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Esper MALR. Inativação fotodinâmica em biofilme de Streptococcus
mutans sobre bráquetes metálicos e cerâmicos: um estudo in vitro
[tese]. São José dos Campos (SP): Instituto de Ciência e Tecnologia,
UNESP - Univ Estadual Paulista; 2016.

RESUMO

O trabalho in vitro avaliou a eficácia da inativação fotodinâmica
(PDI) da eritrosina (E) e hematoporfirina IX (H), com 10 µM,
utilizando LED azul, dose de 75 J/cm2 em células planctônicas e
biofilme de S. mutans (UA 159). Suspensões padrões contendo
107 células/mL foram preparadas e submetidas a diferentes condições
experimentais: a) hematoporfirina IX e LED (H+L+); b) eritrosina e
LED (E+L+); c) apenas LED (F-L+); d) tratamento somente com
hematoporfirina IX (H+L-); e) somente com eritrosina (E+L-); e f)
grupo controle, sem tratamento com fotossensibilizador (F) e sem a
utilização de LED (F-L-). As cepas foram semeadas em ágar MSBS
para contagem de unidades formadoras de colônias (UFC/mL). Na
segunda parte do trabalho foi realizado a PDI em biofilme de S.
mutans sobre bráquetes metálicos e cerâmicos, com H a 10 µM e
LED azul. Os resultados foram submetidos à análise de variância e
teste de Tukey (p<0,05) e demonstraram que a E sob efeito do LED
(E+L+) não foi eficaz na PDI de células planctônicas, nos parâmetros
usados (p=0,3644). No entanto, a H promoveu redução de 6,78 log10

(p<0,0001), no grupo de tratamento (H+L+). A PDI com a associação
da H e LED foi efetiva na redução de 100% de culturas planctônicas
de S. mutans, porém o mesmo não foi observado na associação com a
E, na dosimetria utilizada no experimento. A PDI no biofilme de S.
mutans sobre bráquetes metálicos, com a H e LED não foi eficaz nos
parâmetros utilizados (p=0,1023), no entanto, ocorreu diminuição
significativa de 53% sobre bráquetes cerâmicos (p=0,004). A H IX
modificada é promissora como agente fotossensibilizador a ser
empregado na técnica de PDI em associação ao LED azul, sendo
necessários outros ensaios, em novas concentrações e/ou dosimetrias
para se conseguir a inativação bacteriana.

Palavras-chave: Ortodontia. Lesão de mancha branca. S. mutans.
Cárie dentária. Inativação Fotodinâmica. PDT. Eritrosina.
Hematoporfirina IX. LED. Biofilme. In vitro.



Esper MALR. Photodynamic inactivation of Streptococcus mutans
biofilm on metal and ceramic brackets: a study in vitro [doctorate
thesis]. São José dos Campos (SP): Institute of Science and
Technology, UNESP - Univ Estadual Paulista; 2016.

ABSTRACT

The in vitro study evaluated the efficacy of photodynamic inactivation
(PDI) with erythrosine (E) and hematoporphyrin (H) 10 µM, using a
blue light-emitting diode (LED), a fluence of 75 J/cm2, on planktonic
cultures and biofilm of S. mutans (UA 159). Suspensions containing
107 cells/mL were prepared and were tested under different
experimental conditions: a) hematoporphyrin IX and LED (H+L+); b)
erythrosine and LED irradiation (E+L+); c) only LED (P-L+); d)
only hematoporphyrin IX (H+L-); e) only erythrosine (E+L-); and f)
control group, no LED irradiation or photosensitizer (P) treatment
(P-L-). After treatment, the strains were seeded onto MSBS agar in
order to determine the number of colony-forming units (CFU/mL).
The second part of this work consisted of the PDI of S. mutans biofilm
on metal and ceramic brackets with the H 10 μM and blue LED. The
results were submitted to analysis of variance and the Tukey test
(p<0.05) and showed that E under the effect of LED proved to be
ineffective in the PDI of planktonic cultures with the parameters used
(p=0.3644). H, however, caused a reduction of 6.78 log10 (p<0.0001)
in the treatment group (H+L+). PDI with H and LED exerted
antimicrobial effect of 100% of the S. mutans strain studied, whereas
the same was not observed in the association with E in the dosimetry
used in this work. PDI on S. mutans biofilm on metal brackets, with H
and LED was not effective with the parameters used (p=0.1023),
however on ceramic brackets caused a significant reduction of 53%
(p=0,004). Modified H IX is a promising photosensitizer to be used in
the PDI technique in combination with blue LED. Therefore, new tests
with new concentrations and/or dosimetry are needed to achieve
bacterial inactivation.

Keywords: Ortodontics. White spot lesion. S. mutans. Dental caries.
Photodynamic inactivation. PDT. Erythrosine. Hematoporphyrin IX.
LED. Biofilm. In vitro.
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1 INTRODUÇÃO

A Ortodontia é uma especialidade da Odontologia que

visa restabelecer o relacionamento maxilo-mandibular, o posiciona-

mento dentário, estético e funcional e a estética facial do paciente.

Para conseguir este resultado, após um planejamento detalhado com o

auxílio da anamnese, exame clínico, análise cefalométrica,

radiográfica e de modelos, o ortodontista utiliza diferentes tipos de

aparelhos ortodônticos que poderão ser removíveis ou fixos,

dependendo do problema apresentado pelo paciente. Apesar da

Ortodontia ter evoluído significantemente, com materiais e técnicas

inovadoras, alguns aspectos ainda precisam de muitos estudos como a

sensibilidade relatada pelo paciente após a movimentação ortodôntica

e métodos preventivos para evitar o surgimento de lesão de mancha

branca e de cárie durante o tratamento com aparelhos fixos

(Krishnan, 2007; Pandis et al., 2010).

A instalação de aparelhos ortodônticos removíveis

e/ou fixos causa uma modificação no ecossistema bucal, com um

aumento do número de bactérias cariogênicas (Batoni et al., 2001;

Sukontapatipark et al., 2001). Também favorece a formação de

biofilme, restringe a auto-limpeza salivar e a higiene bucal torna-se

mais difícil (Ahn et al., 2003; Derks et al., 2007; Lovrov et al., 2007;

Smiech-Slomkowska, Jablonska-Zrobek, 2007). Ocorre, portanto, um

desequilíbrio entre o processo de desmineralização e remineralização,
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aumentando o risco de desmineralização e/ou cárie no paciente

ortodôntico e o desenvolvimento de alterações gengivais e

periodontias. Muitos estudos clínicos demonstram que os pacientes

em tratamento ortodôntico são mais suceptíveis à doenças

periodontais e lesões de mancha branca (Gorelick et al., 1982;

Mizrahi, 1983; Ogaard, 1989; Rosenbloom, Tinanoff, 1991; Eliades

et al., 1995; Petti et al., 1997; Ulukapi et al., 1997; Boersma et al.,

2005; Lovrov et  al., 2007; Pandis et  al., 2010; Julien et al., 2013;

Kirschneck et al., 2016).

Atualmente existe uma variedade muito grande de

bráquetes ortodônticos (metálicos, plásticos e cerâmicos

convencionais; autoligados metálicos e cerâmicos) que o ortodontista

pode eleger para o tratamento de seus pacientes. No entanto, devido

ao aumento da procura de tratamento ortodôntico por pacientes

adultos, ocorreu também uma maior exigência da estética por parte

do paciente  e a maior utilização de bráquetes cerâmicos e plásticos

(Jurela et al., 2013). Existem vários trabalhos comparando a

colonização bacteriana cariogênica e alterações periodontais nas

diferentes composições e desenhos de bráquetes e ligaduras metálicas

ou elásticas. Os autores são unânimes em afirmar que ocorre um

aumento significativo de micro-organismos cariogênicos quando é

instalado o aparelho ortodôntico fixo, independente do tipo de

bráquetes utilizados, podendo favorecer o aparecimento de lesões de

mancha branca, se não houver colaboração do paciente com a higiene

bucal (Ogaard et al., 1988a; Forsberg et al., 1991; Attin et al., 2005;

Ahn et al., 2007; Papaioannou et al., 2007; Ristic et al., 2007;
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Smiech-Slomkowska, Jablonska-Zrobek, 2007; Alves de Souza et al.,

2008; Pandis et al., 2008; Jurela et  al., 2013; Uzuner et al., 2014).

A desmineralização ao redor dos bráquetes é um efeito

adverso que é de grande relevância clínica, apesar dos modernos

avanços na prevenção da cárie dentária (Gorelick et  al., 1982;

Ogaard, 1989; Mitchell, 1992; Jordan, 1998; Lovrov et  al., 2007;

Bensen, 2008; Benham et al., 2009; Chapman et al., 2010; Guzman-

Armstrong et al., 2010; Tufekci et al., 2011; Bahoum et al., 2012;

Maxfield et al., 2012). Ela é conhecida como lesão de mancha branca

e pode ser vista após 4 semanas de tratamento com aparelhos

ortodônticos fixos (O'Reilly, Featherstone, 1987; Ogaard et  al.,

1988a; Tufekci et  al., 2011; Lucchese, Gherlone, 2013),

especialmente na região cervical e ao redor dos bráquetes (Gorelick et

al., 1982), se medidas preventivas não forem instituídas

(Featherstone, 2000) e dependendo das condições do hospedeiro (pH

da saliva muito ácido, alimentação cariogênica) (Alves et al., 2010).

Essas manchas brancas, ou lesões iniciais de esmalte estão presentes

em pacientes que estão em tratamento ortodôntico (Jordan, 1998),

principalmente com aparelhos fixos totais. Os dentes mais

vulneráveis à desmineralização são os incisivos superiores e

primeiros molares superiores permanentes. As três localizações de

maior risco para a desmineralização são as áreas cervicais, as regiões

localizadas abaixo das bandas e o esmalte adjacente aos bráquetes

colados (O'Reilly, Featherstone, 1987; Jordan, LeBlanc, 2002).

Ocorrem mudanças na flora bucal como a colonização aumentada de

Streptococcus mutans, agente etiológico primário de aparecimento da
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lesão de cárie, que tem a habilidade de degradar carboidratos

rapidamente, formando grande quantidade de ácido e promovendo a

diminuição de pH (Svensater et al., 2001; Papaioannou et  al., 2007;

Tufekci et  al., 2011).

Existem vários métodos que podem ser utilizados para

prevenir a desmineralização: técnica adequada de escovação, uso do

fio dental, uso de pastas dentais com baixa concentração de flúor e

alta frequência (Kirschneck et  al., 2016), bochechos fluoretados

(Benson et al., 2005; Chadwick et al., 2005), gel fluoretados

aplicados pelo profissional, soluções antimicrobianas para bochecho,

selamento de fóssulas e fissuras (Benham et  al., 2009; Shinaishin et

al., 2011), aplicação de vernizes fluoretados ao redor dos bráquetes

(Knosel et al., 2012; Nalbantgil et al., 2013; Kirschneck et  al., 2016),

vernizes de clorexedina (Beyth et al., 2003), utilização de escovas

elétricas, aparelhos com jatos de água para facilitar a remoção de

biofilme ou ainda, limpeza periódica profissional. Entretanto, muitos

destes métodos necessitam da colaboração do paciente, o que nem

sempre é conseguida. Vale ressaltar também, a importância da

orientação da dieta dos pacientes que se submetem ao tratamento

ortodôntico para a prevenção de lesões de manchas brancas e cáries

dentárias (Alves et  al., 2010).

Um método para eliminação de micro-organismos, foi

introduzido na medicina, nos anos 60, sendo inicialmente utilizado na

área de Oncologia e mais recentemente na Odontologia, tendo várias

denominações: terapia fotodinâmica (PDT, do inglês Photodynamic

Therapy), terapia fotoquímica, fototerapia, inativação fotodinâmica
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(PDI, do inglês Photodynamic Inactivation ), terapia de fotorradiação,

terapia antimicrobiana, quimioterapia fotodinâmica antimicrobiana

(PACT, do inglês Photodynamic Antimicrobial Chemotherapy),

desinfecção fotodinâmica ou ainda, fotossensibilição letal

(Wainwright et al., 1998; Takasaki et al., 2009; Rossoni et al., 2010;

Gursoy et al., 2013; Pereira et al., 2013).

A PDI é empregada em Odontologia no controle de

patógenos periodontais (Meisel, Kocher, 2005; Takasaki et  al., 2009;

Birang et al., 2015) e cariogênicos, fungos, vírus (Wilson, 2004),

desinfecção de canal radicular (Muhammad et al., 2015; Susila et al.,

2015), tratamento de algumas infecções bucais, tais como estomatite

induzida pelo uso de prótese total (Zanin et al., 2005; Wood et al.,

2006; Junqueira et al., 2009; Mima et al., 2012) e herpes labial

(Schindl, Neumann, 1999; Marotti et al., 2009; Sperandio et al., 2009;

Bello-Silva et al., 2010; Marotti et al., 2010) e pacientes

imunossuprimidos (AIDS, pós quimioterapia) (Tardivo et al., 2006;

Noro Filho et al., 2012; Kimura et al., 2015). Consiste em uma

técnica terapêutica que utiliza a aplicação de um fotossensibilizador

(F) tópico ou sistêmico que é ativado por uma luz visível com

comprimento de onda adequado, na presença de oxigênio. A

exposição do fotossensibilizador à luz resulta na formação de

espécies reativas de oxigênio, tais como o oxigênio singleto e radicais

livres, que podem causar danos ou morte celular (Ochsner, 1997;

Lima et al., 2009; Gursoy et  al., 2013). Deste modo, a PDI representa

uma alternativa de tratamento antibacteriano, antifúngico e antiviral,

especialmente para micro-organismos resistentes aos tratamentos
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convenvionais (Trindade et al., 2012). O seu uso como uma

modalidade terapêutica para o tratamento de infecções microbianas

localizadas, representa um campo promissor nas ciências da saúde

(Jori et al., 2006).

