCT
TGTTACGACTT 

1400-1500 60°C 
Weisburg 

et al. 
(1991) 

Legionella 
16S 

rDNA 
LEG225:AAGATTAGCCTGCGTCCGA 
LEG858:GTCAACTTATCGCGTTTGCT 654 58°C 

Miyamoto 

et al. 
(1997) 

Pseudomonas 
16S 

rDNA 
PAGSF:GACGGGTGAGTAATGCCTA 
PAGSR:CACTGGTGTTCCTTCCTATA 618-620 65°C 

Spilker et 
al. (2004) 

Mycobacterium 
hsp65 

Hsp65-dir: CCCGTACGAGAAGATCGG 
Hsp65-rev: GACTCCTCGACGGTGATG 354-368 60°C 

Calvo et 

al. (2013) 
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4.3.3 Culturômica 

A metodologia de Tandina et al. (2016) foi adaptada para estudo da 

diversidade de BRA em amostras de água. Foram escolhidas de forma aleatória as 

amostras Fonte, Lago 1, Lago 2, CTI, UTIP, Emergência, C.E., UTIP Área 2 e 

Chuveirinho dos bebês UIP. 

No 21º dia de incubação da cocultura amebiana das amostras 

selecionadas, todo o material dos poços de amostra foi coletado, centrifugado a 1106 

x g por 10 minutos e ressuspenso com 2 mL de PBS. O volume de 1 mL foi reservado 

para extração de DNA utilizado na ténica de cocultura e 1 mL foi separado para lise 

amebiana, a qual permite a liberação de possíveis bactérias internalizadas, e 

inoculação em meio de cultivo para culturômica. A lise dos trofozoítos foi realizada 

através de choque térmico (um minuto no gelo e um minuto à 37°C, repetindo três 

vezes) seguida de lise por ação mecânica (passando-se a amostra sete vezes em 

uma seringa com agulha 26G estéreis).  

Após a lise, o material foi inoculado em um meio de pré-incubação estéril 

contendo 10 g/L de caldo infusão cérebro-coração, 5 g/L de extrato de levedura e 5 

g/L de peptona bacteriológica em 1000 mL de água destilada. Optou-se pela 

incubação aeróbica em estufa de 30°C por ser a melhor condição de cultura para 

aumentar o número de espécimes estudados, já que as amebas se mantêm bem 

nestas condições e as bactérias em questão estavam internalizadas nas mesmas. O 

meio permaneceu incubado por 1 mês e a cada 5 dias, a partir do 5o dia, foram 

retiradas alíquotas de 1 mL do meio de pré-incubação e feita diluição seriada de 1/10 

a 1/105, onde cada diluição foi inoculada em Mueller Hinton com sangue (5%).  

Após crescimento nos meios de cultivo, as colônias foram isoladas em novo 

Mueller Hinton com sangue (5%) e submetidas à identificação por MALDI-TOF MS 

(Biotyper Bruker Daltonics), utilizando-se o método de extração (Anexo I). Os 

resultados do MALDI-TOF MS foram avaliados segundo escore do próprio software, 

conforme Figura 10. 
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Figura 10 – Valores do escore de identificação pelo MALDI-TOF MS (Software MALDI-TOF 
MS Biotyper Bruker).  
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5. RESULTADOS 

 

5.1 Enriquecimento amebiano 

Das 23 amostras analisadas, 11 (47,8%) foram positivas para AVL. Os 

resultados por amostra e local podem ser vistos na Tabela 4. 

 

Tabela 4 – Presença de AVL nas amostras e local de coletas 

N Local Nome da amostra Resultado 

1 

Parque Farroupilha 

Fonte + 

2 Lago 1 + 

3 Lago 2 + 

4 Espelho + 

5 

HSC 

Balde - 

6 UTI - 

7 CME - 

8 S.F. - 

9 CTI + 

10 UTIP + 

11 Emergência + 

12 C.E. + 

13 

HCPA 

CH UIP - 

14 EXP UIP - 

15 CTI 2 + 

16 Isolamento + 

17 PED BBD - 

18 UTIP A1 - 

19 UTIP A2 - 

20 CH BB - 

21 ENF HM - 

22 HM BBD + 

23 NUTR CTI - 

 

Das 11 amostras positivas para AVL, 10 (90,9%) foram positivas para 

Acanthamoeba spp., 6 (54,5%) foram positivas para Vermamoeba vermiformis e 5 

(45,4%) para Naegleria spp. (Tabela 5). 
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Tabela 5 – Identificação das AVL potencialmente patogênicas através de oligonucleotídeos 
gênero-específicos amebianos nas amostras coletadas 

N Nome da amostra 
Vermamoeba 

vermiformis 

Naegleria 

spp. 

Acanthamoeba 

spp. 

1 Fonte - + - 

2 Lago 1 + - + 

3 Lago 2 + + + 

4 Espelho + + + 

5 CTI - + + 

6 UTIP + - + 

7 Emergência + - + 

8 C.E. - - + 

9 CTI 2 - - + 

10 Isolamento - + + 

11 HM BBD + - + 

 

5.1.1 Teste de exflagelação 

As amostras Fonte, Lago 2, Espelho, CTI e Isolamento foram submetidas 

ao teste de exflagelação. As amostras Fonte e Isolamento foram positivas para o teste, 

indicando a presença de N. fowleri.  

  

5.2 Cocultura amebiana 

Através das identificações moleculares foi possível verificar que todas as 

amostras foram positivas para MRA. Entretanto, a amostra “Espelho d’água”, do 

Parque Farroupilha, teve que ser descartada devido à presença excessiva de fungos 

filamentosos, impossibilitando a continuação do método nessa amostra.  

