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RESUMEN 

 Los microorganismos se encuentran en el ambiente formando comunidades sésiles 

rodeadas de una matriz extracelular de producción propia, denominadas biofilms. Los 

biofilms son abundantes en la naturaleza y de gran importancia desde el punto de vista 

clínico, ambiental así como también en la industria. En la clínica, la formación de 

biofilms conlleva al desarrollo de varias infecciones, incluyendo las infecciones en el 

tracto urinario asociadas a cateterización (ITU-C). Uno de los problemas y complica-

ciones de las ITU-C es el bloqueo e incrustación de los catéteres, experimentados por 

más del 50 % de los pacientes cateterizados por largos períodos. El agente etiológico en 

la mayoría de las ITU-C es Proteus mirabilis, bacteria Gram negativa móvil asociada 

comúnmente a ITU complicadas. El bloqueo de los catéteres se da por la habilidad de P. 

mirabilis de formar densos biofilms cristalinos sobre superficies abióticas. El biofilm 

generado sobre la superficie del catéter es más resistente a agentes antimicrobianos, 

defensas del hospedero y a condiciones de estrés ambiental favoreciendo el desarrollo 

de una infección persistente y de difícil tratamiento. Diversos factores están involucra-

dos en las distintas etapas de formación del biofilm, tales como moléculas de quorum 

sensing, adhesinas y fimbrias entre otros. Se asume que el proceso de formación de 

biofilms involucra la participación de numerosos factores bacterianos. Es por esto, que 

el objetivo del presente trabajo, consistió en la caracterización de la formación de 

biofilms de P. mirabilis uropatogénico. Para ello se empleó una colección de cepas mu-

tantes con alteraciones en la formación de biofilm y se caracterizó su importancia en el 

desarrollo del biofilm de P. mirabilis. Los genes identificados fueron categorizados en 

grupos según su función. De esta forma se identificó un primer grupo de cepas mutantes 

relacionadas con los sistemas de adquisición de hierro un segundo grupo vinculado a ad-

hesión, y un tercer grupo grupo vinculado al transporte. La colección de cepas fue car-

acterizada fenotípicamente, genotípicamente y morfológicamente con el fin de estable-

cer el papel de los distintos genes identificados durante el desarrollo del biofilm en P. 

mirabilis.  
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INTRODUCCIÓN 

Los biofilms microbianos  

 Los microorganismos a lo largo de la historia se han descripto y observado como 

una forma de vida unicelular. Tradicionalmente han sido estudiados mediante el cultivo 

en medios líquidos, empleados para el estudio de muchas actividades bacterianas como 

la patogénesis y la fisiología microbiana entre otras. Pero la realidad es que el creci-

miento planctónico puro es poco común, ya que las bacterias frecuentemente se 

desarrollan en complejas comunidades. Estas complejas comunidades han sido denomi-

nadas, biofilms microbianos y son por excelencia el estilo de vida adoptado por la mayo-

ría de los microorganismos. Aunque es un término empleado recientemente sabemos por 

parte de la literatura científica que el fenotipo se ha observado y descripto durante va-

rios cientos de años. El primer ejemplo clásico fue la observación de las bacterias agre-

gadas en la "capa de los dientes" por Anthony van Leeuwenhoek, publicado en 1684, a las 

cuales llamo "animalículos". 

Actualmente, los biofilms se definen como el agregado de una o más especies microbia-

nas, las cuales se encuentran adheridas a una superficie biótica o abiótica pero también 

entre ellas. Estas comunidades microbianas están incluidas e interconectadas con una 

sustancia orgánica denominada matriz extracelular polimérica (EPS), compuesta por 

agua, polisacáridos,  proteínas, ácidos nucleicos, lípidos y otros biopolímeros (Costerton 

et al., 1999; Shunmugaperumal, 2010; Rabin et al., 2015). A través de las interacciones 

intercelulares, tanto sociales como físicas, junto con las propiedades de la matriz extra-

celular hacen que el estilo de vida de los biofilms sea claramente distinto al de las célu-

las bacterianas de vida libre o planctónicas.  

Los biofilms constituyen el estilo de vida más ampliamente distribuido y exitoso en la 

tierra (Hall-Stoodley et al., 2009) dado que, participan en procesos del ciclo biogeoquí-

mico de la mayoría de los elementos como el agua, el suelo, sedimentos (Ehrlich & 

Newman, 1996) y el subsuelo (Meckenstock et al., 2015). Dentro de las aplicaciones en 

las cuales se han empleado biofilms se encuentran la filtración de agua potable, degra-

dación de agua residuales y residuos sólidos, como también la producción de biocombus-

tible (Halan et al., 2012). También se ha observado que los biofilms son capaces de cre-
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cer en ambientes en condiciones extremas, como en los drenajes de minas ácidas, en los 

que se ha demostrado que los biofilms pueden conducir una variedad de procesos como 

fotosíntesis, fijación de nitrógeno y fermentación (O T́oole et al., 2000).  

Los biofilms también tienen manifestaciones patogénicas que son de gran relevancia en 

el contexto médico y clínico. Con frecuencia se han descripto como perjudiciales para la 

salud dado que se han observado asociados a dispositivos médicos e implantes incluyen-

do catéteres, así como asociados a enfermedades crónicas (Costerton et al., 1999; Marić 

& Vraneš, 2007; Vasudevan et al., 2014; Shirtliff & Leid, 2009). La importancia que revis-

ten los biofilms a nivel clínico es principalmente por las poblaciones que conforman el 

biofilm, ya que presentan resistencia a antibióticos (Vasudevan et al., 2014), reducción 

de la tasa de crecimiento, secreción de diferentes moléculas superficiales y factores de 

virulencia (Hall- Stoodley & Stoodley, 2009). A su vez facilitan la transferencia de genes 

entre las bacterias que conformar el biofilm lo que puede conducir a un aumento en el 

número de cepas virulentas (Lewis, 2001). 