O uso da PDI para o tratamento de infecções apresenta

algumas importantes vantagens sobre os tratamentos terapêuticos

convencionais pois, além de promover uma ação antimicrobiana

efetiva sem o desenvolvimento de resistência microbiana, podem ser

utilizadas repetidas doses sem a necessidade de limitação da dose

total, não ocorrendo resistência com a repetição do tratamento

(Wainwright, Crossley, 2002; Konopka, Goslinski, 2007; Tavares et

al., 2010; Trindade et  al., 2012).

A eritrosina tem sido muito utilizada na Odontologia

para detecção de biofilme dentário e também como

fotossensibilizador porque não é tóxica e tem a aprovação para o seu

uso na clínica (Wood et  al., 2006; Allaker, Douglas, 2009). A

hematoporfirina IX é derivada da protoporfirina que é usada como

fotossensibilizador na PDI. Entretanto sua aplicação é limitada

devido à formação de  agregados e da baixa solubilidade em meio

fisiológico. Para estimular seu uso, foram feitas modificações na

molécula da protoporfirina IX para aumentar sua solubilidade em

meio fisiológico e estimular seu uso em PDI. Para isso foram

inseridas hidroxilas nas posições vinílicas 31 e 81 , a fim de produzir a

hematoporfirina IX, em meio ácido e básico e para potencializar seu

rendimento global (Rossi et al., 2008; Uchoa et al., 2010). O LED

azul usado como fonte de luz na PDI deste trabalho, é comumente
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utilizado nos consultórios odontológicos para polimerização de

resinas compostas e mais recentemente para clareamento dentário,

tendo algumas vantagens quando comparado ao laser, como o baixo

custo e simplicidade de configuração e uso (Zanin et  al., 2005;

Wilson, Patterson, 2008). Além do mais, não existem trabalhos na

literatura descrevendo os efeitos da PDI com a hematoporfirina e o

LED azul em culturas planctônicas e biofilme de Streptococcus

mutans.

A possibilidade de desenvolver um protocolo de fácil

aplicação clínica, com vantagens sobre os tratamentos convencionais

e de controle pelo profissional na atividade de micro-organismos

sobre o esmalte dentário em portadores de aparelhos ortodônticos

fixos, muito nos estimulou a buscar conhecimento para tal.
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2 REVISÃO DE LITERATURA

A revisão de literatura foi dividida em tópicos para

facilitar a compreensão do leitor em: bráquetes ortodônticos, lesões

de mancha branca; Streptococcus mutans; biofilme; inativação

fotodinâmica; fotossensiblizador (eritrosina; hematoporfirina IX) e

fonte de luz.

2.1 Bráquetes ortodônticos

Os bráquetes ortodônticos desempenham um papel

importante na desmineralização do esmalte (Pandis et  al., 2010)

porque eles propiciam superfícies retentivas adicionais para as

bactérias bucais e tornam mais difícieis os procedimentos tradicionais

de higiene bucal (Smiech-Slomkowska, Jablonska-Zrobek, 2007).

Como resultado do exposto, os aparelhos ortodônticos fixos podem

mudar o meio ambiente bucal, aumentando o acúmulo de biofilme e

de bactérias acidogênicas, alterando o fluxo e a capacidade tampão da

saliva e diminuindo o pH (Chang et al., 1999; Tufekci et  al., 2011).

As mudanças do meio ao redor dos bráquetes podem

contribuir significantemente para o desenvolvimento de
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desmineralização do esmalte dentário e inflamação periodontal

(O'Reilly, Featherstone, 1987; Atack et al., 1996; Ristic et  al., 2007;

Paschoal et al., 2015).

O material que o bráquete é feito pode ter um papel

importante no grau de adesão bacteriana, na formação de biofilme,

tanto quanto nos fatores predisponentes de desenvolvimento de cárie.

A adesão inicial das bactérias às superfícies sólidas é devido,

principalmente, às interações eletrostáticas e hidrofóbicas. As regiões

com alta energia livre de superfície, atraem mais facilmente bactérias

como S. mutans (van Dijk et al., 1987). Em um estudo de 1995

(Eliades et  al., 1995), o aço inoxidável apresentou a maior tensão

superficial crítica, podendo ser esperado que tenha uma maior

capacidade de retenção de biofilme. Os bráquetes ortodônticos

metálicos são responsabilizados por induzir mudanças específicas no

meio ambiente bucal tais como, redução dos níveis de pH, maior

acúmulo de biofilme e aumento da colonização por S. mutans. Porém,

um trabalho realizado sobre as possíveis diferenças na afinidade

inicial de adesão de bactérias em bráquetes metálicos, cerâmicos e

plásticos, ao longo do tempo, foi inconclusivo (Papaioannou et  al.,

2007). Portanto, é difícil fazer uma avaliação clara, se realmente os

bráquetes metálicos têm um maior efeito cariogênico quando

comparados aos bráquetes plásticos ou cerâmicos (Fournier et al.,

1998; Ahn et al., 2002).

Um importante fator para a colonização das

superfícies duras existentes na cavidade bucal é a película adquirida

que pode se formar tanto nas superfícies dentárias, como também na
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mucosa bucal (Bradway et al., 1989), restaurações, próteses

(Edgerton, Levine, 1992; Shahal et al., 1998), implantes de titânio

(Edgerton et al., 1996) e aparelhos ortodônticos (Lee et al., 2001).

Portanto, a adesão dos micro-organismos bucais à superfície dos

bráquetes é influenciada em grande parte, pelas interações entre os

componentes salivares da película e as propriedades dos diferentes

micro-organismos, além dos padrões de aderência das bactérias sobre

os diferentes tipos de bráquetes ortodônticos (Ahn et  al., 2002).

O desenho complexo dos aparelhos ortodônticos fixos

e acessórios utilizados como arcos e ligaduras elásticas e/ou

metálicas, ligaduras elásticas em corrente (alastics) promovem o

desenvolvimento e maior retenção de biofilme supragengival devido

à redução da eficiência da autolimpeza e maior dificuldade de higiene

bucal satisfatória (Smiech-Slomkowska, Jablonska-Zrobek, 2007). O

biofilme supragengival forma um reservatório complexo de cepas de

bactérias cariogênicas e é um fator predisponente para

desmineralização do esmalte e cárie dentária (Ahn et  al., 2007). A

adesão microbiana e maturação do biofilme nos pacientes

ortodônticos dependem de diferentes variáveis, tais como, o material

e desenho dos bráquetes, proximidade entre o sulco gengival e

bráquetes, área de superfície do esmalte vestibular em relação ao

bráquete, posição dos dentes na arcada dentária, material que une os

bráquetes aos arcos metálicos (ligaduras metálicas, elásticas) e

principalmente, os hábitos individuais de higiene bucal e dieta

(Papaioannou et  al., 2007; Alves et  al., 2010).

Alguns estudos provaram que a instalação de
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aparelhos ortodônticos fixos favorece o aumento do número de

estreptococos (Sandham et al., 1992; Pandis et  al., 2010). Entre eles,

S. mutans e S. sobrinus foram reconhecidos como principais micro-

organismos causadores da cárie dentária (Ahn et  al., 2007).

Como a procura por bráquetes cerâmicos e plásticos

cresceu muito na última década devido ao aumento da demanda por

estética durante o tratamento ortodôntico, foi realizado um estudo

(Jurela et  al., 2013) para identificar as possíveis variações no padrão

de adesão de S. mutans e S sobrinus sobre os diferentes tipos de

bráquetes, a fim de diminuir o risco de possíveis efeitos secundários

de tal terapia. Os pesquisadores concluíram que o número de

unidades formadoras de colônias de S. mutans e S sobrinus em

amostras de saliva estimulada não foi significativamente diferente

entre os pacientes com bráquetes de aço inoxidável e de plástico.

Entre os diferentes tipos de bráquetes, os bráquetes

autoligados (bráquetes que dispensam os amarrilhos elásticos que os

prendem ao arco, pois possuem um dispositivo que abre e fecha,

prendendo o fio em seu interior) deveriam ter melhores resultados no

quesito saúde periodontal devido à ausência de ligaduras e formato

com menos retenções. No entanto, alguns estudos (Pandis et  al.,

2008; Garcez et al., 2011) mencionam que, na realidade, esta

vantagem teórica pode ser eliminada pois os bráquetes autoligados

possuem mecanismos de abertura e fechamento que propiciam locais

adicionais de retenção de biofilme e acúmulo de tártaro (Ogaard et

al., 1988a; Forsberg et  al., 1991; Attin et  al., 2005; Ahn et  al., 2007;

Papaioannou et  al., 2007; Ristic et  al., 2007; Alves de Souza et  al.,
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2008; Pandis et  al., 2010; Jurela et  al., 2013).

Alguns pesquisadores concluíram que as ligaduras

elásticas dos bráquetes convencionais causam um maior acúmulo de

biofilme e inflamação periodontal quando comparadas aos bráquetes

autoligados (Turkkahraman et al., 2005; Pellegrini et al., 2009; Lara-

Carrillo et al., 2010), enquanto outros autores reportaram não haver

diferança significativa (Pandis et  al., 2010). Uzener e colaboradores

reportaram não haver diferença significativa entre os bráquetes

metálicos convencionais com ligaduras metálicas e bráquetes

metálicos autoligados em relação à colonização microbiana e

condição periodontal (Uzuner et  al., 2014).

2.2 Lesão de mancha branca

A descalcificação de esmalte ou lesão de mancha

branca é um problema frequente encontrado na prática ortodôntica,

podendo acometer até 96% dos pacientes ortodônticos (Gorelick et

al., 1982; Mizrahi, 1982; Mitchell, 1992; Chang et al., 1997; Ogaard

et al., 2001; Chapman et  al., 2010; Tufekci et  al., 2011; Julien et  al.,

2013), apesar de ser um assunto muito estudado na literatura (Jordan,

1998; Benham et  al., 2009; Guzman-Armstrong et  al., 2010; Chen et

al., 2013; Kirschneck et  al., 2016) para a sua prevenção.

As lesões de mancha branca desenvolvem-se em áreas

associadas aos aparelhos ortodônticos, tais como nas proximidades
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das bandas, bráquetes, arcos, ligaduras metálicas e elásticas. Além

disso, a maioria dos pacientes ortodônticos são adolescentes com

higiene bucal deficiente e dieta cariogênica, o que possibilita o

acúmulo de biofilme e favorece a desmineralização do esmalte

(Gorelick et  al., 1982).

O tratamento ortodôntico é associado ao aumento da

desmineralização do esmalte devido ao acúmulo de biofilme ao redor

dos bráquetes (Gwinnett, Ceen, 1979) e do desenvolvimento de um

ambiente bacteriano mais cariogênico (Corbett et al., 1981; Mattingly

et al., 1983), o que causa uma mudança quantitativa e qualitativa do

biofilme (Pender, 1986). Após a colagem dos bráquetes, o lugar mais

frequente de ocorrer a desmineralização em pacientes ortodônticos é

o terço médio e cervical das faces vestibulares dos dentes (Mizrahi,

1982), deslocando assim a tendência de desmineralização das faces

interproximais para as superfícies vestibulares dos dentes, bem como

das regiões posteriores para as anteriores da boca (Zachrisson,

Zachrisson, 1971; Zachrisson, 1975).

O aumento de nichos de retenção de biofilme criados

pelos aparelhos ortodônticos, torna a higiene bucal um grande

desafio, resultando em elevados níveis de S. mutans (Scheie et al.,

1984) e diminuição do pH do biofilme (Chatterjee, Kleinberg, 1979).

As lesões de mancha branca são lesões de cárie

iniciais de superfície lisa que ocorrem quando o ambiente ácido

promove uma desmineralização subsuperficial. Sob uma superfície

hipermineralizada intacta, o conteúdo mineral abaixo do corpo da

lesão produz um índice de refração alterado, relativo ao esmalte
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sadio, resultando clinicamente em uma antiestética lesão branca

(Bensen, 2008).

A etiologia das lesões de mancha branca, pode

portanto, estar vinculada a um efeito colateral negativo dos aparelhos

ortodônticos com bráquetes, extensamente descrito na literatura

(Ogaard et  al., 1988a; Melrose et al., 1996; Benson et al., 1999;

Chapman et  al., 2010; Tufekci et  al., 2011; Julien et  al., 2013).

Além do problema estético, especialmente nos dentes anteriores

(Knosel et al., 2007), as lesões de mancha branca devem ser

consideradas um estágio inicial da doença cárie, caracterizado por

uma camada subsuperficial de esmalte com uma acentuada

desmineralização (Palamara et al., 1986). É um processo que ocorre

rapidamente (Ogaard et al., 1988b), dentro de 4 semanas (Gwinnett,

Ceen, 1979), podendo piorar o seu estado se não forem

implementadas medidas preventivas (Featherstone, 2000).