As colorações das lamínulas existentes no fundo dos poços após 24 horas 

de interação da ameba hospedeira com a amostra permitiu visualizar micro-

organismos internalizados em A. castellanii (Figura 11). 
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Figura 11 – Colorações realizadas nas lamínulas retiradas das placas de cocultura após 24 
horas de interação mostrando a internalização de bactérias na coculura com Acanthamoeba 

castellanii (barra de escala: 10 µm). A:  Coloração de Gram na amostra CH BB. B: 
Coloração Giemsa na amostra Balde (barra de escala: 7,0 µm). C: Coloração de Gram na 

Amostra UTIP (barra de escala: 10 µm). Microscópio óptico (1000X). 

A 

B 

C 
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Todas as amostras submetidas amplificaram na PCR utilizando os 

oligonucleotídeos do Domínio Bacteria. As identificações podem ser vistas na Tabela 

6. 

 

Tabela 6 – Identificações das amostras através dos oligonucleotídeos que amplificam o 
gene 16S rDNA Domínio Bacteria 

N Local Amostra Identificação 

Similaridade 

da 

sequência 

Nº de Genbank 

comparado 

1 
Parque 

Farroupilha 

Fonte Chryseobacterium indologenes 93% MG859645.1 

2 Lago 1 Chryseobacterium indologenes 96% KR002424.1 

3 Lago 2 Chryseobacterium sp. 89% AP014624.1 

4 

HSC 

Balde Pseudomonas sp. 84% JQ319656.1 

5 UTI Chryseobacterium indologenes 95% KR002424.1 

6 CME Chryseobacterium indologenes 96% KR002424.1 

7 S.F. Chryseobacterium indologenes 96% KR002424.1 

8 CTI Bradyrhizobium sp. 86% KY426365.1 

9 UTIP Positivo para Domínio Bacteria N.I. - 

10 Emergência Variovorax paradoxus 92% JQ291591.1 

11 C.E. Bosea vestrisii 96% MF045146.1 

12 

HCPA 

CH UIP Positivo para Domínio Bacteria N.I. - 

13 EXP UIP Variovorax paradoxus 95% JQ291591.1 

14 CTI 2 Variovorax paradoxus 82% JQ291591.1 

15 Isolamento Sphingomonas sp. 88% AJ746106.1 

16 PED BBD Positivo para Domínio Bacteria N.I. - 

17 UTIP A1 Sphingomonas trueperi 81% NR_113897.1 

18 UTIP A2 Positivo para Domínio Bacteria N.I. - 

19 CH BB Sphingomonas sp. 91% KF420393.1 

20 ENF HM Stenotrophomonas maltophilia 94% MG450363.1 

21 HM BBD Sediminibacterium sp. 92% FJ915149.1 

22 NUTR CTI Positivo para Domínio Bacteria N.I. - 

N.I.- Não identificado 

 

Das 22 amostras submetidas a identificação molecular através da PCR 

utilizando oligonucleotídeos bacterianos específicos foram identificadas 11 (50,0%) 

amostras com Pseudomonas spp. e 6 (27,2%) amostras com Mycobacterium spp., 

tanto nas amostras do Parque Farroupilha quanto dos hospitais. Em nenhuma 

amostra foi identificada a presença de Legionella spp. (Tabela 7). 
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Tabela 7 – Identificação de BRA nas amostras coletadas através de reações de PCR 
utilizando oligonucleotídeos gênero-específicos 

N Local Amostra 
Pseudomonas 

spp. 

Mycobacterium 

spp. 

Legionella 

spp. 

1 
Parque 

Farroupilha 

Fonte - - - 

2 Lago 1 + + - 

3 Lago 2 + + - 

4 

HSC 

Balde + + - 

5 UTI + + - 

6 CME + - - 

7 S.F. + - - 

8 CTI - - - 

9 UTIP + - - 

10 Emergência - + - 

11 C.E. + - - 

12 

HCPA 

CH UIP - - - 

13 EXP UIP - - - 

14 CTI 2 - + - 

15 Isolamento - - - 

16 PED BBD - - - 

17 UTIP A1 + - - 

18 UTIP A2 + - - 

19 CH BB - - - 

20 ENF HM - - - 

21 HM BBD + - - 

22 NUTR CTI - - - 

 

 

5.3 Culturômica 

Foram identificados 13 diferentes micro-organismos em 9 amostras 

utilizando-se a culturômica. Alguns micro-organismos estavam presentes em mais de 

uma amostra, conforme Tabela 8. 
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Tabela 8 – Micro-organismos identificados pela culturômica 

N Micro-organismo identificado 
Escore no MALDI-TOF 

Biotyper 
Amostra 

1 Achromobacter spanius 1.92 UTIP A2 

2 Candida guilliermondii >2.31 Emergência, CTI, C.E. 

3 Candida intermedia >2.22 UTIP, CTI, C.E. 

4 Chryseobacterium indologenes >2.22 Fonte, Lago 2 

5 Delftia acidovorans 2.37 Lago 1, Lago 2 

6 Elizabethkingia meningoseptica 2.2 UTIP A2 

7 Micrococcus luteus >2.41 Fonte, CH UIP 

8 Pandoraea sputorum 2.34 Lago 2 

9 Rhizobium radiobacter 2.42 CH BB 

10 Staphylococcus epidermidis >2.05 Fonte, Lago 1, Lago 2 

11 Staphylococcus haemolyticus 2.26 Fonte 

12 Stenotrophomonas maltophilia 2.53 UTIP A2 

13 Variovorax paradoxus 1.72 Emergência 
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6. DISCUSSÃO 

 

O presente estudo buscou implementar as técnicas de cocultura e 

enriquecimento amebiano no Laboratório de Parasitologia da UFRGS, 

investigando a diversidade de MRA e seus possíveis hospedeiros amebianos em 

águas de origem antropogênica externa e em ambiente nosocomial. Nossos 

resultados mostraram a presença de micro-organismos resistentes à A. castellanii 

em todas as amostras submetidas à cocultura. Já na técnica de enriquecimento 

amebiano, que busca isolar AVL das amostras coletadas, foi verificado a presença 

de 47,8% de AVL nas 23 amostras analisadas.  