Estructura y desarrollo de los biofilms  

 El desarrollo de los biofilms en la mayoría de los microorganismos ocurre en dife-

rentes etapas donde los microorganismos unicelulares se unen a una superficie sólida 

para formar una comunidad embebida por una matriz extracelular. Los microorganismos 

representan menos del 10% de la masa seca, mientras que la matriz puede representar 

más del 90% del biofilm. Hay una variedad de mecanismos por los cuales diferentes es-

pecies microbianas pueden entrar en contacto más cercano con una superficie, unirse 

firmemente a ella, promover las interacciones célula-célula y crecer como una estructu-

ra compleja (Breyers & Ratner, 2004; Verstraeten et al., 2008). Actualmente se descri-

ben cinco etapas generales para la formación de un biofilm;  (i) aproximación y adhesión 

reversible de las bacterias a la superficie, (ii) adhesión irreversible y comienzo de pro-

ducción de exopolisacáridos (EPS) (iii) formación de microcolonias, (iv) maduración del 

biofilm; (v) dispersión celular (Costerton et al., 2003; O’Toole et al., 2000) (Fig. 1). 

Varios autores han descripto que tanto los factores genéticos como los ambientales con-

tribuyen a la formación del biofilm microbiano (Maric & Vranes, 2007). 
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(i) aproximación y adhesión reversible de las bacterias a la superficie 

La primer etapa en la formación de los biofilms comienza con la aproximación y sensado  

por parte de las bacterias a la superficie y/o ambiente donde se van a establecer. Esta 

aproximación es diferente en cada tipo de microorganismos, el cual es capaz de recono-

cer diferentes señales específicas para su establecimiento siendo de esta forma un pro-

ceso muy complejo que depende de muchas variables, como el tipo de sustrato y las 

propiedades de la superficie de las células bacterianas (O’ Toole et al., 2000). 

La transición entre las células planctónicas y las células sésiles es un proceso en el cual 

están implicados varios factores, en 1997 Palmer & White determinaron que el primer 

contacto entre las superficies y las bacterias incluía interacciones entre las células- su-

perficie y célula-célula. La adhesión de las bacterias a las superficies esta mediada por 

factores no específicos como tensión superficial, hidrofobicidad y fuerzas electrostáticas 

(Darouiche, 2001), y factores específicos que incluyen varias estructuras de la superficie 

celular bacteriana como fimbrias, flagelos, proteínas de membrana externa, lipopolisa-

cáridos y EPS (Donlan & Costerton, 2002). 

El proceso de adhesión inicial suele ser reversible, permitiendo de esta forma que las 

células puedan desprenderse de la superficie en caso de que cambien las condiciones 

(Nadell et al., 2008). 

(ii) adhesión irreversible y comienzo de producción de exopolisacáridos  

Luego del primer contacto de las células a la superficie, algunas de ellas comienzan a 

adherirse de forma irreversible a la superficie. 
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Figura 1: Etapas de la formación de biofilms; (i) adhesión; (ii) adhesión irreversible; (iii) 
formación de microcolonias; (iv) maduración y (v) dispersión del biofilm. Adaptado de Mon-
roe, 2007



Una de las características distintivas de los biofilms, es la producción de una matriz ex-

tracelular, la cual comienza a producirse a mayor escala en esta segunda etapa de adhe-

sión. La función de la matriz es proporcionar adhesión entre células bacterianas, permi-

tiendo así la formación de un biofilm de varias capas. A través de pruebas in vitro se ha 

observado que la matriz del biofilm está constituida de una multitud de componentes de 

diferente naturaleza química, incluyendo exopolisacáridos (EPS), proteínas, ADN, y otros 

polímeros (Joo & Otto, 2012). La mayor parte de la biomasa del biofilm comprende EPS 

hidratado en lugar de células microbianas (Flemming & Wingender, 2010). Los EPS están 

altamente hidratados ya que pueden incorporar moléculas de agua en su estructura por 

medio de puentes de hidrógeno, y pueden estar asociados a iones metálicos, cationes 

divalentes y macromoléculas como ADN, proteínas y lípidos, constituyendo en conjunto 

la matriz extracelular del biofilm (Donlan, 2002). La auto-organización de las moléculas 

de EPS en la matriz se basa en interacciones inter-moleculares entre los componentes 

del EPS, lo cual determina las propiedades mecánicas de la matriz y la actividad fisioló-

gica de los organismos en el biofilm (Flemming & Wingender, 2010). La composición de la 

matriz extracelular dentro del biofilm es diversa y consistente con esto tiene una fun-

ción que puede ser variable en las diversas especies microbianas (Flemming & Wingen-

der, 2010). Los componentes de la matriz cumplen además, una función protectora para 

los microorganismos que conforman el biofilm. Por ejemplo, la hidrofobina bacteriana 

BslA forma una “capa impermeable" resistente al agua sobre el biofilm de Bacillus subti-

lis, y la celulosa producida por los biofilms de Escherichia coli aumenta la resistencia de 

la comunidad a la desecación (Gualdi et al., 2008; Kobayashi & Iwano, 2012; Hobley et 

al., 2013). Otros componentes de la matriz facilitan las interacciones entre las bacterias 

y las células huésped: por ejemplo, las fibras curli producidas por E. coli forman un 

componente estructural del biofilm (Chapman et al., 2002; Serra et al., 2013), que tam-

bién son necesarias para la adhesión de las células de E. coli a una variedad de proteínas 

de las células del hospedero, relevante para el inicio de la infección (Olsen et al., 1989; 

Sjobring et al., 1994; Nasr et al.,1996).  