Acreditava-se que as lesões de mancha branca iriam se

recuperar com a remineralização natural através da saliva, após o

aparelho ortodôntico ser removido e restaurada a higiene bucal

(Ogaard et  al., 1988b). Entretanto, a simples remoção do biofilme

não é suficiente para se conseguir a completa reparação das lesões de

mancha branca, sendo que alguns pontos secundários permanecem

após a retirada dos aparelhos e podem durar de 5 a 12 anos (Ogaard,

1989; Shungin et al., 2010). A remineralização natural com a saliva,

que envolve ganho mineral através da camada superficial das lesões

de mancha branca, tem pouca melhora na estética e nas propriedades

estruturais nas lesões mais profundas (Cochrane et al., 2010).
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O dia da retirada do aparelho fixo é aguardado com

muita expectativa pelo paciente, pais e ortodontista. Entretanto, as

lesões de mancha branca podem diminuir a qualidade dos resultados

do tratamento ortodôntico e causar frustração nos pacientes, pais e

profissonais da Odontologia envolvidos no tratamento (Maxfield et

al., 2012).

Os autores de uma revisão sistemática sobre o efeito

dos agentes remineralizantes usados atualmente nas lesões de mancha

branca, após o tratamento ortodôntico, concluíram que não existem

evidências confiáveis que suportem a efetividade dos agentes

remineralizantes atuais para o tratamento pós ortodôntico destas

lesões (Chen et  al., 2013). E ainda, a frequência do aparecimento das

lesões de mancha branca nos pacientes ortodônticos, aponta a

necessidade de reavaliação dos protocolos de prevenção (Maxfield et

al., 2012). Portanto, existe a carência de meios efetivos que evitem o

aparecimento de tais lesões durante o tratamento ortodôntico e a

inativação fotodinâmica poderá ser utilizada para este fim, se forem

feitos estudos a este respeito.

2.3 Streptococcus mutans

Após ter comprovado seu potencial de indução de

cárie em modelos animais, considerável número de investigações

encontra-se descrito na literatura (Fitzgerald et al., 1960; Fitzgerald,
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Keyes, 1960). A associação de S. mutans com a cárie dentária foi

relatada pela primeira vez por Clarke (Clarke, 1924), que isolou o

micro-organismo de lesões de cárie.

Em um artigo de revisão sobre a terapia

fotodinâminca antibacteriana para cárie dentária, os autores afirmam

que nos 18 artigos analisados, S. mutans foi a bactéria mais estudada,

pois é a principal espécie relacionada à cárie dentária (Nagata et al.,

2012).

Os principais micro-organismos associados ao

desenvolvimento inicial da cárie dentária são estreptococos do grupo

mutans (particularmente, S. mutans e S. sobrinus) e as espécies de

lactobacilos (van Houte, 1994), estreptococos do grupo salivarius (S.

salivarius, S. vestibularis) e S. parasanguinis, assim também como

lactobacilos (L. gasseri, L. johnsonii, L. casei, L. paracasei) e

espécies Veillonella (V. atypica, V. dispar, V. parvula) (Marsh, 2003;

Gross et al., 2010; Marsh et al., 2011; Gross et al., 2012).

Aproximadamente 20% das bactérias bucais são estreptococos

(Schachteie et al., 2007). Para uma eficiente colonização das

superfícies, estas bactérias necessitam, primeiramente, aderir-se aos

dentes e formar o biofilme. Neste processo inicial os estreptococos do

grupo mutans (especialmente S. mutans) assumem a parte essencial

através da geração de polímeros de glucano enquanto outros

estreptococos bucais participam (Nishimura et al., 2012; Koo et al.,

2013).

S. mutans são bactérias Gram-positivas, anaeróbios

facultativos ou estritos, catalase e oxidase negativos e colonizam a
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maioria da população humana do mundo (Becker et al., 2002;

Mitchell, 2003). Eles medem de 0,5 a 0,75 µm de diâmetro, são

agrupados aos pares ou em cadeias, habitando as superfícies dos

dentes, com capacidade de produzir um ambiente ácido e de formar

um biofilme espesso. Requerem meios nutricionalmente ricos, com

sangue ou soro para o seu crescimento, sendo 37 ºC a sua temperatura

ótima de crescimento e o pH na faixa de 7,4 a 7,6.(Gold et al., 1973;

Grande et al., 2015; Zvanych et al., 2015). O crescimento é

estimulado pela presença de CO2 (crescimento capnofílico). Estas

bactérias formam colônias pequenas, fortemente aderidas ao meio de

cultura e com bordas irregulares quando em meio de cultura Ágar

Mitis Salivarius (Gold et  al., 1973).

A habilidade de S. mutans formar biofilme é devido,

principalmente, à secreção de glucosiltransferases que formam

polissacarídeos. Estes possuem propriedades de adesão nas

superfícies duras e são um fator de virulência significativa no início

da cárie dentária, em superfícies lisas do esmalte e do cemento

(Hamada, Slade, 1980; Loesche, 1986; Almeida et al., 2002;

Kalesinskas et al., 2014). As enzimas extracelulares catalizam a

transferência de glucosil a partir da sacarose para uma cadeia

crescente de glucano. A colônia de bactéria produz ácidos

metabólicos que podem desmineralizar a superfície dentária

(Devulapalle et al., 1997).

S. mutans é considerado o principal patógeno causador

da cárie dentária humana (Loesche, 1986). Normalmente existe como

um membro regular da comunidade do biofilme dentário maduro,
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entretanto sob certas circunstâncias, pode tornar-se dominante e

causar a cárie dentária (Marsh, 2003). É particularmente eficaz na

produção de ácidos provenientes da dieta rica em carboidratos, sendo

tolerante aos ácidos e podendo crescer e continuar  a realizar a

glicólise em valores baixos de pH. Esta diminuição do pH do

biofilme bucal provoca danos significativos aos tecidos mineralizados

dos dentes, podendo causar a cárie dentária se medidas preventivas

não forem introduzidas (Schachtele, Jensen, 1982; Loesche, 1986;

Banas, 2004).

S. mutans são frequentemente isolados das cavidades

de lesões de cárie, induzem a formação de cárie em animais

alimentados com uma dieta rica em sacarose, são altamente

acidogênicos e acidúricos (Hamada, Slade, 1980; Gorelick et  al.,

1982). Essas bactérias são capazes de produzir antígenos de

superfície I/II e glucano que é insolúvel em água, promovendo a

adesão à superfície dentária e à outras bactérias (Tavares et  al.,

2010). Uma revisão sistemática da literatura realizada por Tanzer et

al. (Tanzer et al., 2001), confirma o papel principal de S. mutans no

aparecimento da cárie dentária em superfícies de esmalte e raiz.

2.4 Biofilme

O biofilme dentário é formado pela agregação de

micro-organismos mantidos juntos por uma matriz polissacarídea
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(Ahn et al., 2008). Podem ser encontradas mais de 500 espécies

bacterianas nesse biofilme, ocorrendo um alto nível de interação entre

elas, que são essenciais para o desenvolvimento e maturação do

mesmo. A interação inclue contato físico, trocas metabólicas,

pequenos sinais de comunicação mediada por molécula e troca de

material genético, que beneficia o micro-organismo, aumenta a sua

resistência à defesa do hospedeiro e potencializa a sua virulência

(Mahajan et al., 2013).

O biofilme é uma comunidade de bactérias bucais

unidas por uma matriz de polissacarídeos aderidas à superfície

dentária (Mattingly et  al., 1983; Marsh et  al., 2011). Ele contém

glucano insolúvel em água (10 a 20% de peso seco), frutano (1 a 2 %

de peso seco), proteínas bacterianas e salivares (~40% do peso seco),

variável quantidade de lipídios, cálcio, fósforo, magnésio, fluoreto e

em condições in situ, água até 80% (Bowen, Koo, 2011). Estão

presentes no biofilme dentário: polissacarídeos, células epiteliais

descamadas, leucócitos, enzimas, sais minerais, glicoproteínas

salivares, proteínas, pigmentos e restos alimentares (Jorge, 2012). A

complexidade da microbiota do biofilme dentário revela grande

diversidade e os estreptococos do grupo mutans (alfa-hemolíticos)

são reconhecidos como os principais produtores da matriz rica em

polissacarídeos extracelulares (Núnez et al., 2013). Estes são

compostos principalmente de glucanos insolúveis em água, derivados

da interação da glucosiltransferase com a sacarose e hidrolisados do

amido (como a maltose). É importante salientar que a densidade da

matriz polissacarídea aumenta com a exposição do biofilme
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bacteriano à sacarose. Na verdade, o amido, que também está

presente nos alimentos, acelera este processo (Klein et al., 2010).

Os glucanos são polissacarídeos compostos pela

repetição de unidades de glicose que são sintetizadas a partir da

sacarose pela ação enzimática da glucosiltransferase e podem ou não

ser solúveis em água (Paes Leme et al., 2006; Bowen, Koo, 2011;

Nishimura et  al., 2012). Eles servem como uma matriz para o

biofilme com várias funções:  promovem a aderência e acúmulo

adicional bacteriano sobre o dente; fornecem uma carcaça estrutural

para o biofilme; e aumentam a acidogenicidade da matriz do biofilme

(Paes Leme et  al., 2006; Bowen, Koo, 2011).

A formação do biofilme na superfície dentária é um

processo com vários estágios, segundo Bowen e Koo (2011). No

primeiro estágio, as proteínas salivares são seletivamente aderidas à

hidroxiapatita do esmalte, incluindo as proteínas ricas em prolina, α-

amilase, lisozima, histatina, peroxidase, estatina e mucina. Esta

camada inicial de material é denominada de película adquirida, na

qual as bactérias e suas glucosiltransferases aderem-se.

No segundo estágio, as enzimas glucosiltransferases C

secretadas por S. mutans, são aderidas e inseridas na película e

promovem a adesão da bactéria e proteínas glucosiltransferases B.

Vale salientar que as enzimas glucosiltransferases B produzidas por

S. mutans podem também se aderir em outras superfícies bacterianas,

envolvendo bactérias que não expressam a glucosiltransferase (por

exemplo: Actinomyces viscosus, Lactobacillus casei).

No estágio 3, as enzimas glucosiltransferases B e C de
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S. mutans aderidas às superfícies, pronta e rapidamente, utilizam a

sacarose para gerar glucanos insolúveis e parcialmente solúveis em

água. As enzimas glucosiltransferases D contribuem neste processo

sintetizando os glucanos solúveis em água, que são utilizados como

iniciadores para glucosiltransferases B, aumentando, assim, toda a

produção de polissacarídeos extracelulares. Em paralelo, se o amido

está disponível no microambiente, pode ser digerido pela α-amilase,

gerando maltose, maltotriose e outros oligossacarídeos.

Durante o estágio 4, as proteínas de ligação e glucanos

de S. mutans, tanto quanto outros agregados de bactérias ligados às

moléculas de glucano, formam uma adesão bacteriana mais forte e

consequentemente, o desenvolvimento de microcolônias na superfície

do esmalte dentário. Além disso, as glucosiltransferases secretadas

por outras espécies estreptocócicas, acompanhadas pelas de S. mutans

auxiliam na síntese de glucanos, a partir da sacarose e contribuem

para a maturação do biofilme (Bowen, Koo, 2011).

2.5 Inativação fotodinâmica

Há uma crescente necessidade de abordagens e

alternativas inovadoras para a redução da população bacteriana e uma

solução com muito potencial é a Inativação Fotodinâmica (PDI). É

um processo terapêutico, envolvendo a combinação de uma luz não

prejudicial, no correto comprimento de onda e agentes fotossensíveis
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não tóxicos, chamados fotossensibilizadores (Wainwright, 1998). O

processo fotodinâmico é composto por um protocolo de dois passos,

no qual as células alvo são expostas a um fotossensibilizador e

irradiadas com uma luz com efeito não térmico ou sem efeito térmico,

no comprimento de onda com máxima absorção para o

fotossensibilizador utilizado. Com isto ocorre a produção de espécies

reativas de oxigênio, tais como oxigênio singleto e radicais livres que

podem danificar os componentes essenciais das células, tais como a

membrana plasmática e DNA, ou modificar as atividades metabólicas

de uma maneira irreversível, causando, assim, a morte celular seletiva

(Figura 1) (Ochsner, 1997; Lima et  al., 2009; Gursoy et  al., 2013).

Figura 1 - Mecanismo de ação da terapia fotodinâmica. Um fotossensibilizador é
associado a um micro-organismo (1), é exposto a uma fonte de luz de apropriado
comprimento de onda (2) e é ativado a um estágio de excitação (3). O fotossensibilizador
transfere energia da luz para o oxigênio molecular (4), gerando oxigênio singleto e
radicais livres (5) que são citotóxicos para as células (6) (Soukos, Goodson, 2011).
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Existem duas classes de espécies reativas de oxigênio

(do inglês reactive oxygen species – ROS), uma criada através da

transferência de elétrons (reação do tipo I) e a outra pela transferência

de energia (reação do tipo II). A transferência do elétron para o O2

pode produzir superóxidos, peróxido de hidrogênio e radicais

hidroxila. Na reação do tipo II, a transferência de energia para o O2

resulta em formação de oxigênio singleto (1O2) (Kübler, 2005;

Wilson, Patterson, 2008). Os tipos I e II dependem de vários

parâmetros, sendo os mais importantes, o fotossensibilizador usado e

a concentração do oxigênio (Ochsner, 1997).