A taxa média de detecção de AVL em estudos de água de diversos 

países é de 45%, mas altamente variável devido a diferenças de métodos de 

identificação e do tipo de amostra de água analisada (THOMAS; ASHBOLT, 

2011). No presente trabalho, através da técnica de enriquecimento amebiano, 

47,8% das amostras foram positivas para AVL, isoladas das amostras do Parque 

Farroupilha: Fonte, Lago 1, Lago 2 e Espelho; do HSC: CTI, UTIP, Emergência e 

C.E.; e do HCPA: CTI 2, Isolamento e HM BBD. Essa técnica realizada em 

associação à cocultura amebiana, permite que se estabeleça um paralelo entre 

os micro-organismos encontrados na cocultura com as AVL das amostras. Nas 

amostras analisadas, detectamos a presença de Naegleria spp., Vermamoeba 

vermiformis e principalmente Acanthamoeba spp. resultado este semelhante ao 

encontrado no estudo de Garcia et al. (2013), onde a maioria dos isolados de água 

em ambiente hospitalar pertenciam a espécies do gênero Acanthamoeba, seguido 

de V. vermiformis e Naegleria spp. Além disso, como utilizamos oligonucleotídeos 

somente para AVL potencialmente patogênicas, há possibilidade de outras 

amebas de vida livre estarem presentes. 

Acanthamoeba spp. foi identificada em todas as amostras através do 

enriquecimento amebiano, exceto na amostra Fonte. Esse gênero amebiano é um 

dos mais identificados em amostras ambientais e clínicas e, por possuir alta 

resistência a condições desfavoráveis, representa um risco à saúde 

especialmente se apresentar micro-organismos patogênicos internalizados 

(GREUB; RAOULT, 2004; GARCIA et al., 2013), como Legionella pneumophila, 

Pseudomonas aeruginosa, Acinetobacter baumannii, Mycobacterium spp., entre 

outras espécies patogênicas já relatadas como MRA (CATEAU et al., 2011; 
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BALCZUN; SCHEID, 2017). 

O gênero Naegleria foi identificado em cinco amostras: Fonte, Lago 2, 

Espelho, CTI e ISO. No teste de exflagelação foi possível a identificação de N. 

fowleri nas amostras Fonte e Isolamento.  A espécie N. fowleri é conhecida por 

ser uma AVL patogênica causadora de meningoencefalite amebiana primária 

(MAP) tanto em indivíduos imunocomprometidos quanto hígidos (DE CARLI; 

MOURA, 2001). Apesar de ser uma doença considerada rara, os casos da doença 

em humanos são relacionados a crianças e jovens adultos com histórico de nadar 

em lagos, córregos, piscinas de água doce ou até mesmo pela aspiração de água 

corrente proveniente de torneiras, contendo estas amebas (VISVESVARA, 2010). 

Além disso, espécies do gênero Naegleria podem servir de reservatórios para 

dispersão e multiplicação de micro-organismos, incluindo espécies patogênicas, 

representando uma ameaça adicional à saúde humana (GREUB; RAOULT, 2004). 

Os trabalhos de Rowbotham et al. (1980), Thomas et al. (2008) e Boamah et al. 

(2017) já descreveram Naegleria spp. como hospedeira de diversas bactérias, 

como espécies do gênero Legionella, incluindo L. pneumophila, 

Stenotrophomonas maltophilia, Acidovorax temperans, Flavobacterium 

johnsoniae.  

Durante o verão, devido à elevação da temperatura, a proliferação de 

N. fowleri aumenta e consequentemente é o período que os riscos de ocorrência 

de MAP também aumentam (VISVESVARA, 2010). A Fonte do Parque 

Farroupilha é um local onde algumas crianças e animais domésticos costumam 

se banhar durante essa época do ano. Os primeiros e únicos relatos encontrados 

de MAP envolvendo Naegleria no Brasil foram publicados por Salles-Gomes Jr 

(1978) e Carvalho et al. (1983), não sendo encontrado na literatura casos mais 

recentes da doença, podendo ser devido à não ocorrência ou à falta de 

diagnóstico correto. Desta forma, é possível afirmar que existe o risco de infecção 

por este micro-organismo nesse local. Já a água proveniente da torneira do 

Isolamento do HCPA, de onde N. fowleri também foi isolada, é usada 

principalmente pelos funcionários do hospital. Acredita-se que, apesar da 

presença dessa AVL ser um fator de risco, se as normas de biossegurança 

existentes em quartos de isolamento, que costumam ser mais rígidas do que em 

outros ambientes hospitalares, forem obedecidas, o risco MAP por N. fowleri seja 

menor, mesmo considerando que pacientes internados em áreas de isolamento 
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apresentem a imunidade comprometida. 

Vermamoeba vermiformis foi identificada nas amostras Lago 1, Lago 2, 

Espelho, UTIP, Emergência e HM BBD. Em seus estudos, Wang et al. (2012), 

Coşkun at al. (2013) e Muchesa et al. (2017) também obtiveram V. vermiformis 

em amostras de água da torneira, corroborando com os achados do nosso estudo. 

Anteriormente chamada Hartmannella vermiformis, alguns estudos relacionaram 

essa espécie a casos de ceratite amebiana, com ou sem coinfecção com 

Acanthamoeba spp. (INOUE et al., 1998; LORENZO-MORALES et al., 2007; 

ABEDKHOJASTEH et al., 2013). Além disso, V. vermiformis  também é 

responsável por transportar diversos micro-organismos, alguns desses patógenos 

humanos, como Bacillus anthracis, L. pneumophila, Pseudomonas aeruginosa, 

Stenotrophomonas maltophilia, Mycobacterium spp. e espécies da ordem 

Chlamydiales (CATEAU et al., 2008; WHEAT et al., 2014; PAGNIER et al., 2015; 

BALCZUN; SCHEID, 2017; DELAFONT et al., 2018). 