(iii) formación de microcolonias 

La etapa final del establecimiento del biofilm es la colonización de la superficie. Las 

bacterias unidas se multiplican formando microcolonias las cuales son consideradas como 

la unidad básica organizacional de un biofilm (Costerton et al., 1994). La colonización 

primaria de una bacteria a la superficie generalmente sirve como influencia para reclu-
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tar y atraer más bacterias para continuar colonizando esa misma superficie (Lindsay & 

Holy, 2006). Además de una interacción estable con la superficie, se requiere un creci-

miento clonal de los microorganismos e interacciones bacteria-bacteria para formar y 

mantener las microcolonias (Reisner et al., 2003). A medida que aumentan en número, 

se incrementa la producción de EPS de tal modo que las bacterias unidas formando mi-

crocolonias representan el 10 % del volumen total mientras que el restante 90 % corres-

ponde a la matriz de EPS (Hall-Stoodley & Stoodley, 2009).  

En trabajos previos se ha observado que las fimbrias tipo IV en Pseudomonas aeruginosa, 

las cuales son responsables de la motilidad tipo twitching, tienen múltiples efectos so-

bre la formación de biofilm, uno de los cuales es permitir la formación de microcolonias 

en algunas condiciones (O'Toole & Kolter, 1998; Heydorn et al., 2002).  

En Bacilus subtilis, el factor de transcripción Spo0A regula la transición de las células 

adheridas a la superficie en microcolonias (Hamon & Lazazzera, 2001). El factor Spo0A 

es activo en condiciones de baja concentración de nutrientes y alta densidad celular 

(Sonenshein, 2000), lo que sugiere que la formación de biofilm por B. subtilis se produce 

bajo estas condiciones.  

(iv) maduración del biofilm 

El contacto superficial desencadena respuestas que conducen a cambios en la expresión 

génica, factores reguladores que favorecen el estado sésil, como los implicados en la 

formación de la matriz extracelular (Prigent-Combaret & Lejeune, 1999; Inagaki et al., 

2005; Beloin et al., 2008; Bhomkar et al., 2010).  

En la etapa de maduración del biofilm, la producción de EPS es mayor y esto hace que el 

biofilm pueda formar diferentes arquitecturas. La producción de EPS conlleva a que los 

biofilms maduros no se presenten como monocapas homogéneas de células microbianas 

sobre una superficie (Donlan & Costerton, 2002), sino que por el contrario, son capaces 

de desarrollar una arquitectura compleja, que comúnmente incluye microcolonias en 

forma de "hongo", rodeadas de matriz extracelular y separadas entre sí por canales que 

permiten la circulación de fluidos (O'Toole et al., 2000). 

Uno de los principales contribuyentes de la matriz bacteriana son los polisacáridos (Win-

gender et al., 2001). Se ha observado que  mutantes que no pueden sintetizar exopolisa-

cáridos tampoco son capaces de formar biofilms maduros (Danese et al., 2000; Cormen 

et al., 2009). 
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Las células que conforman el biofilm maduro presentan características fisiológicas to-

talmente diferentes al de su contraparte planctónica. Esto está dado principalmente por 

las interacciones bacteria-bacteria dentro del biofilm lo cual genera un ambiente hete-

rogéneo tanto físico como químico. 

v) dispersión celular 

Finalmente, algunas bacterias de la matriz del biofilm se liberan del mismo para poder 

colonizar nuevas superficies, cerrando el proceso de desarrollo de formación del biofilm. 

Esto se debe a que las células residentes del biofilm comienzan a tener poco acceso a los 

nutrientes y además comienzan a acumularse desechos tóxicos, su microambiente se 

hace cada vez más desfavorable (Karatan & Watnick, 2009). La etapa de dispersión del 

biofilm es la menos conocida, pero varios estudios han sugerido que la dispersión es un 

proceso activo, el cual está altamente regulado por las poblaciones de células unidas 

(Parsek & Fuqua, 2004). Sí está claro que hay por lo menos tres elementos necesarios 

para una dispersión eficiente. El primero de ellos es la capacidad de las bacterias de po-

der censar la acumulación de señales de estrés en el biofilm y a su vez cambiar el perfil 

de expresión de sus genes para la dispersión. Segundo, la señal debe traspasar el medio 

ambiente limitado por la difusión. Por último, el complejo extracelular de la matriz 

debe permitir el pasaje de las bacterias al ambiente (Hall-Stoodley et al., 2004). El con-

junto de señales de censado como alta concentración celular así como una serie de me-

canismos celulares de señalización (quorum sensing) estarían involucrados en la disper-

sión del biofilm. 

Regulación en la formación del biofilm  

Numerosas evidencias experimentales sugieren que el proceso de formación del 

biofilm está regulado por una compleja cascada de reguladores. Varios estudios han re-

velado un tipo de regulador implicado en la transición entre las células móviles y el bio-

film: una pequeña molécula citoplasmática reguladora guanosín-monofosfato-cíclico (di-

GMPc) (Römling et al., 2005; Römling & Amikam, 2006; Wolfe & Visick, 2008; Hengge, 

2009). Los niveles elevados en di-GMPc están asociados a la inhibición de la movilidad y 

activación de la formación del biofilm. 
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Por otra parte, el sistema de quorum sensing (QS) ha sido relacionado con los procesos 

que están involucrados en la formación y desarrollo del biofilm. El quorum sensing es un 

mecanismo de regulación dependiente de la acumulación en el medio ambiente de una 

molécula señal, autoinductor, que permite a la bacteria medir la densidad de población 

existente. En bacterias gram-negativas el autoinductor es principalmente acil homoseri-

na lactona, mientras que en bacterias gram-positivas el autoinductor es de naturaleza  

peptídica. Cuando se acumula en el medio una suficiente cantidad del autoinductor este 

induce la expresión de un receptor específico, el cual modifica la expresión de genes, 

produciendo distintos fenotipos. Un trabajo con P. aeruginosa demostró que el proceso 

de formación del biofilm está regulado por un proceso de “quorum sensing” o autoin-

ducción. Davies y colaboradores (1998), encontraron que el sistema de Las QS era esen-

cial para la creación de biofilms maduros y diferenciados. 