Quando as células que serão atingidas com esta

técnica são micro-organismos patogênicos é denominada inativação

fotodinâmica (PDI) (O'Riordan et al., 2006) ou terapia antimicrobiana

(a-PDT, do inglês antimicrobial Photodynamic Therapy),

fotossensibilização letal (Wilson, 2004) ou na área odontológica

desinfecção foto-ativada (PAD, do inglês Photo-Activated

Disinfection) (Bergmans et al., 2008). É uma técnica localizada, não

térmica e não invasiva, utilizada para diminuir a contaminação de

determinados micro-organismos nas infecções bucais mas não causar

danos às células humanas (Suci et al., 2010; Baptista et al., 2012;

Longo et al., 2012). Alguns estudos ilustram que a aPDT tem um

forte efeito em bactérias bucais Gram-positivas e negativas, quando

são usados diferentes fotossensibilizadores e fontes de luz (George et

al., 2009; Mang et al., 2012).

A eficiência da PDI é dependente de vários fatores,

tais como comprimento de onda e sua interação com o
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fotossensibilizador, potência de saída, duração do tempo de

irradiação, diâmetro do feixe, modo de operação da fonte de luz

(contínua ou pulsada) e convergência do feixe (focado ou difuso)

(Wilson, 1993).

2.6 Fotossensibilizador

Do ponto de vista da interação entre bactéria e

fotossensibilizador, a efetividade da terapia fotodinâmica está

relacionada a três fatores principais: a) capacidade do

fotossensibilizador interagir com a membrana bacteriana; b)

capacidade de penetração e ação do fotossensibilizador dentro da

célula, e c) formação de espécies reativas de oxigênio ao redor da

célula bacteriana, através da iluminação do fotossensibilizador

(Nagata et  al., 2012).

Os fotossensibilizadores devem ter as seguintes

propriedades: elevado coeficiente de absorção na região do espectro

de excitação da luz; um estado tripleto de energia apropriada para

permitir transferência de energia suficiente para o oxigênio no estado

fundamental; alto rendimento quântico para o estado tripleto e alto

ciclo de vida no estado tripleto, pois a eficiência do

fotossensibilizador é dependente das propriedades fotofísicas em seu

menor estado tripleto de excitação e alta fotoestabilidade (DeRosa,

Crutchley, 2002).
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O mecanismo de ligação da membrana celular é

diferente nas bactérias Gram-positivas e Gram-negativas (Nitzan et

al., 1992). Esta diferença pode ser explicada pelas variações

estruturais de suas paredes celulares, hidrofobicidade e efeitos de

carga do fotossensibilizadores. As bactérias Gram-negativas

apresentam uma parede celular complexa formada por bi-camadas

lipídicas que funcionam como uma barreira física e funcional entre as

células e o meio ambiente, enquanto que as células Gram-positivas (a

exemplo de S. mutans) têm uma membrana delgada que é

relativamente permeável (Minnock et al., 2000; Maisch et al., 2004;

Maisch, 2007; Nagata et  al., 2012). É possível que esta camada

porosa de peptideoglicanos e ácidos lipoteicoicos da parede celular

das espécies Gram-positivas permita a difusão do fotossensibilizador,

dando assim amplo acesso à membrana citoplasmática (Konopka,

Goslinski, 2007; Dai et al., 2009).

Além das diferenças estruturais citadas acima, a carga

do fotossensibilizador pode influenciar na inativação de espécimes

Gram-positivos e Gram-negativos. Em geral, é aceito que no pH

fisiológico, compostos neutros ou aniônicos, tais como rosa bengala,

eritrosina, eosina, derivados da porfirina (Photofrin®, Photosan® e

Photogem®) ligam-se eficientemente e inativam as bactérias Gram-

positivas. Entretanto, nas bactérias Gram-negativas eles se ligam de

certa maneira à membrana externa, mas não as inativam tão

eficientemente após a iluminação. Em contraste, os

fotossensibilizadores catiônicos, como azul de metileno e azul de

toluidina são capazes de inativar bactérias Gram-positivas e negativas
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(Nagata et  al., 2012).

Um outro mecanismo da terapia fotodinâmica é a

penetração do fotossensibilizador e ação dentro da célula. Isto é

possível devido a hidrofilicidade e solubilidade dos corantes, que

determinam a rapidez que eles cruzam a parede celular (Usacheva et

al., 2001). A bactéria Gram-positiva protege a membrana

citoplasmática com uma parede espessa, multicamada de

peptideoglicano que bloqueia a passagem de componentes

hidrofóbicos devido a presença de aminoácidos e açúcares no interior

da membrana celular. Portanto, somente componentes hidrofílicos

penetram nesta parede (Schaechter et al., 2002).

Em geral, os corantes podem ter um caráter mais

hidrofílico ou hidrofóbico, ou ainda pode ser anfifílico. A literatura

considera que rosa bengala, azul de metileno e azul de toluidina

apresentam caráter anfifílico, sendo que rosa bengala mais

hidrofóbico, enquanto que o azul de metileno e azul de toluidina mais

hidrofílico (Wainwright, Giddens, 2003). A eritrosina é considerada

hidrofílica e a ftalocianina e os derivados da porfirina (Photofrin®,

Photosan® e Photogem®), hidrofóbicos. Quando as bactérias

estudadas forem Gram-positivas, os melhores resultados esperados

serão com os fotossensibilizadores hidrofílicos. Considerando o fato

de que a eritrosina é o fotossensibilizador mais hidrofílico e que a

bactéria Gram-positiva permite maior penetração deste corante,

parece ser o mais indicado para a PDI (Nagata et  al., 2012).

Além da capacidade do fotossensibilizador se ligar à

membrana bacteriana e penetrar em seu interior, há relatos de
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inativação de bactérias em que o fotossensibilizador não penetra ou

nem entra em contato com as células para ser efetivo. De acordo com

alguns autores, se uma quantidade suficiente de oxigênio singleto

pode ser gerada próxima às membranas externas das bactérias, será o

suficiente para causar danos às estruturas vitais (Dahl et al., 1987).

O tempo de vida do oxigênio singleto é altamente

dependente do meio ambiente e quando em solução, varia com a

natureza do solvente. Em água, seu tempo de vida é por volta de 4 µs

e em sistemas biológicos, extremamente menor, menos de 0,04 µs

(Ochsner, 1997) o que reduz seu raio de ação para, aproximadamente,

0,02 µs (Dougherty et al., 1998). A quantidade de oxigênio singleto

gerado pelas reações fotodinâmicas é muito importante e varia  de

acordo com cada corante. Esta quantidade é medida pelo rendimento

quântico do oxigênio singleto. Autores relatam a produção de

oxigênio e o menor ao maior rendimento quântico para os derivados

da ftalocianina (0,56), azul de metileno (0,59), azul de toluidina

(0,60), eritrosina (0,63), rosa bengala (0,76) e derivados da

hematoporfirina, como o Photofrin® (0,83) (DeRosa, Crutchley,

2002). Quanto maior for o rendimento quântico, maior a produção de

oxigênio singleto e, consequentente, maior a eficácia fotodinâmica

(Nagata et al., 2012).

O uso de fotossensibilizadores com baixa

concentração resulta em baixa toxicidade, alta solubilidade e

prevenção de manchamento dentário (Nagata et  al., 2012), de

restaurações estéticas e/ou de bráquetes estéticos.

Portanto, a escolha do fotossensibilizador apropriado
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deve considerar todos os aspectos citados acima, mas o mais

importante nesta escolha parece ser a característica estrutural da

membrana bacteriana alvo (Gram-positiva ou negativa) para que o

corante possa ser mais efetivo (Nagata et  al., 2012).

2.6.1 Eritrosina

A eritrosina é um composto cíclico do grupo xanteno

que contem três anéis aromáticos, em um arranjo linear e um átomo

de oxigênio no centro do anel (Figura 2). Absorve luz no espectro

visível (450-550 nm) (Metcalf et al., 2006; Wood et  al., 2006) e sua

capacidade de iniciar reações fotoquímicas está bem documentada

(Metcalf et  al., 2006; Wood et  al., 2006; Costa et al., 2010; Pereira

et  al., 2013; Habiboallah et al., 2014; Yassunaka et al., 2015).

Eritrosina ou tetraiodofluoresceína (Vermelho ácido

51) é um corante rosa-cereja, cuja fórmula química é C20H8I4O5.

Normalmente comercializada na forma do sal sódico, é um derivado

da fluorona. É usada principalmente como corante de alimentos, em

tintas de impressão e como corante biológico.  Na área odontológica é

utilizada na produção de soluções e pastilhas para evidenciação de

biofilme. A eritrosina apresenta vantagens sobre os outros

fotossensibilizadores em desenvolvimento, pois é utilizada com

frequência para prevenção de cárie e doenças periodontais, e seu uso

na cavidade bucal tem total aprovação dos órgãos da saúde (Metcalf
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et  al., 2006; Wood et  al., 2006).

A eritrosina é um fotossessibilizador aniônico e

hidrofílico que é muito utilizado na inativação fotodinâmica de

bactérias Gram-positivas (Metcalf et  al., 2006; Costa et  al., 2010;

Lee et al., 2012; Nagata et  al., 2012; Pereira et  al., 2013). No

entanto, pesquisadores têm mostrado resultados promissores em

bactérias Gram-negativas (Habiboallah et  al., 2014; Silva et al.,

2015).

Costa et al. (2010) realizaram um estudo pioneiro de

inativação fotodinâmica em cultura planctônica de S. mutans

utilizando eritrosina, rosa bengala e LED azul e obtiveram redução

bacteriana de 6,86 log10 com o fotossensibilizador rosa bengala e 5,16

log10 com a eritrosina, quando comparado com o grupo sem

tratamento, nos parâmetros utilizados. A concentração dos

fotossensiblizadores foi de 2 µM, a menor concentração da eritrosina

encontrada na literatura para inativação de cultura planctônica.

Outros autores utilizaram outras concentrações, variando de 5 µM

(Pereira et  al., 2013) na inativação de biofilme de S. mutans e S.

sanguinis, 22 µM para S. mutans (Metcalf et  al., 2006; Wood et  al.,

2006) e Porphyromonas gingivalis e Fusobacterium nucleatum

(Habiboallah et  al., 2014). Entretanto, no estudo de Rossoni e

colaboradores (2010) que comparou a eficácia de dois

fotossensibilizadores, eritrosina e rosa bengala a 50 µM, na

inativação de cepas enterobacterianas, não obteve redução de

UFCs/mL com a eritrosina. As cepas estudadas foram sensíveis à

terapia fotodinâmica com o rosa bengala, nos parâmetros utilizados
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no trabalho.

Figura 2 - Estrutura química e espectro de absorção do fotossensibilizador eritrosina
(Costa et al., 2011).

2.6.2 Hematoporfirina IX

Os derivados da hematoporfirina, juntamente com

suas marcas comerciais Photofrin®, Photosan®, Photogem® e

Photocarcinorin® têm um importante lugar na história na fototerapia

dos tumores. Eles formaram a primeira geração de

fotossensibilizadores. As primeiras observações da PDT foram feitas

com estes materiais e a primeira autorização para uso clínico foi feita

em favor do Photofrin® (Bonnett, 1995).

A hematoporfirina IX (H) é derivada da protoporfirina

que ocorre naturalmente na hemoglobina, citocromo c e outras
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moléculas biologicamente relevantes. No entanto, a aplicação da H é

limitada devido à formação de agregados e da baixa solubilidade em

meio fisiológico. Algumas modificações foram feitas por alguns

pesquisadores, para melhorar a solubilidade, aumentar o rendimento

global em até 70% e estimular seu uso na PDI. Para isto foram

inseridos grupos hidroxilas nas posições vinílicas 31 e 81 para

produzir a hematoporfirina IX (C34H36N4O6Na2), na forma de sal de

sódio (Rossi et  al., 2008; Uchoa et  al., 2010).

As porfirinas são heterociclos aromáticos formados

por quatro unidades pirrólicas unidas. Apresentam bandas de

absorção na região do visível e baixa solubilidade em solventes

orgânicos e água. Estes compostos possuem, em geral, uma banda de

maior intensidade na região de 400 nm, denominada banda soret ou

banda B (Figura 3), e outras de menor intensidade localizadas em

maiores comprimentos de onda (500-650 nm - bandas Q) (Bonnett,

2000). Os derivados da hematoporfirina, juntamente com suas marcas

comerciais Photofrin®, Photosan®, Photogem®, são

fotossensibilizadores hidrofóbicos (Nagata et. al, 2012).
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Figura 3 - Estrutura química e espectro de absorção do fotossensibilizador
hematoporfirina IX (Uchoa et  al., 2010).
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2.7 Fonte de luz

O requisito básico das  fontes de luz na PDI é que elas

devem coincidir com o espectro de ativação (espectro de absorção

eletrônico) do fotossensibilizador, geralmente o comprimento de onda

de pico mais longo. A literatura apresenta três classes principais de

fontes de luz para uso clínico em PDI: o laser, LED e lâmpadas

halógenas. O laser tem algumas vantagens como a

monocromaticidade e alta eficiência de acoplamento em fibras

ópticas individuais endoscópicas (maior que 90%), alta potência e

entrega de luz intersticial, entretanto apresenta custo mais alto. O

laser de diodo é um dos de menor custo entre os sistemas laser. É

muito prático e confiável, mas ele tem um comprimento de onda

único e requer uma unidade separada para cada fotossensibilizador,

devido aos diferentes comprimentos de onda (Wilson, Patterson,

2008).

O LED tornou-se uma tecnologia muito utilizada na

PDI nos últimos anos, particularmente para a irradiação de superfícies

teciduais de fácil acesso. A principal vantagem do LED sobre o laser

ou fonte de laser de diodo é o custo baixo e  a fácil configuração dos

dispositivos em diferentes geometrias de irradiação. O acoplamento

do LED com fibras ópticas individuais tem sido demonstrado com

eficiência de  25 a 50% em uma potência baixa e estes dispositivos

de LED e fibra podem tornar-se uma opção para futuras aplicações

clínicas. Como o laser de diodo, o LED tem um comprimento de onda
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de saída fixo, mas como o custo por Watt é muito menor, compensa

ter diferentes fontes para cada fotossensibilizador (Wilson, Patterson,

2008).