Foi constatado a efetividade da cocultura, já que todas as amostras 

apresentaram bactérias capazes de resistir à fusão lisossomal de A. castellanii, 

como pode ser visto através da amplificação do gene 16S rDNA (Domínio 

Bacteria) em todas as amostras. As lavagens e o uso de antibiótico durante todo 

o processamento da amostra asseguram que as bactérias encontradas foram 

internalizadas na ameba hospedeira após o período de incubação. Apesar do 

experimento in vitro apresentar alta efetividade, a prevalência de micro-

organismos internalizados e resistentes à AVL no meio ambiente é variável. Em  

pesquisa realizada por Maschio et al. (2015) a presença de Pseudomonas spp. foi 

verificada em todos os 12 isolados de Acanthamoeba spp., provenientes de 

estojos de lente de contato e ar condicionado que foram analisados. Já Choi et al. 

(2009) encontraram 29,4% de micro-organismos internalizados em 17 isolados de 

Acanthamoeba spp. provenientes de água da torneira, enquanto Schmitz-Esser et 

al. (2008) verificaram que de 10 isolados de Acanthamoeba spp. de origem 

ambiental, 8 (80%) possuíam algum micro-organismo internalizado. Essa variação 

encontrada pode estar ligada tanto à espécie do hospedeiro amebiano, como às 

variações ambientais. 

Os resultados obtidos na culturômica indicam que esse método é um 

bom complemento à técnica de PCR convencional para identificação de MRA em 

amostras ambientais. Como a cocultura amebiana possibilita a identificação de 
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micro-organismos fastidiosos ou incultiváveis, a culturômica, por utilizar um meio 

rico com tempo de incubação longo, pode fornecer melhores condições para estes 

micro-organismos se multiplicarem e posteriormente crescerem em meios de 

cultivo. 

Conforme mencionado por Greub (2012), o método da culturômica 

permite a detecção de populações menos abundantes. Isto não ocorre em 

reações convencionais de PCR, mesmo ao utilizar oligonucleotídeos universais,  

pois esse tipo de técnica molecular permite detectar apenas o micro-organismo 

que estava mais abundante na amostra. Uma estratégia a ser considerada é a 

implementação da metagenômica, que permite a detecção de diversos genomas, 

juntamente com a culturômica, na realização da cocultura amebiana para 

identificação de MRA em amostras ambientais. Como as AVL auxiliam no 

crescimento de bactérias incultiváveis e fastidiosas, a utilização desses dois 

métodos aumentaria a eficiência dos estudos da diversidade de micro-organismos 

ambientais, assim como se tem visto nos estudos de microbiota intestinal humana. 

Além disso, poderia proporcionar o descobrimento de novas espécies e a 

realização de novos estudos de interação ecológica entre MRA-AVL. 

O meio de pré-incubação utilizado na culturômica que foi usado no 

presente trabalho foi adaptado de Tandina et al. (2016), cujo estudo utilizava esse 

meio para crescimento de bactérias em amostras de água de reprodução de 

mosquitos selvagens e de laboratório. Esse meio rico mostrou ser adequado para 

estudos utilizando amostras de água, permitindo crescimento bacteriano em 

placas de ágar Mueller Hinton enriquecidos com sangue. Entretanto, para 

pesquisas envolvendo MRA, mais estudos utilizando novos meios de pré-

incubação e condições de crescimento devem ser realizados. 

Através da PCR foi possível identificar a espécie Chryseobacterium 

indologenes nas amostras Fonte, Lago 1, UTI, CME e S.F. O gênero bacteriano 

Chryseobacterium também foi identificado por PCR na amostra Lago 2. Pela 

culturômica também foi possível isolar e identificar C. indologenes nas amostras 

Lago 1 e Lago 2, confirmando os resultados obtidos pela PCR. Esse gênero 

bacteriano Gram negativo é encontrado comumente no ambiente e muitas de suas 

espécies, incluindo a espécie C. indologenes, são oportunistas, causando 

pneumonia, meningite, endocardite, peritonite, infecções oculares e infecções na 

pele normalmente associados a pessoas imunocomprometidas e pacientes que 
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estão internados há muito tempo e/ou utilizam equipamentos médicos de longa 

permanência, como catéteres (LIN et al., 2010; SUDHARANI; ASIYA, 2011; 

WANG et al., 2014; AYKAC et al., 2016; BEATO et al., 2016; MUKERJI et al., 

2016; GONZÁLEZ-CASTRO et al., 2017). A identificação de Chryseobacterium 

spp. através da cocultura amebiana utilizando A. polyphaga foi realizada por 

Greub et al. (2004) em amostras clínicas e, em amostras de água, C. indologenes 

foi identificado por Pagnier et al. (2008). Utilizando como hospedeiro A. castellanii, 

mesma espécie do presente trabalho, Thomas et al. (2008) identificaram 

Chryseobacterium spp. em amostras de estações de tratamento de água.  

Através da culturômica, também foi identificada a espécie 

Elizabethkingia meningoseptica, um bacilo Gram negativo oportunista, na UTIP 

Área 2. Essa espécie é semelhante morfologicamente com C. indologenes e 

possui os mesmos relatos de doenças, incluindo estudos relacionando a espécie 

à contaminação da água do hospital (MOORE et al., 2016; FILHO et al., 2017). 

Não foi encontrado nenhum outro estudo relacionando E. meningoseptica como 

MRA de Acanthamoeba spp. ou outra espécie de AVL. 