Por otra parte, la inhibición de la motilidad es un acontecimiento esencial en la forma-

ción del biofilm quizás porque la motilidad se requiere en etapas tempranas del desarro-

llo del biofilm y en etapas más tardías en biofilms maduros se requiere inhibida (Tart et 

al., 2005; Guttenplan et al., 2010). 

Biofilms: una estrategia de supervivencia  

 Dado que los biofilms son el estilo de vida bacteriano dominante, tiene que haber 

ventajas significativas al vivir en comunidades sésiles en comparación con las células 

planctónicas flotantes. Una de las ventajas de vivir en una comunidad es la obtención de 

nutrientes. Bajo condiciones de limitación de nutrientes, aquellos microorganismos que 

se encuentren en la superficie del biofilm tendrán mejor acceso a él, porque las células 

del biofilm están metabólicamente mas activas en la superficie del biofilm y además 

tienen mas acceso a los nutrientes del medio. Esto ocasiona que las bacterias que se en-

cuentran en la superficie puedan utilizar esta ventaja (Webb et al., 2003). Además, 

también puede existir una relación comensal entre los miembros de comunidades mixtas 

en un biofilm en relación con la utilización de nutrientes (Parsek & Fuqua, 2004; Jeffe-

reson, 2004).  

Por otra parte, la naturaleza de la estructura del biofilm y los atributos fisiológicos de 

los organismos del biofilm confieren una resistencia inherente a los agentes antimicro-

bianos, ya sean antibióticos, desinfectantes o germicidas. Varios estudios han revelado 

las dramáticas diferencias en la susceptibilidad de los organismos planctónicos respecto 
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a los biofilms frente a los agentes antimicrobianos (Ceri et al., 1999; Billings et al., 

2013; Van Acker et al., 2014). Los mecanismos responsables de la resistencia pueden ser 

uno o más de los siguientes: (i) la penetración tardía del agente antimicrobiano a través 

de la matriz del biofilm, (ii) la tasa de crecimiento diferencial de las células del bio-

films, y (iii) otros cambios fisiológicos debidos al modo de crecimiento de los biofilm. 

Relevancia médica de los biofilms  

 Los biofilms son responsables de muchas infecciones humanas persistentes, inclu-

yendo placa dental, caries, infección periodontal, neumonía por Pseudomonas en fibrosis 

quística, cistitis crónica, endocarditis bacteriana, osteomielitis, y prostatitis crónica. 

Constituyen un problema serio en válvulas cardíacas artificiales, marcapasos, catéteres 

urinarios y prótesis ortopédicas las cuales, una vez infectadas, generan infecciones ex-

cepcionalmente difíciles de resolver mediante antibióticos (Donlan, 2002; Sanclement et 

al., 2005; Manning, 2003; Costerton et al., 1999; Costerton, 2001).  

Una de las consecuencias más alarmantes de las interacciones sinérgicas entre los mi-

croorganismos está asociada con la resistencia a los agentes antimicrobianos (Bennett, 

2008). Dentro de los biofilms mixtos, tal resistencia no implica necesariamente la adqui-

sición directa o la transferencia de genes que codifican la resistencia a los antibióticos, 

sino que se basa en la capacidad de la comunidad para cooperar de tal manera que pue-

da sobrevivir a la exposición al agente antimicrobiano. Varios estudios han evaluado la 

susceptibilidad a antibióticos en biofilms de multiespecies contra los biofilms conforma-

dos por una única especie, en la mayoría de los casos, el biofilm de especies mixtas fue 

significativamente más resistente al tratamiento antimicrobiano o desinfección (White-

ley et al., 2001; Leriche et al., 2003; Al-Bakri et al., 2004; Burmolle et al., 2006; Kara et 

al., 2006). 

Infecciones en el Tracto Urinario asociadas a catéteres 

El número de infecciones urinarias asociadas al uso de catéteres (ITU-C) aumenta 

cada año, lo que refleja el hecho de que los catéteres urinarios se encuentran entre los 

principales implantes más utilizados en el cuerpo humano (Trautner & Darouiche, 2004). 

Las infecciones del tracto urinario representan más del 40% de las infecciones nosoco-

miales, encontradas especialmente en pacientes cateterizados (Bryers, 2008). A pesar 
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del buen manejo aséptico, aproximadamente la mitad de todos los pacientes experimen-

tan bacteriuria en los primeros 10-14 días de cateterización (Stickler & Morris, 1998). El 

riesgo de infecciones del tracto urinario es significativamente mayor en pacientes con 

inserciones a largo plazo (de 28 días o más); el porcentaje de catéteres infectados en 

estos pacientes se aproxima al 100% (Stickler & Morris, 1998). 

Agente etiológico de ITU-C: Proteus mirabilis 

 P. mirabilis es una bacteria Gram negativa de la familia Enterobacteriaceae gene-

ralmente encontrado en el tracto gastrointestinal (Jacobsen et al., 2008b). Infecta opor-

tunamente la tracto urinario de grupos de pacientes vulnerables, tales como individuos 

con tracto urinario anomalías y pacientes con cateterismo a largo plazo (Mobley y Wa-

rren, 1987). P. mirabilis es capaz de causar infecciones sintomáticas del tracto urinario 

incluyendo cistitis y pielonefritis y está presente en casos de bacteriuria asintomática, 

así como también en variedad de infecciones nosocomiales oportunistas, incluyendo las 

del tracto respiratorio, ojos, oído, nariz, piel, quemaduras, garganta y heridas; también 

pueden causar gastroenteritis (Rózalski et al.,1997; Matthews et al., 2011; Papazafiro-

poulou et al., 2010). Estas infecciones también pueden causar bacteriemia y sepsis. 

Además, las infecciones por P. mirabilis pueden causar la formación de cálculos urinarios 

(urolitiasis).  