A lâmpada halógena filtrada tem a vantagem de poder

ser espectralmente filtrada para coincidir com qualquer F, contudo

não pode ser acoplada a um feixe de fibra óptica ou guia de luz e

causa aquecimento. É uma fonte de banda larga (25-30nm) como o

LED, sua potência de saída é menor quando comparada ao laser e sua

eficiência é de 50%, como o LED (Wilson, Patterson, 2008).

O laser e a lâmpada com filamento de tungstênio

produzem altas doses de energia. Este aspecto deve ser analizado com

cuidado quando usado em dentes, pois o aumento da temperatura na

dentina e polpa pode causar mudanças irreversíveis a esses tecidos. A

literatura mostra que um aumento da temperatura de 2,2 ºC  não

promove efeito adverso, no entanto, um aumento de 5,5 ºC resultou

em necrose pulpar em 15% dos casos. Um aumento por volta de

11 ºC, seguramente ocorre a morte pulpar (Zach, Cohen, 1965). O uso

de LED não mostrou aumento marcante de temperatura após 45 e

60 s de exposição, enquanto a lâmpada halógena causou mudança de

até 5 ºC (Weerakoon et al., 2002; Silva et al., 2005).

Muitos pesquisadores têm usado LED vermelho

(Zanin et al., 2006; Bevilacqua et al., 2007; Giusti et al., 2008; Lima

et  al., 2009) na terapia fotodinâmica antibacteriana para a cárie

dentária que corresponde a uma penetração da luz de 0,5 cm (630

nm) para 1,5 cm (700 nm) (Salva, 2002). No entanto, na cárie

dentária o cromóforo hemoglobina pode estar ausente, e
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consequentemente, a luz azul e verde podem não apresentar efeito de

interferência. Assim, o uso de luz azul começou a ser estudado

(Maisch et al., 2009; Costa et  al., 2010; Pereira et  al., 2013; Tonon

et al., 2015) e novos estudos são necessários para um melhor

entendimento da interferência tecidual na eficiência da PDI (Nagata

et  al., 2012).



47

3 PROPOSIÇÃO

O objetivo deste trabalho foi avaliar o efeito da

inativação fotodinâmica com os fotossensibilizadores eritrosina e

hematoporfirina IX (experimental), usando LED azul em células

planctônicas e em biofilme de Streptococcus mutans (UA 159) sobre

bráquetes metálicos ou cerâmicos colados, em espécimes de dentes

humanos. Foram testadas, também, diferentes concentrações da

hematoporfirina IX.
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4 MATERIAL E MÉTODOS

4.1 Aspectos éticos

O projeto foi submetido ao Comitê de Ética em

Pesquisa com Seres Humanos (CONEP; CAAE:

44832215.0.0000.0077) devido à utilização de dentes humanos

indicados para extração. Os documentos referentes à coleta dos

dentes doados e aprovação do estudo encontram-se nos: (ANEXOS A

e B).

4.2 Delineamento do estudo

Primeiramente foi testada a susceptibilidade de S.

mutans em cultura planctônica utilizando os fotossensibilizadores

eritrosina e hematoporfirina IX (experimental), e LED  azul. Foi

avaliada a efetividade da hematoporfirina e da eritrosina na

eliminação da bactéria estudada, em diferentes concentrações e

dosimetrias, utilizando-se a inativação fotodinâmica.

Na segunda parte do trabalho foi realizada a formação
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do biofilme de S. mutans sobre espécimes formados por dentes

humanos e bráquetes metálicos ou cerâmicos e pesquisada a

inativação fotodinâmica, na presença de LED azul, com a

hematoporfirina IX,  que foi o fotossensibilizador que demonstrou o

melhor resultado na primeira parte do estudo.

4.3 Cepas de micro-organismos

Foi utilizada cepa padrão de Streptococcus mutans

(UA 159) mantida em freezer -80 ºC no Laboratório de Microbiologia

e Imunologia do Instituto de Ciência e Tecnologia de São José dos

Campos/UNESP. Para ativação desse micro-organismo, a cepa de S.

mutans foi cultivada em ágar Infuso Cérebro Coração (BHI) (Difco,

Detroit, EUA), de onde foram removidos os micro-organismos para

fazer o caldo e ágar Mitis Salivarius (Difco, Detroit, EUA) acrescido

de bacitracina (0,2 UI por mL de meio) e de 15% de sacarose, para

verificar se a cultura estava pura, por 24 h a 37 °C em atmosfera de

microaerofilia (5% de CO2) (Figura 4) .
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Figura 4 – Estufa a 5% de CO2.

4.4 Preparo da suspensão padronizada de S. mutans

S. mutans foi cultivado em caldo Infuso Cérebro

Coração (BHI, Himedia, Mumbai, India) acrescido de 15% de

sacarose, incubado a 37 ºC em atmosfera de microaerofilia (5% de

CO2) por 24 h. Em seguida, as suspensões microbianas foram

centrifugadas (4700 xg por 5 min), o sobrenadante foi desprezado e o

sedimento foi ressuspenso em 5 mL de solução fisiológica (salina

0,85%). Esse procedimento foi repetido novamente. A contagem do

número de células da suspensão foi realizada por meio de

espectrofotômetro (B582, Micronal, São Paulo, Brasil) a uma

concentração de 107 micro-organismos/mL. Os valores do

comprimento de onda foram 398 nm, enquanto que a densidade

óptica foi de 0,560.
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A metodologia das células planctônicas foi proposta

por Costa e colaboradores (Costa et  al., 2010) com algumas

modificações.

4.5 Inativação fotodinâmica em células planctônicas de S. mutans
em presença de  eritrosina ou hematoporfirina 10 µM e LED azul

4.5.1 Fotossensibilizador e fonte de luz

A eritrosina (Sigma-Aldrich, Steinheim, Alemanha) e

a  hematoporfirina IX na concentração de 10 µM foram utilizadas

para a sensibilização do S. mutans. A hematoporfirina IX foi

produzida no laboratório de química do Instituto de Química da

Universidade de São Paulo (USP) e cedida pelo Prof. Dr. Adjaci

Fernandes Uchoa. As soluções fotossensibilizadoras foram

preparadas na hora do experimento dissolvendo 0,4 mg de eritrosina

em 45 mL de solução fisiológica a 0,85% para se obter a

concentração de 10 µM da eritrosina (Figura 5). 1 mg de

hematoporfirina IX foi diluída em 1 mL dimetil sulfóxido (DMSO,

Merck). Após, 0,1 mL desta solução foi adicionada em 10 mL de

solução fisiológica a 0,85% e obteve-se a concentração de 10 µM da

hematoporfirina IX (Figura 6). Foram filtradas em filtro de membrana

estéril de 0,20 μm (GVS, Sanford, EUA) e armazenadas na ausência

de luz.
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Figura 5 –Eritrosina com a concentração final de 10 µM, à direita.

Figura 6 –Hematoporfirina IX com a concentração final de 10 µM, à direita.

A fonte de luz testada no experimento foi um LED

azul sem fio (Emitter C, Schuster, Santa Maria, RS, Brasil) com

comprimento de onda de 420-480 nm, com potência de 625 mW, área

da ponteira de 0,5 cm2, energia de 37,5 J, por 60 segundos, taxa de

fluência de 1250 mW/cm2 e fluência de 75 J/cm2. A figura 7 ilustra o

espectro de emissão do LED azul utilizado no presente trabalho.
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Figura 7 – Espectro de emissão do LED azul (Emitter C).

Foram realizados 2 experimentos para cada

fotossensibilizador em tempos diferentes, totalizando n=10, para cada

grupo. Os ensaios foram divididos nas condições experimentais

descritas na Tabela 1.

Tabela 1 – Grupos experimentais e tratamentos realizados com
eritrosina, hematoporfirina 10 µM e LED azul

Grupos Tratamento

E+L+ Eritrosina + LED azul

F-L+ Apenas irradiação com LED

E+L- Tratamento somente com a eritrosina

H+L+ Hematoporfirina IX + LED azul

H+L- Tratamento somente com a hematoporfirina IX

F-L- Grupo controle, sem tratamento ou corante
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4.5.2 Fotossensibilização in vitro

De acordo com as condições experimentais descritas

acima, 0,1 mL da supensão padronizada  de S. mutans foi adicionada

em cada orifício da placa de microtitulação de 96 poços de fundo

plano, esterilizada e com tampa (Costar Corning, New York, EUA).

Após, 0,1 mL do fotossensibilizador, eritrosina ou hematoporfirina,

foi adicionado nos grupos E+L+ e E+L- ou H+L+ e H+L- e 0,1 mL

de solução fisiológica a 0,85% foi adicinada nos grupos F-L+ e F-L-.

A placa foi agitada por 5 minutos (tempo de pré-

irradiação ou pré-difusão) em um agitador orbital (Solab, Piracicaba,

Brasil). A seguir, os poços contendo os grupos E+L+ ou H+L+ e F-

L+ foram irradiados de acordo com o protocolo descrito acima. A

distância entre a fonte de luz e as células bacterianas  foi de

aproximadamente 6 mm. A irradiação foi realizada em condições

assépticas, em câmara de fluxo laminar com a luz apagada, com um

anteparo de papel cartão negro fosco, esterilizado, com orifício do

diâmetro coincidente ao tamanho da entrada do poço, para evitar o

espalhamento da luz aos poços vizinhos (Figura 8).

Figura 8 – Inativação fotodinâmica com o LED azul (Emitter C).
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Após a fotossensibilização, foram realizadas diluições

seriadas dos ensaios e alíquotas de 0,1 mL de cada diluição foram

semeadas, em placas de petri contendo meio de cultura seletivo, ágar

Mitis Salivarius (Difco, Detroit, EUA) acrescido de bacitracina (0,2

UI por mL de meio) e de 15% de sacarose (MSBS). As placas foram

incubadas em microaerofilia (5% de CO2) a 37 ºC por 48 h. Após este

período foram contadas as UFC/mL.

4.6 Coleta e armazenamento dos dentes

Foram coletados 40 terceiros molares humanos

permanentes hígidos, com indicação de extração devido à

impactação, doados por dois cirurgiões buco-maxilo-faciais de São

José dos Campos, com consentimente livre e esclarecido por parte

dos pacientes. Os dentes foram armazenados a 4 °C em solução de

timol a 0,1% e após o corte, em água deionizada a 37 °C, trocada

semanalmente, até o momento do uso. Sua manipulação foi realizada

com equipamentos de proteção individual.

4.7 Preparo dos espécimes
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4.7.1 Corte dos dentes

Para obtenção de amostras circulares de dimensões

padronizadas foi utilizada a “Máquina para Corte de Amostras

Circulares”, desenvolvida pelo Prof. Dr. Carlos Rocha Gomes Torres

do Departamento de Odontologia Restauradora e construída com os

recursos provenientes de um auxílio à pesquisa financiado pela

FAPESP (2010/50912-8) sob responsabilidade do mesmo (Figura 9).

Figura 9 - “Máquina para Corte de Amostras Circulares”.

Para o posicionamento dos dentes na máquina para

corte de amostras, foram confeccionados apoios em resina acrílica

autopolimerizável (Jet, Clássico, Campo Limpo Paulista, SP, Brasil)

com formato cilíndrico, de 25 mm de diâmetro por 30 mm de altura.

A fixação dos dentes humanos nos cilindros de resina foi feita com

cera pegajosa (Asfer, São Caetano do Sul, Brasil) (Figura 10A).
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Os dentes foram posicionados na máquina cortadora

de amostras  e as coroas foram cortadas em suas faces mesial, distal,

vestibular e ligual (Figura 10B)., com uma broca trefina com 6 mm

de diâmetro interno, com partículas de diamante aglutinado nas

margens de sua ponta ativa (desenvolvida pelo Prof. Dr. Carlos

Rocha Gomes Torres, para cortar amostras circulares) acoplada à

máquina, com abundante irrigação (Figura 9). Após o término do

corte, fragmentos com diâmetro exato de 6 mm foram removidos do

remanescente dentário, utilizando um disco diamantado em baixa

rotação (Dremel – Campinas, SP, Brasil) (Figura 10C). Foram

obtidos de 2 a 3 espécimes de formato cilíndrico das superfícies livres

e proximais de cada coroa dentária (Figura 10).

Figura 10 - Corte dos espécimes. A) Dentes fixados com cera pegajosa em cilindros de
resina acrílica; B) Dente cortado com a broca trefina de 6 mm de diâmetro; C) Corte do
espécime com disco de metal diamantado.

4.7.2 Padronização das dimensões dos espécimes

Cada espécime foi inserido no interior de uma matriz

A                       B C



58

metálica (Figura 11A), com dimensões fixadas em 6 mm de diâmetro

e 2,15 mm de profundidade, verificada por meio de paquímetro

digital (Starrett Indústria e Comércio Ltda., São Paulo, SP, Brasil). A

superfície de dentina ficou voltada para o exterior do orifício da

matriz metálica e foi desgastada com lixa de granulação 120 (Fepa-P,

Extec, Enfield, CT, USA) em politriz circular (DP-10, Panambra

Industrial e Técnica SA, São Paulo, SP, Brasil), sob refrigeração a

água e baixa velocidade (Figura 11B). A espessura final de 2,0 mm

dos espécimes foi conferida com o paquímetro digital (Figura 11C).