Através da culturômica também foi encontrado nas amostras Fonte e 

CH BB a espécie Micrococcus luteus, um coco Gram positivo aeróbio obrigatório 

que pode ser encontrado em diversos tipos de ambiente, como pele, poeira e água 

(SZYMAŃSKA, 2007). Há relatos clínicos, de ocorrência rara, relacionando essa 

espécie a casos de endocardite, bacteremia, meningite e infecções cutâneas em 

pessoas imunocomprometidas (FOSSE et al., 1985; VON EIFF et al., 1996; 

SMITH et al., 1999; MILTIADOUS; ELISAF, 2011). Nenhum estudo relatando a 

identificação dessa espécie bacteriana através da cocultura amebiana em 

amostras ambientais foi encontrado. Sua interação com AVL foi abordada apenas 

em relação à predador-presa de A. castellanii com M. luteus, demonstrando 

interação positiva no crescimento dos trofozoítos e na recuperação de cistos 

amebianos em cultura monoxênica com esta espécie bacteriana (MORAES; 

ALFIERI, 2008). Weekers et al. (1993) demonstraram que diferentes isolados de 

Acanthamoeba podem ter diferentes preferências predatórias e, levando em 

consideração que no presente trabalho M. luteus foi identificado em duas 

amostras através da culturômica, sugere-se que, se essa espécie bacteriana 

encontrava-se em um ambiente com isolados amebianos com preferência 

alimentar por M. luteus, ela poderia ter desenvolvido resistência à fusão 
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lisossomal após fagocitose pelas amebas, como uma estratégia de sobrevivência, 

evitando ter sua população reduzida no ambiente.  

Nas amostras Lago 1 e Lago 2, ambas do Parque Farroupilha, foi 

identificada a espécie Delftia acidovorans através do método de culturômica, um 

bacilo Gram negativo ambiental amplamente distribuído que nos últimos anos tem 

atraído atenção nos estudos clínicos, relacionando casos de bacteremia, úlcera 

de córnea, pneumonia nosocomial e empiemas, inclusive em imunocompetentes 

(KAWAMURA et al., 2011; KHAN et al., 2012; TAŞ et al., 2012; BILGIN et al., 

2015). D. acidovorans já foi encontrada em amostras ambientais de solo através 

da cocultura amebiana utilizando A. polyphaga (EVSTIGNEEVA et al., 2009) e em 

associação com V. vermiformis em amostras de água em ambiente hospitalar 

(MUCHESA et al., 2017). Não foi encontrado nenhum estudo relacionando D. 

acidovorans com A. castellanii, podendo ser nosso estudo o primeiro relatando a 

interação entre essas duas espécies. 

Stenotrophomonas maltophilia, um bacilo Gram negativo oportunista, 

foi identificado por culturômica na amostra UTIP Área 2 e por PCR na amostra da 

Enfermaria da Hemodinâmica, ambas do HCPA. Essa espécie está relacionada a 

surtos hospitalares, principalmente a paciente imunocomprometidos. A infecção 

pode ocorrer por ingestão, aerossóis, inalação ou pelas mãos dos profissionais de 

saúde (CATEAU et al., 2014b). Os trabalhos de Corsaro et al. (2013) e Muchesa 

et al. (2017) mencionam a ocorrência de S. maltophilia em Acanthamoeba, 

Naegleria e Vermamoeba vermiformis, enquanto Cateau et al. (2014a) 

demonstraram que presença de V. vermiformis pode aumentar o crescimento de 

S. maltophilia. Como identificamos S. maltophilia em ambiente hospitalar e há 

relatos de interação com diversos gêneros amebianos, o risco de contaminação 

por essa bactéria existe, principalmente porque as AVL proporcionariam proteção 

à bactéria auxiliando na sua disseminação. 

Variovorax paradoxus encontrada através da culturômica na 

Emergência do HCPA, mesmo apresentando um escore baixo, também foi 

identificada pela cocultura utilizando a amplificação do gene 16S rDNA do 

Domínio Bacteria para a mesma amostra. Além da amostra da Emergência, 

através da amplificação do mesmo gene por PCR, foi possível identificar a mesma 

espécie nas amostras Expurgo UIP e CTI 2, ambas do HCPA. Essa bactéria é um 

bacilo Gram negativo, presente em ambientes aquáticos, conhecida por ser um 



34 

 

 

fitopatógeno e por estar associado a importantes processos catabólicos, incluindo 

a degradação de compostos químicos tóxicos e/ou complexos (SATOLA et al., 

2013). Estudos relacionaram V. paradoxus como endossimbionte da ameba 

Arcella rotundata (TÖRÖK et al., 2008), Acanthamoeba spp. (HEWETT, 2006) e 

Saccamoeba limax (CORSARO et al., 2010). 

Nas amostras Isolamento e CH BB, ambas do HCPA, identificou-se 

Sphingomonas spp. e na amostra da UTIP Área 1, também do HCPA, foi 

identificada a espécie Sphingomonas trueperi. Esse bacilo Gram-negativo já foi 

reportado anteriormente em amostras de água da torneira por Marciano-Cabral et 

al. (2010). Clinicamente, a espécie Sphingomonas paucimobilis possui maior 

importância, pois já foi associada a doenças em pessoas imunocomprometidas e 

imunocompetentes, como bacteremia, pneumonia associada à ventilação 

mecânica e meningite (HSUEH et al., 1998; PEROLA et al., 2002; MEHMOOD et 

al., 2018). Evstigneeva et al. (2009) identificaram Sphingomonas sp. ao realizar 

cocultura amebiana utilizando A. polyphaga para amostras de solo, verificando o 

crescimento bacteriano no interior da ameba. Além desse trabalho, Muchesa et 

al. (2017) identificaram S. paucimobilis internalizadas em V. vermiformis em 

amostra de água de ambiente hospitalar. Nenhum estudo relacionando S. trueperi 

com espécies de AVL foi encontrado. Possivelmente o presente estudo seja o 

primeiro a relatar a interação entre essas duas espécies. 

Bradyrhizobium spp., encontrado na amostra coletada na CTI do HSC, 

são bacilos Gram negativos, associadas a amostras ambientais, principalmente 

em solo e seus estudos envolvem fixação de nitrogênio (KALITA; MAŁEK, 2010). 