P. mirabilis es el principal agente causal de las infecciones urinarias asociadas al catéter 

(ITU-C). La capacidad de crecer en forma de biofilm parece ser uno de los factores de 

virulencia más importantes de P. mirabilis (Jacobsen et al., 2008). Además es el princi-

pal agente de pielonefritis, urolitiasis, prostatitis e ITU-C, causando aproximadamente el 

3% de todas las infecciones nosocomiales y hasta el 44% de los ITU-C en Estados Unidos 

(Jacobsen et al., 2008; O’Hara et al., 2000). En 2006, las ITU en los Estados Unidos fue-

ron la causa de 11 millones de consultas médicas y costaron $ 3.500 millones de dólares 

(Nielubowicz & Mobley, 2010). Las ITU-C son las infecciones más frecuentes asociadas 

con el cuidado de la salud en todo el mundo, representando hasta un 40% de las infec-

ciones adquiridas en los hospitales (Hooton et al., 2010). P. mirabilis generalmente no es 

el primer organismo encontrado en la superficie del catéter, pero es común en la catete-

rización a largo plazo (Wazait et al., 2003; Stickler et al.,2010). Cuando P. mirabilis co-

loniza un catéter, las células bacterianas se desarrollan en comunidades protegidas co-

nocidas como biofilms. Los biofilms que se forman inicialmente en los catéteres tienden 
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a ser monomicrobianos, pero rápidamente se vuelven polimicrobianos durante la catete-

rización a largo plazo, con hasta el 72% de los catéteres siendo colonizados por dos o 

más especies (Macleod et al., 2007). 

Factores de virulencia 

Producción de ureasa por P. mirabilis 

El grupo de genes de ureasa de P. mirabilis, que comprende ureRDABCEFG, produce una 

metaloenzima níquel citoplasmática que está regulada positivamente por el promotor 

UreR y reprimidos por una proteína asociada a nucleótidos H-NS45-52 (H-NS) (Dattel-

baum et al., 2003, Poore y Mobley, 2003, Coker et al. 2000, Mobley et al. 1995, Nichol-

son et al. 1993, Jones y Mobley, 1988, Jones y Mobley, 1987). La producción de ureasa 

está estrictamente regulada, como UreR y H-NS, los cuales compiten por la misma región 

reguladora de ureD. Bajo condiciones como las encontradas en la ITU-C, es decir a tem-

peratura corporal y concentraciones de urea aumentadas, hacen que se reprima H-NS, 

permitiendo que UreR active la expresión de ureasa (Poore & Mobley, 2003). 

La enzima ureasa de P. mirabilis está significativamente regulada positivamente (~ 25 

veces) sobre la exposición a urea (Stickler et al., 1998, Mobley y Warren, 1987, Mobley 

1996). Estudios han demostrado que la ureasa de P. mirabilis es altamente activa y capaz 

de hidrolizar la urea de 6 a 10 veces más rápido que la de la mayoría de las otras espe-

cies de bacterias (Mobley & Warren, 1987) Fig. 2. 
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La urea de la orina es hidrolizada formando amonio e hidróxido de carbono

El amonio es protonado induciendo la alcalinización de la orina. 

El agua reacciona con el dióxido de carbono produciendo ácido carbónico el cual se puede disociar 

Figura 2: Hidrólisis de la urea: La urea difunde a través de la membrana celular 
bacteriana y es hidrolizada por la ureasa generando iones de amonio que a su vez 
aumentan el pH urinario. El dióxido de carbono puede producir ácido carbónico, sin 
embargo, este ácido débil no contrarresta suficientemente el aumento del pH causado 
por la liberación de amoníaco.



Una de las principales consecuencias de la hidrólisis de la urea es la producción de 

cálculos urinarios. Estas piedras pueden bloquear el flujo urinario y causar daño tisular, 

el tamaño pude llegar a ser bastante grandes, mayor a > 1 cm2 (Munns et al., 2010; 

Chew et al.,2012). Los minerales precipitados pueden mezclarse con bacterias adheridas 

a un catéter urinario, formando un biofilm cristalino y eventualmente bloqueando el flu-

jo de orina a través del catéter (Stickler, 2008) (Fig. 3). 

Movilidad en P. mirabilis 

P. mirabilis expresa dos tipos distintos de células móviles, células swimming y swarmer. 

En medios líquidos, las células planctónicas de P. mirabilis se encuentran en el estado de 

las células swimming y son móviles e independientes entre sí (Belas, 1996).  

Una de sus principales características es que presenta un comportamiento multicelular 

durante la migración denominada swarming, observada en medios sólidos, donde se pro-

duce una diferenciación desde una forma unicelular vegetativa (1-2 µm), típica de me-

dios líquidos, a una forma multicelular elongada hiperflagelada (> 80 µm) denominada 

swarmer (Belas, 1996) (Fig. 4). La movilidad swarming es un comportamiento multicelu-

lar que se puede separar en al menos 3 etapas distintas, diferenciación, migración y 

consolidación (Belas, 1996). La migración de la población es un proceso ordenado, y es 

controlada por los mecanismos de regulación intracelular, provocadas por condiciones 
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Figura 3: Formación de cálculos por P. mirabilis  (A) Vejiga experimentalmente infectada de ratón (barra, 
500 µm). (B) mayor aumento del área indicada en el panel A (barra: 100 µm). (C) Ampliación del área 
indicada en el panel B con bacterias individuales visibles (barra: 5 µm). Imagen Schaffer & Pearson, 
2015. 



ambientales como el contacto superficial y la inhibición del flagelo, la densidad celular 

y, potencialmente, la comunicación célula-célula (Rather, 2005). 

 

La movilidad swarming esta controlada por la expresión de diversos genes, Pearson et al. 

2010 identificó que 584 genes se expresaban diferencialmente en células swarmer cuan-

do se compara con las células swimming. Los genes regulados se asociaron con la biosín-

tesis flagelar, transporte de oligopéptidos y la importación de aminoácidos (Pearson et 

al. 2010). Otros estudios identificaron genes implicados en la síntesis de la pared celular 

como el gen surA que facilita el plegamiento adecuado de proteínas, y mutantes con una 

interrupción en este gen fueron incapaces de diferenciarse en células swarmer. 