Após, foi realizada a limpeza dos espécimes em ultrassom por 10

minutos (Figura 12). O armazenamento dos espécimes foi realizado a

37 ºC em água deionizada para evitar desidratação.

Figura 11 - Polimento dos espécimes na politriz. A) Posicionamento do espécime na
matriz metálica; B) Polimento do espécime; C) Espessura final conferida com
paquímetro digital.
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Figura 12 – Ultrassom utilizado para limpeza dos espécimes

4.7.3 Colagem dos bráquetes ortodônticos sobre os espécimes

Foi realizada a limpeza da superfície do esmalte de

cada espécime com escova de Robinson e pedra pomes de granulação

fina, durante 6 segundos em baixa rotação. Após, foi feita a lavagem

com jatos de ar e água por 10 segundos e a secagem dos espécimes.

Foi feito o condicionamento ácido com gel de ácido fosfórico a 37%

por 30 segundos. Logo em seguida, foi feita a lavagem abundante por

10 segundos e secagem do esmalte.

O adesivo (Orthoprimer, Ref. 85.01.016, Morelli,

Sorocaba, Brasil) foi aplicado na superfície do esmalte e na base do

bráquete ortodôntico com o auxílio de microbrush. Com uma espátula

de resina, foi colocado uma pequena quantidade de resina

ortodôntica para colagem (Orthobond, Ref. 85.01.015, Morelli,
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Sorocaba, Brasil), na base do bráquete ortodôntico metálico ou

cerâmico (Edgewise Ricketts ou Edgewise ceramic, Ref. 10.30.209,

Ref. 10.18.012, respectivamente, Morelli, Sorocaba, Brasil), que foi

pressionado até tocar o centro do esmalte da amostra, com auxílio de

uma pinça para colagem de bráquetes, removendo-se o excesso da

resina ao redor do bráquete com uma sonda exploradora.

Foi realizada a fotopolimerização da resina por 40

segundos de acordo com as orientações do fabricante, com o mesmo

fotopolimerizador de 1250 mW/cm2 de intensidade utilizado nos

experimentos (Emitter C, Schuster, Santa Maria, RS, Brasil), sendo

10 segundos em cada face do bráquete, o mais próximo possível, sem

tocá-lo. Em seguida, os espécimes foram armazenados a 37 ºC, em

tubos falcon e água deionizada, trocada semanalmente até o momento

do uso. Antes dos experimentos, os espécimes com os bráquetes

colados foram esterilizados em autoclave, dentro de tubos falcon com

água deionizada, a 135 ºC por 30 minutos.

4.8 Formação de biofilme de S. mutans

Para a formação do biofilme foi utilizada a

metodologia descrita por Pereira et al. (Pereira et  al., 2013) com

algumas modificações. O biofilme foi formado sobre os espécimes de

dentes e bráquetes metálicos ou cerâmicos, que foram suspensos em

um suporte metálico (Figura 13A e 13B) confeccionado com fio
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ortodôntico de aço inoxidável (.016’’x .016”, Ref. 55.02, Morelli,

Sorocaba, Brasil), nas laterais do poço, da placa de microtitulação de

24 poços para que os espécimes não ficassem no fundo dos poços,

onde tem mais acúmulo de biofilme, para simular a cavidade bucal

(Costar Corning, Nova York, EUA) (Figura 13C).

Figura 13 - A) Suporte metálico confeccionado com fio ortodôntico de aço inoxidável
para apoio dos espécimes; B) Posicionamento do espécime na placa de 24 poços; C)
Formação de bioflime – espécime fica suspenso sem tocar fundo do poço.

Figura 14 - Posicionamento dos espécimes na placa de 24 poços com o auxílio de uma
pinça clínica esterilizada.

A

C

B
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Inicialmente foram inoculados 2000 µL de Caldo BHI

(Brain Heart Infusion), acrescido com 15% de sacarose e 100 µL da

suspensão padronizada de células de S. mutans em cada poço. Logo

em seguida, foram posicionados os espécimes, a placa tampada e

incubada a 37 ºC com CO2 por 24 h para promover a adesão inicial

dos micro-organismos. O caldo foi aspirado e trocado depois de 24 h.

Após 48 h, cada espécime contendo biofilme foi lavado duas vezes

em 2000 µL de solução fisiológica 0,85% para remover as células

frouxamente aderidas, com auxílio de pinça estéril e posicionados em

outra placa de 24 poços para ser realizar o tratamento (Figura 14).

4.9 Inativação fotodinâmica em biofilme de S. mutans em
presença de hematoporfirina 10, 20 e 50 µM ou 10 e 20 µM e
LED azul sobre bráquetes metálicos (estudo piloto)

4.9.1 Fotossensibilizador e fonte de luz

A hematoporfirina IX nas concentrações de 10, 20 e

50 µM ou 10, 20 µM foram utilizadas para a sensibilização de S.

mutans. A solução fotossensibilizadora foi preparada na hora do

experimento dissolvendo 1 mg de hematoporfirina IX em 1 mL de

dimetil sulfóxido (DMSO, Merck), filtrada em filtro de membrana

estéril de 0,20 μm (GVS, Sanford, EUA) e armazenada na ausência

de luz. Depois foram feitas as diluições em solução fisiológica a
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0,85% nas concentrações utilizadas (10, 20 e 50 µM de H ou 10 e 20

µM de H). 0,1 mL da solução acima foi adicionada em 10 mL de

solução fisiológica a 0,85% e obteve-se a concentração de 10 µM de

H IX.  0,4 mL da solução foi adicionada em 1,6 mL de solução

fisiológica a 0,85% e obteve-se a concentração de 20 µM de H IX.

2,5 mL da solução foi adicionada em 2,5 mL de solução fisiológica a

0,85% e obteve-se a concentração de 50 µM de H IX.

A fonte de luz e os parâmetros utilizados foram os

mesmos no experimento das células planctônicas descritos no item

4.5.1.

Foi realizado 1 experimento com bráquetes metálicos

totalizando n=5 para cada grupo. Os ensaios foram divididos nas

condições experimentais descritas na tabela 2 e 3.

Tabela 2 – Grupos experimentais e tratamentos realizados com
hematoporfirina 10, 20 e 50 µM e LED azul

Grupos Tratamento

10H+L+ Hematoporfirina IX 10 µM + LED azul

20H+L+ Hematoporfirina IX 20 µM + LED azul

50H+L+ Hematoporfirina IX 50 µM + LED azul

F-L- Grupo controle, sem tratamento e corante
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Tabela 3 – Grupos experimentais e tratamentos realizados com
hematoporfirina 10 e 20 µM e LED azul

Grupos Tratamento

10H+L+ Hematoporfirina IX 10 µM + LED azul

20H+L+ Hematoporfirina IX 20 µM + LED azul

F-L- Grupo controle, sem tratamento e corante

4.9.2 Fotossensibilização in vitro

Após a formação do biofilme por 48 h sobre os

espécimes como descrito no item 4.8, em orifício da placa de

microtitulação de 96 poços de fundo plano, esterilizada e com tampa

(Costar Corning, New York, EUA), foi acrescentado 150 µL de

hematoporfirina IX, 10, 20 e 50 µM nos grupos 10H+L+, 20H+L+

e 50H+L+ ou 10H+L+ e 20H+L+ e 150 µL de solução fisiológica

0,85% no grupo F-L-. Os espécimes foram colocados nos orifícios da

placa, sem os suportes de metal. Estes foram removidos do suporte de

metal, fazendo-se pressão para abrir o ômega que segurava os

bráquetes e os espécimes foram posicionados na placa sem o auxílio

de pinça, onde foi realizado o tratamento. A placa foi agitada por 5

minutos (tempo de pré-irradiação) em um agitador orbital (Solab,

Piracicaba, Brasil), recoberta com papel alumínio para proteção da

luz. A seguir, os poços contendo os grupos 10H+L+, 20H+L+ e

50H+L+ ou 10H+L+ e 20H+L+ foram irradiados de acordo com o
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protocolo descrito acima. A irradiação foi realizada em condições

assépticas, em câmara de fluxo laminar com a luz apagada, com um

anteparo de papel cartão negro fosco, esterilizado, com orifício do

diâmetro coincidente ao tamanho da ponteira do LED, para evitar o

espalhamento da luz aos poços vizinhos. Após o tratamento, os

espécimes foram lavados em 200 µL de solução fisiológica 0,85%,

com auxílio de pinça estéril.

Em seguida, os espécimes foram transferidos para

tubos falcon contendo 10 mL de solução fisiológica 0,85% e o

biofilme aderido aos espécimes foi rompido por homogeneização por

30 s em homogeneizador ultrassônico (Sonoplus HD 2200, 50W,

Bandelin Eletronic) (Figura 15) com amplificação de 20%. Em

seguida, 10 μL deste inóculo, de cada tubo falcon, foi transferido para

tubo eppendorf contendo 990 μL de solução fisiológica 0,85% para

realização de diluições seriadas.

Figura 15 - Homogeneização ultrassônica dos espécimes (Sonoplus HD 2200).
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Alíquotas de 100 µL das diluições foram semeadas em

placas de petri contendo meios de cultura seletivos para S. mutans,

ágar Mitis Salivarius (Difco, Detroit, EUA) acrescido de bacitracina

(0,2 UI por mL de meio) e de 15% de sacarose (MSBS). As placas

foram incubadas em estufa a 37 ºC com CO2 por 48 h. Após este

período, as colônias foram contadas para o cálculo de unidades

formadoras de colônias por mL (UFC/mL).

4.10 Inativação fotodinâmica em biofilme de S. mutans em
presença de hematoporfirina 10 µM e LED azul sobre bráquetes
metálicos ou cerâmicos

4.10.1 Fotossensibilizador e fonte de luz

A hematoporfirina IX na concentração de 10 µM foi

utilizada para a sensibilização de S. mutans. A solução

fotossensibilizadora foi preparada como descrita no item 4.9.1.

A fonte de luz e os parâmetros utilizados foram os

mesmos no experimento das células planctônicas descritos no item

4.5.1.

Foram realizados 2 experimentos, com bráquetes

metálicos ou cerâmicos, totalizando n=10 para cada grupo. Os

ensaios foram divididos nas condições experimentais descritas na

tabela 4.
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Tabela 4 – Grupos experimentais e tratamentos realizados com
hematoporfirina 10 µM e LED azul

Grupos Tratamento

H+L+ Hematoporfirina IX + LED azul

F-L+ Apenas irradiação com LED

H+L- Tratamento somente com a hematoporfirina IX

F-L- Grupo controle, sem tratamento e corante

4.10.2 Fotossensibilização in vitro

Após a formação do biofilme por 48 h sobre os

espécimes como descrito no item 4.8, em orifício da placa de

microtitulação de 96 poços de fundo plano, esterilizada e com tampa

(Costar Corning, New York, EUA), foi acrescentado 150 µL de

hematoporfirina IX, 10 µM  nos  grupos  H+L+, H+L- e 150 µL de

solução fisiológica 0,85% no grupo F-L- e F-L+. Os espécimes

foram colocados nos orifícios da placa, sem os suportes de metal.

Estes foram removidos do suporte de metal, fazendo-se pressão para

abrir o ômega que segurava os bráquetes e os espécimes foram

posicionados na placa sem o auxílio de pinça, onde foi realizado o

tratamento. A placa foi agitada por 5 minutos (tempo de pré-

irradiação) em um agitador orbital (Solab, Piracicaba, Brasil),

recoberta com papel alumínio para proteção da luz. A seguir, os

poços contendo os grupos H+L+,  H+L- foram irradiados de acordo
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com o protocolo descrito acima. A irradiação foi realizada em

condições assépticas, em câmara de fluxo laminar com a luz apagada,

com um anteparo de papel cartão negro fosco, esterilizado, com

orifício do diâmetro coincidente ao tamanho da ponteira do LED,

para evitar o espalhamento da luz aos poços vizinhos. Após o

tratamento, os espécimes foram lavados em 200 µL de solução

fisiológica 0,85%, com auxílio de pinça estéril.

Em seguida, os espécimes foram transferidos para

tubos falcon contendo 10 mL de solução fisiológica 0,85% e o

biofilme aderido aos espécimes foi rompido por homogeneização por

30 s em homogeneizador ultrassônico (Sonoplus HD 2200, 50W,

Bandelin Eletronic) com amplificação de 20%. Em seguida, 10 μL

deste inóculo, de cada tubo falcon, foi transferido para tubo

eppendorf contendo 990 μL de solução fisiológica 0,85% para

realização de diluições seriadas.

Alíquotas de 100 µL das diluições foram semeadas em

placas de petri contendo meios de cultura seletivos para S. mutans,

ágar Mitis Salivarius (Difco, Detroit, EUA) acrescido de bacitracina

(0,2 UI por mL de meio) e de 15% de sacarose (MSBS). As placas

foram incubadas em estufa a 37 ºC com CO2 por 48 h. Após este

período, as colônias foram contadas para o cálculo de unidades

formadoras de colônias por mL (UFC/mL).
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4.11 Análise estatística

Para análise estatística, foi determinado o número de

Unidades Formadoras de Colônias por mililitro (UFC/mL) nas células

planctônicas e formação de biofilme in vitro. Os resultados foram

transformados em logarítimo (log10) em planilha Excel (Microsoft

Office) e submetidos à Análise de Variância (ANOVA) e teste de

Tukey por meio do programa GraphPad Prism 6.0 (GraphPad

Software, Inc., San Diego, CA, EUA). Foi adotado o nível de

significância de 5% (p < 0,05).
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5 RESULTADO

5.1 Inativação fotodinâmica em células plantônicas de S. mutans
em presença de eritrosina ou hematoporfirina IX 10 µM e LED
azul

A inativação fotodinâmica mediada por 10 µM da

eritrosina com LED azul, em células planctônicas de S. mutans não

apresentou diferença estatisticamente significante entre os grupos

estudados, com os parâmetros utilizados. A média, desvio padrão

estão representados na figura 16 e p na legenda.