Pagnier et al. (2008) e La Scola et al. (2002) também identificaram esse gênero 

através da cocultura com Acanthamoeba spp. em amostras de água em ambiente 

hospitalar. Muchesa et al. (2017) e Thomas et al. (2006) encontraram internalizada 

em V. vermiformis. Além disso, Bradyrhizobium spp. foi identificada em estudos 

sobre pneumonia e sua ligação com bactérias presentes em ventilação mecânica 

(LA SCOLA et al., 2003a; BERGER et al., 2006), entretanto sua patogenicidade é 

desconhecida para avaliarmos os riscos da presença dessa bactéria na CTI. 

Bosea vestrisii, identificada no C.E. do HSC, é uma bactéria Gram 

negativa fastidiosa descoberta por La Scola et al. (2003b) em amostras de água 

em ambiente hospitalar, através da cocultura amebiana com A. polyphaga. No 

estudo de La Scola et al. foi sugerida a possibilidade dessa espécie ser 
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responsável por casos não diagnosticados de infecções pulmonares adquiridas 

em hospitais. Essa mesma espécie já foi encontrada em amostras ambientais 

não-hospitalares, como no estudo de Thomas et al. (2008), onde identificaram a 

mesma espécie em cocultura com A. castellanii em amostras coletadas em um 

rio. A identificação dessa espécie no presente trabalho através da cocultura 

mostra a eficiência da técnica na identificação de bactérias fastidiosas, 

confirmando estudos anteriores que mencionam a sensibilidade da técnica de 

cocultura para micro-organismos fastidiosos (GREUB; RAOULT, 2004). 

Através da culturômica, foi encontrada na UTIP Área 2, a espécie 

Achromobacter spanius. Entretanto, seu escore foi de 1.92, indicando uma 

provável identificação do gênero e espécie conforme similaridade no banco de 

dados. A. spanius é um coco Gram negativo, considerado raro pois poucas cepas 

foram encontradas e sua patogenicidade para saúde humana é pouco relatada 

(COENYE et al., 2003). Nenhum estudo foi encontrado relacionando A. spanius 

com AVL, apenas outras espécies do gênero foram vistas em associação com 

AVL ou identificadas através da cocultura amebiana (GREUB et al., 2004; 

MUCHESA et al., 2017). 

Rhizobium radiobacter foi identificada através da culturômica no CH 

BB. A amostra foi coletada de torneiras monocomando chuveirinho, utilizada para 

lavagens de mãos e equipamentos e para dar banho nos bebês internados. Essa 

espécie é um bacilo Gram negativo oportunista relacionado à endocardite por 

prótese valvar, bacteremia, peritonite, endoftalmite e pneumonia (GUERRA et al., 

2013; MISRA et al., 2014; AL-ABDULLAH et al., 2015; TIWARI; BERIHA, 2015; 

CHANZÁ et al., 2017). Saisongkorh et al. (2010) mostraram que R. radiobacter 

sobreviveu junto com Bartonella rattaustraliani, no interior de A. polyphaga tendo 

havido transmissão de genes de B. rattaustraliani para R. radiobacter através de 

conjugação. Já Delafont et al. (2013) identificaram Rhizobium spp. internalizados 

em AVL em amostra de água. 

Na amostra Lago 2, do Parque Farroupilha, foi encontrada Pandoraea 

sputorum através da culturômica. Esse bacilo Gram negativo é um patógeno 

oportunista relacionado a casos de fibrose cística (PIMENTEL; MACLEOD, 2008; 

MARTINA et al., 2017). Pandoraea spp. já foi reportado internalizado em AVL em 

amostras de água (DELAFONT et al., 2013). 

Nas amostras do Parque Farroupilha, foi identificado por culturômica 
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Staphylococcus haemolyticus na amostra Fonte e Staphylococcus epidermidis 

nas amostras Fonte, Lago 2 e Lago 1. Ambas as espécies são Gram positivas e 

pertencentes à microbiota humana. Entretanto, nos últimos anos foi relatado a 

incidência de infecções por essas bactérias, sendo S. epidermidis 

predominantemente isolado, principalmente de cateteres e materiais protéticos e 

em pacientes imunodeprimidos, seguido de S. haemolyticus, segunda espécie 

mais prevalente, relacionada a endocardites, sepse, peritonite, etc. (OTTO, 2009; 

BECKER et al., 2014; PINHEIRO et al., 2015). Muchesa et al. (2017) identificaram 

S. epidermidis internalizado em AVL em amostras de água em ambiente 

hospitalar. Não foram encontrados estudos relacionando S. haemolyticus à AVL, 

seja em cocultura ou como endossimbionte de isolados amebianos.  

Foram identificadas Pseudomonas spp. na amostra Balde utilizando os 

oligonucleotídeos do Domínio Bacteria e em 11 (50,0%) amostras, Lago 1, Lago 

2, Balde, UTI, CME, S.F., UTIP, C.E., UTIP Área 1, UTIP Área 2 e HM BBD, com 

os oligonucleotídeos específicos para o gênero Pseudomonas. Pseudomonas 

spp. são bacilos Gram negativos encontrados em diversos ambientes, incluindo a 

água. Possui espécies patogênicas oportunistas, como P. aeruginosa e P. putida, 

que causam bacteremia, pneumonia crônica em pacientes com fibrose cística, 

infecções na pele e em outros tecidos, etc., normalmente em pacientes 

imunocomprometidos e que utilizam equipamento de longa duração, como 

cateteres (SPILKER et al., 2004; THOMAS et al., 2013). Esse gênero bacteriano 

é um dos mais encontrados internalizado em AVL, como Acanthamoeba spp. e V. 

vermiformis e identificado e/ou isolado através da cocultura amebiana em 

amostras ambientais (THOMAS et al., 2006; CATEAU et al., 2008; WANG et al., 

2012; GARCIA et al., 2013; MASCHIO et al., 2015; MUCHESA et al., 2017; 

SOARES et al., 2017). 