Algunos autores han relacionado la movilidad swarmer con la capacidad de colonizar el 

tracto urinario (Allison et al., 1994; Mobley et al., 1996), mientras que otros reportes 

sugieren que la misma no sería crítica para producir infección (Legnani-Fajardo, 1996; 

Zunino et al., 1994). Por otro lado, la motilidad swarming se ha vinculado con la habili-

dad del patógeno para colonizar las superficies de los catéteres (Sabbuba et al., 2002; 

Stickler et al., 1993). 
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Figura 4: (A) Foto representativa de movilidad swarming. (B) Imagen obtenida de Jessica, et al 
2015 donde se observa el cambio entre formas de swimmer a swarmer de P. mirabilis. A la iz-
quierda se encuentra una micrografía electrónica de transmisión (MET) de células cultivadas en 
caldo que muestran flagelos perítricos. A la derecha hay un MET de células de swarmers diferen-
ciadas.
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Adhesión mediada por fimbrias

Las fimbrias, o pili, son apéndices bacteriano que cubren el exterior de bacterias gram-

negativas como gram-positivas, tienen diversos tamaños y consisten de subunidades re-

petidas de polipeptidos con una adhesina en el extremo (Proft et al., 2009). P. mirabilis 

es capaz de producir varias clases de fimbrias, la secuenciación del genoma de P. mira-

bais HI4320 reveló que contiene 17 operones diferentes que codifica para diferentes 

fimbrias (Pearson et al., 2008). Entre estas se incluyen las fimbrias MR/P (del inglés 

mannose-resistant Proteus-like) (Old et al., 1982), UCA (uroepithelial cell adhesin) 

(Wray et al., 1986), PMF (P. mirabilis fimbriae) (Bahrani et al.,1993) y ATF (ambient 

temperature fimbriae)(Massad et al., 1996). 

Las fimbrias mejor estudiadas son las fimbrias MR/P; este tipo de fimbrias son sintetiza-

das in vivo, son inmunogénicas y han sido vinculadas tanto a la autoagregación como a la 

formación de biofilms. Así mismo, contribuyen a la virulencia de P. mirabilis, estando 

implicada en la patogénesis y contribuiría con la infección renal por facilitamiento de la 

colonización del TU (Baharani et al., 1994; Zunino et al 2001) 

Un trabajo publicado recientemente por nuestro grupo de investigación observó que tan-

to las fimbrias (MR/P, UCA, ATF y PMF) son necesarias para el desarrollo y establecimien-

to del biofilms en P. mirabilis (Scavone et al., 2016). Ademas, Jansen et al 2004 y Rocha  

et al 2007 vieron que las fimbrias  MR/P eran claves para la formación de biofilm, pre-

sumiblemente por la mediación de la adherencia a las superficies y autoagregación. 

  

Sistemas de adquisición de hierro 

El hierro es un elemento esencial para la función de muchas proteínas y enzimas, y el 

tracto urinario es un ambiente limitado de hierro. Es por ello que los uropatógenos han 

desarrollado una gran variedad de mecanismos de adquisición y almacenamiento de hie-

ro. Se conoce que P. mirabilis codifica al menos para 21 sistemas putativos de adquisi-

ción de hierro (Pearson et al., 2008). Entre ellos se encuentran sistemas basados en side-

róforos, transporte de hierro ferroso y transportadores tipo ABC, además puede crecer 

en hemoglobina, hemina y citrato férrico como única fuente de hierro (Piccini et al .,

1998). 
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P. mirabilis codifica para dos sistemas  de sideróforos, el sistema de sideróforo sin pro-

teasa ribosomal (proteobactina), y el sistema sideróforo no ribosómico (Nrp) Himpsl et 

al., 2010. El locus de proteobactina implica tres transcripciones: una codifica para un 

transportador ABC (PMI0229-030); la segunda transcripción incluye un único gen pbtI 

(PMI0231), que codifica para una enzima capaz de catalizar la síntesis de un precursor 

de proteobactina; y la tercera transcripción abarca pbtABCDEFGH (PMI0232-0239), que 

codifica los componentes restantes necesarios para la síntesis y utilización de siderófo-

ros (Himpsl et al., 2010). 

Además, P. mirabilis codifica para genes putativos que están implicados en la captación 

de hierro ferroso, hierro férrico y citrato férrico y varios receptores dependientes de 

TonB y sistemas de transporte ABC relacionados con hierro (Pearson et al., 2008; Himpsl 

et al., 2010). Varios de estos genes han sido identificados como regulados por hierro in 

vitro y se ha observado que son importantes para la colonización completa del tracto 

urinario (Pearson et al., 2011; Nielubowicz et al., 2008; Burall et al 2004; Himpsl et al., 

2008 & Himpsl et al., 2010). En Fig. 5 se esquematiza un modelo propuesto por Himpsl 

et al., 2010 de los sistemas de adquisición de hierro por P. mirabilis. 
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Figura 5: Modelo propuesto para sistemas de adquisición de hierro en P. mi-
rabilis. Las funciones hipotéticas de las proteínas enumeradas se basan en la 
regulación positiva de sus genes bajo limitación de hierro, homología con genes 
de otras especies bacterianas y estudios funcionales. Tomado de Himpsl et al., 
2010. 



Técnicas para el estudio de biofilms 

 Uno de los avances más importantes en el estudio de la estructura, función y di-

námica del biofilm ha sido la capacidad de visualizar biofilms vivos hidratados en tres 

dimensiones, con el tiempo, utilizando Microscopía Laser Confocal (MLC). Las primeras 

imágenes 3D de biofilms fueron obtenidas por MLC hace aproximadamente 25 años (Law-

rence et al., 1991). Los avances más importantes en MLC en el análisis de biofilms mi-

crobianos han sido la óptica, los láseres, software de análisis de imágenes y el desarrollo 

computacional de alta velocidad que permite el análisis de imágenes de grandes archi-

vos de datos (Big Data). Los avances químicos y biológicos moleculares también han me-

jorado la capacidad de imagen de biofilms en tres dimensiones (Azeredo et al., 2017). 