Figura 16 - Média e desvio padrão das reduções de UFC/mL (log10) obtidas da inativação
fotodinâmica de S. mutans em células planctônicas mediada pela eritrosina 10 µM e
LED azul, p = 0,3644.
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A A A A
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A inativação fotodinâmica mediada por 10 µM da

hematoporfirina IX com LED azul, em células planctônicas de S.

mutans apresentou diferença estatisticamente significante entre o

grupo submetido a terapia (H+L+) e os outros grupos estudados, com

os parâmetros utilizados. Comparando-se os grupos somente

hematoporfirina IX (H+L-) ou irradiado (F-L+) e o grupo controle (F-

L-), não foi observada diferença significativa. A média, desvio padrão

estão representados na figura 17 e p na legenda. O tratamento

realizado resultou em uma redução de 6,78 UFC/mL (log10) para o

grupo H+L+ quando comparado ao grupo controle (F-L-).

Figura 17 - Média e desvio padrão das reduções de UFC/mL (log10) obtidas da inativação
fotodinâmica de S. mutans em células planctônicas mediada por 10 µM de
hematoporfirina IX e LED azul, p < 0,0001.
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5.2 Inativação fotodinâmica em biofilme de S. mutans em
presença de hematoporfirina IX 10, 20 e 50 µM e LED azul, sobre
bráquetes metálicos (estudo piloto)

A inativação fotodinâmica mediada por 10, 20 e 50

µM da hematoporfirina e LED azul, em biofilme de S. mutans sobre

bráquetes metálicos, apresentou diferença estatisticamente

significante entre os grupos F-L- e 20H+L+, F-L- e 50H+L+,

10H+L+ e 20H+L+, 10H+L+  e 50H+L+ com os parâmetros

utilizados. Os grupos F-L- e 10H+L+, 20H+L+  e 50H+L+ não

apresentaram diferença estatisticamente significante. O tratamento

realizado resultou em uma redução de 6,29 UFC/mL (log10) para o

grupo 50H+L+  e de 4,02 UFC/mL (log10) para o grupo 20H+L+

quando comparados ao grupo controle (F-L-). A média, desvio

padrão estão representados na figura 18 e p na legenda.

Figura 18 - Média e desvio padrão das reduções de UFC/mL (log10) obtidas da inativação
fotodinâmica em biofilme de S. mutans sobre bráquetes metálicos, mediada por 10, 20 e
50 µM de hematoporfirina IX e LED azul, p < 0,0001.

A
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5.3 Inativação fotodinâmica em biofilme de S. mutans em
presença de hematoporfirina IX 10 e 20 µM e LED azul, sobre
bráquetes metálicos (estudo piloto)

A PDI mediada por 10 e 20 µM da hematoporfirina e

LED azul, em biofilme de S. mutans sobre bráquetes metálicos,

apresentou diferença estatisticamente significante entre os grupos F-

L- e 10H+L+, F-L- e 20H+L+ com os parâmetros utilizados. Os

grupos 10H+L+  e 20H+L+ não apresentaram diferença

estatisticamente significante. O tratamento realizado resultou em uma

redução de 4,45 UFC/mL (log10) para o grupo 20H+L+  e de 2,75

UFC/mL (log10) para o grupo 10H+L+  quando comparados ao grupo

controle (F-L-). A média, desvio padrão estão representados na figura

19 e p na legenda.

Figura 19- Média e desvio padrão das reduções de UFC/mL (log10) obtidas da inativação
fotodinâmica em biofilme de S. mutans sobre bráquetes cerâmicos, mediada por 10 e
20 µM de hematoporfirina IX e LED azul, p = 0,0008.
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5.4 Inativação fotodinâmica em biofilme de S. mutans em
presença de hematoporfirina IX 10 µM e LED azul, sobre
bráquetes metálicos

A PDI mediada por 10 µM da hematoporfirina e LED

azul, em biofilme de S. mutans sobre bráquetes metálicos, não

apresentou diferença estatisticamente significante entre os grupos

estudados, com os parâmetros utilizados. A média, desvio padrão

estão representados na figura 20 e p na legenda.

Figura 20 - Média e desvio padrão das reduções de UFC/mL (log10) obtidas da inativação
fotodinâmica em biofilme de S. mutans sobre bráquetes metálicos, mediada por 10 µM
de hematoporfirina IX e LED azul, p = 0,1023.
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5.5 Inativação fotodinâmica em biofilme de S. mutans em
presença de hematoporfirina IX 10 µM e LED azul, sobre
bráquetes cerâmicos

A inativação fotodinâmica mediada por 10 µM da

hematoporfirina e LED azul, em biofilme de S. mutans sobre

bráquetes cerâmicos, apresentou diferença estatisticamente

significante entre os grupos F-L- e H+L+, H+L- e H+L+, F-L+ e

H+L+, com os parâmetros utilizados. Os grupos  F-L- e H+L-, F-L- e

F-L+, H+L- e F-L+ não apresentaram diferença estatisticamente

significante. O tratamento realizado resultou em uma redução de

3,60 UFC/mL (log10) para o grupo H+L+  quando comparado ao

grupo controle (F-L-). A média, desvio padrão estão representados na

figura 21 e p na legenda.

F-L-
H+L-

F-L+
H+L

+

Figura 21 - Média e desvio padrão das reduções de UFC/mL (log10) obtidas da inativação
fotodinâmica em biofilme de S. mutans sobre bráquetes cerâmicos, mediada por 10 µM
de hematoporfirina IX e LED azul, p = 0,0004.
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6 DISCUSSÃO

Muitas técnicas são estudadas para a remoção do

biofilme dentário que é o agente etiológico de várias doenças bucais,

incluindo a cárie dentária, mas com sucesso limitado. Por esta razão,

técnicas alternativas são necessárias para a prevenção de lesão de

mancha branca, principalmente nos pacientes ortodônticos, prevenção

da cárie (Lee et  al., 2012) e doenças periodontais (Habiboallah et  al.,

2014), que não dependam somente da colaboração do paciente.

A inativação fotodinâmica é uma destas técnicas

alternativas para superar a resistência bacteriana aos antibióticos e

agentes químicos. É usada para diversas espécies microbianas, que

incluem bactérias, vírus e fungos. A técnica envolve a utilização de

uma fonte de luz, que é minimamente invasiva e não tóxica, para

ativar um fotossensibilizador adequado para controlar a formação de

biofilme bucal. Essa ativação  resulta na transferência de energia ou

elétrons do composto (F) para o ambiente circunvizinho. Formam-se

espécies reativas de oxigênio, tais como o oxigênio singleto e radicais

livres, processos estes de oxidorredução que implantam no sítio de

ação o estresse oxidativo, que pode causar danos irreversíveis ou

morte celular. É, portanto, um processo fotofísico e fotoquímico para

destruição da célula alvo. (Ochsner, 1997; Wilson, 2004; Lima et  al.,

2009; Lee et  al., 2012; Gursoy et  al., 2013).



77

Existem algumas vantagens da PDI sobre os agentes

antimicrobianos convencionais, tais como: a morte do micro-

organismo alvo pode ser conseguida de uma maneira bem rápida,

dependendo dos parâmetros utilizados; não ocorre desenvolvimento

de resistência pelo organismo alvo; e, finalmente, os efeitos

antimicrobianos podem ser localizados a uma determinada região,

evitando a morte da microflora normal de outras regiões da cavidade

bucal (Wainwright, Crossley, 2002; Konopka, Goslinski, 2007;

Tavares et  al., 2010; Trindade et  al., 2012).

Nos estudos microbiológicos in vitro podem ser

realizados testes em cultura planctônica ou biofilme. Nas culturas

planctônicas, os micro-organismos estão livres ou em pequenos

agrupamentos e há uma abundante disponibilização das moléculas do

fotossensibilizador. No entanto, no biofilme o crescimento

microbiano ocorre em uma organização mais complexa, formando

uma estrutura tridimensional, com várias camadas celulares. Também

ocorre na matriz polissacarídea extracelular, a incorporação de

compostos que auxiliam a adesão intercelular, fornecendo maior

resistência aos procedimentos ou compostos químicos

antimicrobianos. Por isso, protocolos semelhantes de PDI podem

resultar em taxas de morte distintas quando comparados aos

experimentos em culturas planctônicas e em biofilme (Núnez et  al.,

2013).

Para estabelecimento de um protocolo de tratamento

clínico futuro utilizando a PDI, existe a necessidade de avaliação da

eficiência e definição de parâmetros adequados. Primeiramente são
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realizados experimentos in vitro em culturas celulares. Se a eficácia

não for observada nesses experimentos, é provável que esta técnica

de tratamento não obtenha êxito. No entanto, mesmo que a eficiência

seja comprovada nas culturas celulares, não necessariamente se

obterá em ensaios in vivo. Porém, essa sequência de experimentação

in vitro e posterior in vivo é essencial para o desenvolvimento na área

biomédica, garantindo assim, a segurança e eficácia dos protocolos

clínicos (Núnez et  al., 2013).

Assim, na primeira parte do trabalho testou-se o efeito

da inativação fotodinâmica da hematoporfirina IX e comparou-se

com a eritrosina, um fotossensibilizador usado em PDI por vários

pesquisadores (Metcalf et  al., 2006; Wood et  al., 2006; Rossoni et

al., 2010; Costa et al., 2012; Pereira et  al., 2013; Habiboallah et  al.,

2014). Este experimento mostrou um resultado interessante com a

hematoporfirina IX, ocorrendo a morte de 100% de S. mutans em

cultura planctônica, entretanto, não foi observado efeito com a

eritrosina. Em relação à hematoporfirina, não existem trabalhos na

literatura descrevendo o efeito da PDI associando hematoporfirina IX

e LED azul em cultura planctônica de S. mutans.

A fonte de luz eleita foi um LED azul que apresenta

muitas vantagens: é geralmente utilizado no consultório odontológico

para a fotoativação de materiais resinosos e clareamento dentário, não

causando danos aos tecidos bucais. Os cirurgiões-dentistas poderiam

utilizar os seus próprios LEDs para realizar a PDI em seus

consultórios, reduzindo os gastos de aquisição de laser ou diferentes

tipos de LEDs. Além do mais, é um equipamento pequeno e leve,



79

com modelos sem fio,  seu custo por Watt é muito menor, tem uma

saída de largo espectro, de larga faixa de frequência, é fácil de operar

e de configurar seus dispositivos em diferentes geometrias de

irradiação (Meisel, Kocher, 2005; Konopka, Goslinski, 2007; Wilson,

Patterson, 2008). Um ponto importante a ser salientado é que estudos

mostraram que o uso apenas do LED exerce pouco ou nenhum efeito

antimicrobiano (Zanin et  al., 2005; Engelmann et al., 2007)

A eritrosina tem sido usada frequentemente na clínica

odontológica para a detecção de biofilme sobre a superfície dentária

em concentrações de 9-25 µM (Marsh et al., 1989) e apresenta

algumas vantagens sobre os outros fotossensibilizadores pois não é

tóxica ao hospedeiro e foi aprovada para o uso em Odontologia

(Wood et  al., 2006; Allaker, Douglas, 2009). Após verificar os

resultados de dois trabalhos (Costa et  al., 2010; Pereira et  al., 2013)

que pesquisaram o efeito do LED e eritrosina, foi escolhida esta para

servir de comparação com o outro fotossensibilizador experimental

(hematoporfirina IX) em culturas planctônicas de S. mutans, neste

trabalho.

Atualmente existem muitos fotossensibilizadores

como os derivados fenotiazínicos (azul de metileno e azul de

toluidina), porfirinas (Photofrin®, Photosan® e Photogem®),

ftalocianinas (azuleno), xantenos (eritrosina, eosina e rosa bengala) e

clorinas (Photoditazine®) (Wainwright, 1998). No entanto, o futuro

da PDI está altamente dependente do desenvolvimento de

fotossensibilizadores mais eficientes (Savellano, Hasan, 2003). No

rendimento fotoquímico, há muitos fatores que são importantes para a
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eficiência da PDI, tais como a localização tecido/célula e a ligação à

membrana celular (Engelmann et  al., 2007). Entretanto, ter um

grande rendimento fotoquímico é certamento necessário mas não a

única característica requerida para desenvolver novos

fotossensibilizadores para a PDI (Castano et al., 2005). A efetividade

da PDI está principalmente relacionada a três aspectos: capacidade do

fotossensibilizador interagir com a membrana celular presente nos

micro-organismos; habilidade do fotossensibilizador penetrar e agir

dentro da célula; e formação de oxigênio singleto reativo ao redor da

célula bacteriana pela iluminação do fotossensibilizador (Nagata et

al., 2012).

A hematoporfirina IX é derivada da protoporfirina que

é utilizada como um fotossensibilizador para PDI. Entretanto, sua

aplicação é limitada devido à formação de agregados e da baixa

solubilidade em meio fisiológico. Foram realizadas modificações em

sua estrutura para melhorar a solubilidade, aumentar o rendimento

global em até 70% e estimular seu uso na PDI (Rossi et  al., 2008;

Uchoa et  al., 2010). Por estas razões este fotossensibilizador foi

escolhido para testes in vitro e também por seu espectro de absorção

(400 nm) coincidir com o comprimento de onda do LED azul

utilizado neste trabalho.