As amostras Lago 1, Lago 2, Balde, UTI, Emergência, CTI 2 foram 

positivas para Mycobacterium spp. através da PCR utilizando os oligonucleotídeos 

específicos para esse gênero. Mycobacterium spp. são bacilos álcool-ácido 

resistentes, possuindo espécies patogênicas como M. tuberculosis, M. bovis e M. 

leprae, causadoras de tuberculose humana, tuberculose humana/bovina e 

hanseníase, respectivamente. Há também espécies consideradas oportunistas, 

como no caso de M. avium, com patologias extremamente variáveis (BASILLE et 

al., 2018) e as chamadas micobactérias não turberculosas (MNT), que são 
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bactérias ambientais que podem ser associadas a algumas doenças em humanos, 

transmitidas inclusive por sistemas de água (PRIMM et al., 2004). Já foi avaliado 

in vitro a capacidade de sobrevivência à internalização de diferentes espécies de 

micobactérias patogênicas e MNT em trofozoítos e cistos de AVL, inclusive já foi 

relatado a capacidade de multiplicação dessas bactérias dentro da ameba e o 

aumento de virulência após internalização amebiana (CIRILLO et al., 1997; 

ADÉKAMBI et al., 2006; SALAH et al., 2009; MEDIE et al., 2011; WHEAT et al., 

2014). Várias espécies do gênero Mycobacterium já foram encontradas através 

da cocultura amebiana, tanto em amostras ambientais quanto clínicas e, 

independente da espécie de micobactéria, águas contaminadas, incluindo as 

domésticas, têm sido indicadas como uma fonte ambiental de várias doenças 

micobacterianas (YU et al., 2007; WANG et al., 2012; CABELLO-VÍLCHEZ et al., 

2014; GARCIA et al., 2013; OVRUTSKY et al., 2013; DELAFONT et al., 2014; 

SAMBA-LOUAKA et al., 2018).  

No estudo realizado por Thomas et al. (2006) houve uma evidente 

associação entre a presença de AVL e de várias espécies de micobactérias não 

turberculosas em amostras de água de origem hospitalar. A equipe isolou 

micobactérias com maior frequência em amostras onde também havia se isolado 

AVL (7/15 amostras, 46,7%) do que em amostras sem a presença de AVL (34/185, 

18.4%), sugerindo também uma alta taxa de multiplicação das micobactérias 

durante a cocultura. Essa relação de presença de micobactérias em amostras com 

presença de AVL também ocorreu no presente trabalho, onde das 6 amostras 

positivas para Mycobacterium spp, 4 (66,6%) eram positivas para AVL. 

Sediminibacterium sp. foi identificada na amostra do bebedouro da 

Hemodinâmica. Essa espécie é um bacilo Gram negativo, normalmente 

identificado em amostras de água, solo e em amostras clínicas de abscessos 

hepáticos e dermatites atópicas, apesar de sua patogenicidade ainda permanecer 

desconhecida (QU; YUAN, 2008; WU et al., 2014; REYNA-FABIÁN et al., 2016; 

KIM et al., 2017). Delafont et al., (2016) identificou Sediminibacterium sp. 

internalizado em V. vermiformis em amostras de água da torneira. Outros 

trabalhos com cocultura amebiana não foram encontrados. 

Através da culturômica Candida guilliermondii nas amostras 

Emergência, CTI e C.E. e Candida intermedia nas amostras UTIP, CTI e C.E 

foram encontradas. Essas espécies de fungos são consideradas patogênicas 
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oportunistas de difícil tratamento, sendo relatadas inclusive em infecções 

hospitalares (PFALLER et al., 2006; BADIEE et al., 2017). Apesar do presente 

trabalho não ter usado antifúngicos para evitar crescimento extracelular 

amebiano, a associação dessas espécies de Candida com A. castellanii é um 

dado inédito a ser estudado, tendo em vista que nenhum outro trabalho utilizando 

cocultura amebiana ou identificação de endossimbiontes em AVL foram 

encontrados. Vanessa et al. (2012) mostraram que V. vermiformis era capaz de 

internalizar e otimizar o crescimento de C. albicans, C. glabrata e C. parapsilosis 

e que, sem a ameba como proteção, a água da torneira não era um meio 

apropriado para crescimento das leveduras. Como as amostras do presente 

estudo foram provenientes de água da torneira, acredita-se que as espécies de 

Candida encontradas estavam internalizadas em AVL no momento da coleta e 

permaneceram viáveis devido à cocultura com A. castellanii até o momento de 

cultivo no meio de pré-incubação da culturômica. 

As amostras coletadas do hospital foram todas oriundas de água 

tratada pela rede de tratamento das respectivas cidades. A identificação dessas 

espécies no presente trabalho demonstra a resistência desses micro-organismos 

ao tratamento convencional da água. Além disso, micro-organismos internalizados 

em AVL não sofrem ação dos agentes químicos utilizados para o tratamento da 

água, pois as amebas servem como uma “armadura” para proteção (GREUB; 

RAUOLT, 2004). Esta proteção foi testada por Miltner e Bermudez (2000) 

avaliando a susceptibilidade de M. avium a antibióticos quando internalizados em 

A. castellanii. O resultado foi o crescimento da bactéria no interior da ameba, sem 

ser afetada pelos antibióticos testados. Esses dados inferem uma maior 

resistência das bactérias aos tratamentos da água no ambiente e aos tratamentos 

com antimicrobianos. 

São necessários futuros estudos de interação utilizando os micro-

organismos encontrados na cocultura com as espécies de AVL encontradas no 

enriquecimento amebiano para melhor compreensão ecológica da possível 

interação, já que há variação da resistência dos micro-organismos às AVL de 

acordo com o hospedeiro amebiano (EVSTIGNEEVA et al., 2009), bem como para 

avaliar a influência na virulência desses micro-organismos após interação e seu 

possível impacto à saúde, especialmente no ambiente hospitalar. 