Estos avances han permitido la observación no invasiva de la estructura y dinámica del 

biofilm a escala celular (Neu et al., 2010; Bridier et al., 2011). Ahora es posible monito-

rear in situ el crecimiento simultáneo de diferentes especies durante el desarrollo del 

biofilm mediante microscopía confocal.  

A su vez, las herramientas moleculares y los avances tecnológicos nos permiten hoy en 

día llevar a cabo la reprogramación de los microorganismos para mejorar sus funciones 

ya existentes y/o llevar a cabo nuevas funciones. Dichas herramientas nos permiten re-

velar las funciones de una red reguladora o incluso la de un solo gen. Estos esfuerzos se 

basan en la disponibilidad de herramientas genéticas para modificar correctamente el 

cromosoma de las bacterias. Los aspectos clave a este fin incluyen la eliminación de 

segmentos en el genoma, ya sea mediante los sistemas para la producción de mutantes 

dirigidos y sustituciones alélicas o la interrupción de genes mediante la generación de 

bibliotecas de mutantes al azar, permitiéndonos de esta forma conocer nuevas funciones 

de los genes (Martínez García et al., 2011). 
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Hipótesis 

Se propone que diversos genes vinculados a la adhesión, transporte y metabolismo del 

hierro son relevantes en las distintas etapas de formación y desarrollo de biofilms de P. 

mirabilis. 

Objetivo General 

El objetivo general del presente proyecto consiste en caracterizar el papel de este grupo 

de genes en las distintas etapas de formación de biofilms de P. mirabilis uropatogénico. 

Objetivos Específicos 

1. Evaluar las propiedades de crecimiento, movilidad y superficie bacteriana en una co-

lección de cepas mutantes con alteraciones en la formación de biofilm. 

2. Analizar la expresión de los genes de adhesión, metabolismo del hierro y transporte, 

en la cepa salvaje de P. mirabilis en el biofilm comparado con su contraparte planctóni-

ca. 

3. Caracterizar la formación y la bioarquitectura de los biofilms de la colección de mu-

tantes mediante Microscopía Laser Confocal (MLC). 
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MATERIALES Y MÉTODOS 

Colección de cepas mutantes  

Para el desarrollo del presente trabajo se empleó una colección de cepas mutantes ge-

neradas en el Instituto de Investigaciones Biológicas Clemente Estable (IIBCE) en el De-

partamento de Microbiología (Iribarnegaray V, 2014 “Evaluación de mutantes defectivas 
en la formación de biofilms de Proteus mirabilis uropatogénico”, tesis de grado).  

La colección se generó mediante la estrategia de mutagénesis al azar por inserción de un 

transposón (Mini-Tn5 Km contenido en el plásmido pBAM-1) (Fig.6) (Martinez-Garcia et 

al., 2011) en el genoma de la cepa parental Proteus mirabilis Pr2921 de origen clínico 

(Zunino et al., 2000). Las cepas mutantes generados son kanamicina resistentes, debido 

al gen de resistencia que aporta el propio transposón; sensibles a ampicilina, ya que el 

gen que otorga resistencia a este antibiótico no se integra al genoma al localizarse fuera 

del transposón, y a su vez, el plásmido que lo contiene tampoco puede replicarse dentro 

de P. mirabilis; y tetraciclina resistentes, ya que P. mirabilis es intrínsecamente resis-

tente a este antibiótico. 

Posteriormente se realizó un ensayo de screening a la colección de cepas mutantes (5952 

mutantes), mediante la técnica de tinción con cristal violeta en placas de microtitula-

ción (Pratt y Kolter, 1998) y se seleccionaron las cepas que presentaron un fenotipo de 
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Figura 6: Mapa del plásmido pBAM1. Elementos funcionales del plásmido incluyen sitios de 
restricción relevantes, marcadores de resistencia a antibióticos (Ap, ampicilina; Km, 
kanamicina), transposasa (tnpA), origen de la región de transferencia (oriT) y elementos 
mosaico I (ME-I) y O (ME-O). Extraído de (Martínez-García et al. 2011).



biofilm alterado (de baja o alta formación de biofilm) respecto a la cepa parental. La 

técnica de tinción con cristal violeta es un método semicuantitativo que permite evaluar 

de forma rápida la capacidad de formación de biofilms en superficies abióticas. El crite-

rio de clasificación se baso en el propuesto por Villegas et al., 2013, donde las mutantes 

con capacidad incrementada para formar biofilms, fueron aquellas cuyo valor de densi-

dad óptica (DO) DO595nm fue superior a 1,2 unidades, y con capacidad disminuida a 

aquellas cuyo valor promedio fue inferior a 0,25 unidades, el valor de DO595nm para la 

cepa Pr2921 es de 0,9 unidades. 

Las cepas mutantes con fenotipos alterados en la formación de biofilm se les corroboró 

la presencia de una única inserción del transposon en el genoma mediante la técnica de 

Southern Blot (Fig.7). Partimos de 5952 cepas mutantes y luego de realizar el ensayo de 

Southern blot solo 97 cepas presentaron una única inserción del transposón. 