A quantidade de oxigênio singleto gerado pelas

reações fotodinâmicas é muito importante e varia  de acordo com

cada fotossensibilizador utilizado. Esta quantidade é medida pelo

rendimento quântico do oxigênio singleto. A literatura reporta que a

produção de oxigênio e o rendimento quântico para a eritrosina é de



81

0,63 e para os derivados da hematoporfirina, como o Photofrin® é de

0,83 (DeRosa, Crutchley, 2002). Quanto maior for o rendimento

quântico, maior a produção de oxigênio singleto e, consequentente,

maior a eficácia fotodinâmica. Entretanto, nos sistemas biológicos

vários fatores podem afetar esta atividade (Nagata et. al, 2012).

Talvez por esta razão ocorreu um melhor resultado neste trabalho, da

PDI com a hematoporfirina IX quando comparado à eritrosina. A

hematoporfirina foi modificada para potencializar o seu efeito

fotodinâmico.

Costa e colaboradores (Costa et  al., 2010) testaram o

efeito da PDI com a eritrosina ou rosa bengala a 2 µM usando um

LED sobre culturas planctônicas de S. mutans (ATCC 35688) e

concluíram que ambos fotossensibilizadores exerceram um efeito

antimicrobiano na cepa estudada, sendo o melhor resultado obtido

com o fotossensibilizador rosa bengala. Utilizaram um comprimento

de onda de 440-460 nm, similar a este estudo. A concentração da

eritrosina da presente pesquisa foi de 10 µM. No entanto, não foi

observado efeito com a eritrosina (mesmo que em maior

concentração), apesar do uso da mesma metodologia, mesmos

parâmetros de comprimento de onda e energia, mas cepas diferentes

(UA 159) do trabalho mencionado acima.

No trabalho de Ishiyama (Ishiyama et al., 2012), os

autores utilizaram o laser Nd-YAG e três fotossensibilizadores (rosa

bengala, eritrosina e floxina – 10  µM) para avaliar a habilidade de

produção de oxigênio singleto relacionados às suas atividades

bactericidas. O rosa bengala mostrou a mais alta atividade bactericida
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contra S. mutans, seguida da eritrosina e floxina. Uma das razões da

discrepância entre a habilidade de gerar oxigênio singleto e atividade

bactericida foi a eficiente incorporação dos fotossensibilizadores

dentro das células bacterianas. Eles usaram a mesma concentração

utilizada no presente estudo, mas um laser Nd-YAG com frequência

dobrada (532 nm - verde).

De acordo com Reddy el al. (Sudhakara Reddy et al.,

2012), existem dois mecanismos básicos propostos para o dano letal

causado às bactérias pela PDI. Um deles é relacionado ao dano no

DNA e o outro, na membrana citoplasmática, permitindo vazamento

dos conteúdos celulares ou inativação dos sistemas de transporte

através da membrana e inativação das enzimas. Ocorrem quebras

simples e duplas na cadeia do DNA e o desaparecimento da fração

superenovelada do plasmídeo nos micro-organismos Gram-positivos

e negativos. As outras causas para a morte celular também incluem a

alteração das proteínas da membrana citoplasmática, alteração na

síntese da parede celular como também, o aparecimento de uma

estrutura multi lamelar perto do septo de divisão celular e ainda a

perda de íons de potássio pelas células.

Uma redução significativa de S. mutans foi observada

no grupo submetido à PDI (H+L+) quando comparado aos outros

grupos. A hematoporfirina IX e eritrosina absorvem luz em 400 e

400-550 nm, respectivamente e a fonte de luz usada neste trabalho

emite luz numa faixa de 420-480 nm. Estes resultados podem

explicar o fato de obtenção de melhores resultados com a

hematoporfirina IX, do que com a eritrosina. Apenas os trabalhos de
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Costa et al. (2010) em cultura planctônica e de Pereira et al. (2013)

em biofilme utilizaram LED azul associado a eritrosina e

conseguiram resultados significativos. Neste trabalho, a metodologia

foi baseada nos resultados de Costa et al., (2010) e Pereira et al.

(2013) Outros autores (Metcalf et  al., 2006; Wood et  al., 2006)

utilizaram em biofilme, a luz verde associada à eritrosina com uma

concentração maior (22 µM) e observaram resultados positivos na

PDI sobre biofilme de S. mutans. Talvez por esta razão, no atual

trabalho não foi obtida redução microbiana com a eritrosina. Com

uma outra fonte de luz com comprimento de onda próximo a 530 nm,

os resultados seriam diferentes, como sugere Nagata e colaboradores

(Nagata et  al., 2012).

Bevilacqua e colaboradores (Bevilacqua et  al., 2007)

foram os primeiros pesquisadores a utilizarem o LED (600-670nm)

sobre culturas planctônicas de S. mutans e obtiveram morte de 100%

dos micro-organismos com azul de toluidina O a 100µg/mL, como

fotossensibilizador.

Em outro estudo (Paschoal et al., 2014) testou a PDI

com uma nova fonte de luz não coerente de amplo expectro (400-700

nm) e baixas concentrações de curcumina (0,75 µM) e azul de

toluidina (25 µM) sobre culturas planctônicas de S. mutans. Os

autores conseguiram uma fotoinativação letal in vitro de 100% dos

micro-organismos envolvidos, utilizando uma luz visível e um curto

tempo de exposição (12,2 s). Relataram que existe a limitação dos

fotossensibilizadores de potencial manchamento (azul de toluidina) e

hidrofobicidade (curcumina) e que novos estudos deverão ser



84

realizados para assegurar o uso clínico desta nova fonte de luz. No

presente estudo foi usado um tempo de exposição do LED azul de

60 s.

A segunda parte deste trabalho demonstrou a eficácia

da PDI utilizando a hematoporfirina IX e LED azul em biofilme da

cepa UA 159 de S. mutans sobre bráquetes metálicos ou cerâmicos

colados, em espécimes de dentes humanos. Este fotossensibilizador

foi testado em biofilme pois obteve melhor resultado nos

experimentos em cultura planctônica, na primeira parte deste

trabalho, quando comparado à eritrosina. A cepa UA 159 foi eleita

por ter o genoma sequenciado em 2002 servindo para comparações

com outros trabalhos e por servir de base para o desenvolvimento de

novas drogas e novas abordagens para prevenção e tratamento da

cárie dentária (Ajdic et al., 2002).

Em um artigo de revisão sobre a terapia fotodinâmica

antimicrobina para cárie dentária (Nagata et  al., 2012), os autores

comentaram que dos artigos analisados, S. mutans foi a bactéria mais

estudada pois é o principal micro-organismo relacionado à cárie,

seguido de L. Acidophilus, S. sobrinus, S. sanguinis e A. naeslundii.

Relatam também, que o uso de fotossensibilizadores com baixa

concentração deveria ser a escolha ideal para prevenção de

manchamento dentário, de restaurações estéticas e no caso deste

trabalho de bráquetes estéticos (cerâmicos), nos tratamentos com a

PDI. Com as concentrações de 10 e 20 µM da H, utilizadas no

presente trabalho, não foi observado manchamento nos espécimes

dentários, nem nos bráquetes cerâmicos. O que não ocorreu quando
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utilizada a concentração de 50 µM da H, onde foi observado

pigmentação marrom claro nos espécimes dentários, o que

representaria uma limitação clínica.

Apenas um trabalho encontrado na literatura fez um

estudo longitudinal, randomizado cego sobre o efeito da PDI em

pacientes em tratamento ortodôntico. Os autores utilizaram a

curcumina e LED azul e compararam com o verniz de clorexidina a

2%  em pacientes adolescentes em tratamento ortodôntico, em relação

a inflamação periodontal (Paschoal et  al., 2015). Concluíram que a

PDI representa uma abordagem antimicrobiana promissora para a

prevenção de gengivite em adolescentes em tratamento ortodôntico

fixo. Entretanto, relatam que devem ser realizadas outras

investigações para esclarecer o papel da PDI na prevenção daquela

doença e encorajar o estudo em uma amostra maior. Além do mais,

estudos que investiguem os parâmetros com o objetivo de dimimuir o

tempo de exposição à luz e ao mesmo tempo, otimizar esta nova

técnica de tratamento em pacientes com alto risco de desenvolver

diferentes patologias bucais, devem ser desenvolvidos. Visando a

prevenção de lesões de mancha branca nos pacientes em tratamento

ortodôntico, não existe trabalho na literatura sobre o assunto,

utilizando a PDI.

Neste estudo, a hematoporfirina IX foi usada como

fotossensibilizador na concentração de 10 µM para o tratamento do

biofilme de S. mutans pois foi  o corante e a concentração que obteve

melhor resultado na primeira parte do trabalho da PDI em culturas

planctônicas (Figura 17).
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Foram feitos estudos piloto utilizando várias

concentrações de H (10, 20 e 50 µM) e H (10, 20 µM), para que

fossem observadas quais concentrações do fotossensibilizador

poderiam ser letais para os micro-organismos estudados. Como o

ideal é o tratamento com o fotossensibilizador de baixa concentração

para evitar manchamentos dentários e toxicidade (Nagata et  al.,

2012) e avaliando os resultados conseguidos (Figuras 18 e 19), optou-

se por continuar os experimentos com H 10 µM.

No experimento do biofilme com bráquetes metálicos

não houve diferença significativa entre os grupos estudados. Os

grupos F-L+ e H+L- , grupos estes de tratamento apenas com LED e

fotossensibilizador, respectivamente, tiveram redução de micro-

organismos não significante, quando comparado ao controle (F-L-). O

tratamento da H 10 µM  em biofilme com bráquetes metálicos deverá

ser repetido em melhores condições ambientais (muito calor no dia do

experimento) para ser comparado com os resultados dos bráquetes

cerâmicos. Em relação ao biofilme sobre bráquetes cerâmicos, o

resultado foi diferente e apresentou diferença estatisticamente

aasignificante entre os grupos controle (F-L-), tratamento apenas com

irradiação (F-L+) e tratamento apenas com o fotossensibiliazdor

(H+L-) quando comparados ao grupo H+L+. O tratamento realizado

com H 10 µM e LED azul resultou em uma redução de 3,60

UFC/mL (log10) para o grupo H+L+ quando comparado ao grupo

controle (F-L-).

O sucesso da PDI está baseado em alguns fatores

como o tipo, concentração, tempo de pré-irradiação do
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fotossensibilizador, condição fisiológica dos micro-organismos

estudados, fonte de luz e doses utilizadas (Rossoni et  al., 2010).

Portanto a investigação do modelo planctônico in vitro é um passo

importantíssimo capaz de guiar protocolos/parâmetros in vivo no

futuro para aspectos de iluminação (relacionados às fontes de luz) e

concentração (relacionados aos corantes) e podem demonstrar a

eficiência do controle de crescimento de S. mutans em suspensão

planctônica (Paschoal et al., 2013).

Um trabalho realizado em 2012 (Lee et  al., 2012)

apresentou os efeitos positivos da PDI na redução de biofilme de S.

mutans utilizando eritrosina (20 µM) e um fotopolimerizador de luz

halógena (400-520nm), muito usado na clínica odontológica. Eles

demonstraram uma significante diminuição do crescimento in vitro de

S. mutans em resposta à utilização desta simples técnica de PDI e

verificaram o seu uso potencial para controle de biofilme e prevenção

de lesões cariosas. Comentaram que por utilizarem

fotossensibilizador e fotopolimerizador que convencionalmente é

usado nas clínicas odontológicas, o efeito da PDI poderá ser

conseguido sem custos adicionais. Esta é razão de termos escolhido o

LED azul como fonte de luz para este trabalho, pois os profissionais

da Odontologia não precisariam arcar com custos adicionais de

aquisição de outros aparelhos. Haverá a necessidade de estudos

futuros com fotossensibilizadores que sejam efetivos no comprimento

de onda do LED azul, como a hematoporfirina IX.

Em resumo, os resultados de nosso estudo provaram a

eficiência da hematoporfirina IX como fotossensibilizador para ser
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utilizado na PDI com a cepa de S. mutans estudada, indicando que a

terapia com este fotossensibilizador e LED azul poderá ser usada para

a prevenção de lesões de mancha branca e cáries dentárias, em um

futuro próximo. Novas concentrações do fotossensibilizador

hematoporfirina IX  e/ou outras dosimetrias devem ser testadas para

se conseguir a inativação fotodinâmica da cepa UA 159. Outros

fotossensibilizadores poderão ser modificados quimicamente para que

possam ser associados ao LED azul.
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7 CONCLUSÃO

De acordo com a proposição e com os parâmetros e

condições utilizados no presente estudo, podemos concluir que:

A PDI sobre células planctônicas de S. mutans com a

associação de eritrosina  e LED azul não reduziu o número de

UFC/mL. No entanto, a PDI com a hematoporfirina IX e LED azul

ocorreu efeito antimicrobiano de 100% sobre a cepa estudada de S.

mutans.

A inativação fotodinâmica do biofilme de S. mutans

com hematoporfirina IX e LED azul sobre bráquetes metálicos

colados, em espécimes de dentes humanos, não reduziu o número de

UFC/mL. Entretanto, sobre bráquetes cerâmicos houve redução

significante do número de S. mutans de 53%.
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ANEXO A – Termo de doação de dentes
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ANEXO B - Certificado do Comitê de Ética em Pesquisa
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