Consequentemente, como foi utilizada apenas A. castellanii como espécie 
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hospedeira na cocultura, o presente trabalho não apresenta uma cobertura 

completa da diversidade total das AVL e seus micro-organismos associados, 

sendo necessária a realização de cocultura utilizando a AVL predominante no 

ambiente e/ou realizar coculturas com diferentes gêneros amebianos  para a 

mesma amostra. 

Pagnier et al. (2008) demonstraram em seu estudo a capacidade lítica 

de diversos isolados bacterianos através da cocultura amebiana utilizando A. 

polyphaga. Alguns isolados daquele estudo são dos mesmos gêneros ou espécies 

encontradas no presente trabalho, como Chryseobacterium spp, Pseudomonas 

spp., Bradyrhizobium spp., Mycobacterium spp. e Delftia acidovorans, os quais no 

trabalho de Pagnier et al. demonstraram alguma habilidade lítica na ameba, seja 

parcial ou total. Essa habilidade lítica não ocorreu em cocultura com A. castellanii 

realizada no presente trabalho em nenhuma das amostras que continham esses 

micro-organismos. Tal ocorrência pode ser devida ao fato das amostras conterem 

diversos micro-organismos, o que corroboraria com o estudo de Slimani et al., 

(2013) que demonstrou que algumas vezes os simbiontes das amebas são líticos 

para as mesmas em condições de cultura in vitro, mas que o mesmo pode não 

ocorrer quando várias espécies infectam a ameba. 

Finalmente, a presente pesquisa demonstrou sucesso na implementação 

dos métodos de cocultura e enriquecimento amebiano, possibilitando que novos 

estudos sejam realizados. Nosso trabalho é pioneiro no Brasil utilizando os 

métodos de cocultura amebiana, enriquecimento amebiano e culturômica para 

identificação de micro-organismos em amostras de água de origem antropogênica 

externa e de ambiente nosocomial. Além disso, nossos dados trazem associações 

com novos micro-organismos que não haviam sido descritos anteriormente como 

MRA de A. castellanii e das AVL encontradas no enriquecimento amebiano. As 

análises realizadas podem servir como base para futuros estudos envolvendo 

esses micro-organismos, para determinação de sua capacidade de resistir às AVL 

bem como suas consequências para o meio. 
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7. CONCLUSÃO  

 

Os métodos de cocultura e enriquecimento amebiano foram 

implementadas com sucesso no Laboratório de Parasitologia da UFRGS, 

proporcionando a identificação AVL e MRA dos ambientes em que foram realizadas 

as coletas.  

A maioria das bactérias identificadas eram Gram negativas e patogênicas 

oportunistasao ser humano, tendo sido possível identificar Bosea vestrisii, espécie 

bacteriana fastidiosa através da cocultura. A maioria das AVL encontradas quando 

se utilizou o enriquecimento amebiano pertenciam ao gênero Acanthamoeba, 

seguido de V. vermiformis e Naegleria spp. A utilização da culturômica com MALDI-

TOF MS mostrou-se efetiva para identificação de MRA em amostras ambientais. 

Até onde foi possível avaliar a literatura, este trabalho foi o primeiro a utilizar 

os métodos de cocultura e enriquecimento amebiano, complementados com a 

culturômica, para avaliação microbiológica de amostras de água de origem 

antropogênica externa e nosocomial. Os resultados das identificações do presente 

trabalho, com algumas associações entre AVL-MRA inéditas na literatura, servem 

como referência para novos estudos.  Além disso, a implementação dos dois 

métodos abre um leque de possibilidades de estudos a serem desenvolvidos no 

laboratório de Parasitologia, assim como em prestações de serviços. 

 

 

8. PERPECTIVAS FUTURAS 

 

Identificar os possíveis micro-organismos internalizados nas amebas 

isoladas pelo método de enriquecimento amebiano. 

Aplicar as técnicas utilizadas no presente trabalho em outros tipos de 

amostras ambientais, assim como utilizar outras espécies de amebas como 

hospedeiras na aplicação da cocultura amebiana. 
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10. ANEXO 

 

ANEXO I - Protocolo de extração para identificação via MALDI-TOF MS 

(Biotyper - Biotyper Bruker Daltonics) 

 

1) Em um eppendorf, adicionar 300 µl de água milli-Q; 

2) Transferir uma colônia bem carregada ao eppendorf com o auxílio de 

uma ponteira de 200 µl. 

3) Homogeneizar a amostra com leve batidas no eppendorf. A água contida 

no eppendorf deverá ficar turva; 

4) Adicionar ao eppendorf 900 µl de etanol absoluto. A amostra poderá ser 

armazenada nestas condições para leitura posterior por até uma semana; 

5) Centrifugar a amostra por 2 minutos na velocidade máxima de 13.000 a 

15.000 rpm; 

6) Retirar o sobrenadante e remover o excesso de líquido batendo 

levemente o eppendorf sobre um papel toalha; 

7) Para a remoção do líquido restante, acionar o spin da centrífuga; 

8) Retirar o líquido restante com o auxílio da pipeta de 200 µl; 

9) Adicionar 50 µl de ácido fórmico 70%; 

10) Ressuspender o material com o auxílio da pipeta; 

11) Homogeinizar a amostra no vórtex e aguardar o ácido agir de 20 a 30 

minutos; 

12) Adicionar 50 µl de acetonitrila; 

13) Homogeinizar a amostra no vórtex; 

14) Centrifugar por 2 minutos na velocidade máxima de 13.000 a 15.000 

rpm; 

15) Adicionar 1 µl do sobrenadante no spot da placa de aço inoxidável; 

16) Esperar secar; 

17) Adicionar 1 µl de matriz no spot sobre a amostra. A matriz poderá ser 

aplicada em até 30 minutos após a aplicação da amostra; 

18) Esperar secar até ficar com uma cor opaca amarela e realizar a leitura 

no equipamento. 

 