Una vez determinado el fenotipo de las cepas mutantes se identificaron los genes inter-

rumpidos por el transposón mediante PCR arbitrario y posterior secuenciación. En la PCR 

se amplificaron las regiones contiguas al sitio de inserción del transposón en las cepas 

mutantes seleccionados. La PCR arbitraria consta de dos rondas de amplificación, donde 

el ADN molde utilizado en la segunda corresponde al producto de la primera. Se emplea-

ron cebadores diseñados de forma arbitraria, (ARB6 y ARB2), los cuales hibridan con se-

cuencias arbitrarias del genoma, y cebadores interno y externo (ME-I-intR y ME-I-extR), 
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Figura 7: Southern Blot.  La presencia de una única banda en el clon 55 (flecha), 
indica una única inserción del transposón en el genoma de esta cepa mutante. 
Orden de sembrado (de izquierda a derecha): clon 44, 45, 46, 47, 48, 49, 50, 51, 
52, 53, 54, 55, 56, Pr2921, pBAM, marcador de peso molecular.

44     45    46   47    48    49    50    51    52   53    54    55  Pr2921   PBAM PM



donde ME son secuencias en mosaicos de 19 pares de bases que flanquean al transposón 

insertado  (Martínez-García et al. 2011).  

Como resultados generales, obtuvimos 38 cepas con capacidad incrementada de formar 

biofilm a las cuales denominamos alta formación de  biofilm (AFB) y 59 cepas con capa-

cidad de formación de biofilm disminuida, baja formación de biofilm (BFB). Dentro de 

esta colección se seleccionaron para el presente trabajo, tres grandes grupos funciona-

les denominados adhesión, metabolismo del hierro y transporte. En la Tabla 1 se detallan 

cada uno de las cepas empleadas en el presente trabajo, el gen interrumpido y su feno-

tipo vinculado a la formación de biofilm.  

Principales características de las mutantes seleccionadas 

Grupo adhesión  

Para facilitar la unión a TU como a diferentes superficies, las bacterias deben ser capaces 

de producir una variedad de factores de adhesión, como fimbrias y hemaglutininas (Sare-

neva et al., 1990). Como mencionamos anteriormente P. mirabilis posee en su genoma 17 

operones fimbiriales (Pearson et al., 2008), de los cuales nuestro grupo ya ha visto que 4 

de ellos (MR/P, PMF, UCA, ATF) tienen un papel importante en el desarrollo del biofilm 

(Scavone et al., 2016) 
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Función Clon Gen
Locus P. 
mirabilis 
HI4320

Formación de 
biofilm

Adhesión
(fimbrias y 
adhesinas)

m41 Proteína fimbrial SteB PMI_RS10945 Bajo

m94 Proteína fimbrial PMI_RS05020 Bajo

m106 Subunidad mayor 
fimbrial

PMI_RS02650 Bajo

m39
serin proteasa 

intermembrana de la 
familia romboide

PMI_RS15315 Alto

Metabolismo del 
hierro

m50 ferritina PMI_RS04890 Alto

m110 receptor TonB-
dependente PMI_RS18440 Bajo

Transportadores m40 Transportador de la 
familia MFS

PMI_RS14645 Bajo

Tabla 1: Colección de cepas mutantes. Se describe el grupo funcional a cual corresponden las 
cepas mutantes, el gen interrumpido y su fenotipo de formación de biofilm. Bajo hace referen-
cia a formación de biofilm disminuida DO595nm<0,25. Alto, hacer referencia a niveles incremen-
tados de biofilm superiores a la cepa Pr2921 con una DO595nm>1,2.



Mutante m41, presenta interrumpido el gen que codifica para la proteína fimbrial SteB 

(PMI_RS10945), específicamente para la proteína acomodadora de la fimbrial (family ou-

ter membrane usher protein) de la fimbria SteB. 

Mutante m94, presenta interrumpido el gen que codifica para la proteína fimbrial 

(PMI_RS05020). La proteína fimbrial presenta homologa con FimH, la cual es la adhesina 

fimbrial específica de manosa de E. coli, mediando adhesión bacteriana. FimH es una 

proteína de 30 kDa posicionada en el extremo de los filamentos superficiales de las fim-

brias tipo 1 que median la unión específica de manosa y son los estructuras adhesivas 

más comunes en E. coli y otras enterobacterias ()Bouckaert et al., 2005). 

En fig.8 se representa el ensamblaje de la fimbria tipo I en E. coli donde podemos ver 

las proteínas involucradas en este proceso.   

  

Mutante m106, presenta interrumpido el gen que codifica para la Subunidad Mayor Fim-

biral (PMI_RS02650) de la proteína fimbrial UCA (uroepithelial cell adhesin). Cabe desta-

car que en nuestro grupo de trabajo contamos con una mutante isogenica obtenida por 

sustitución alélica con un casete ucaA:Km, Sin embargo esta mutación no esta en el 

mismo gen fimbrial , esto es consecuencia de que P. mirabilis posee genes fimbirales re-

petidos en su genoma.   
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Figura 8: Ensamblaje y secreción de adhesinas fimbriales. (OM) membrana externa. 
Esquema representando a la fimbria tipo I de E. coli. FimC (luna verde) es una chaperona. 
FimD (gris azul) es el acomodador de la membrana externa mostrado como un canal 
dimérico. FimA (azules) es la principal subunidad de la fimbira. FimF (naranja), FimG 
(marillo) es la punta fimbira. FimH (rojo) es la adhesina fimbiral de union especifica a 
manosa. Extraído de Berne et al., 2015



Mutante m39, presenta interrumpido el gen que codifica para la serin proteasa inter-

membrana de la familia romboide (PMI_RS15315). La primera proteasa romboide se des-

cubrió en Drosophila (Bier et al., 1990) y trabajos posteriores revelaron la existencia de 

homólogos en todas las ramas de la vida (Urban & Dickey, 2011). Las proteasas partici-

pan en una variedad de eventos de señalización celular. El procesamiento proteolítico, 

los cambios en la membrana generados para liberar ligandos solubles que pueden inter-

actuar con otros receptores representa un mecanismo involucrado en eventos de señali-

zación (Freeman et al., 2009; Urban & Dickey, 2011).  

Dado las características que presentan las proteasas de la familia romboide, capaces de 

remodelar la superficie celular, proponemos incluirlas en el grupo de adhesión.   

Metabolismo del hierro 

P. mirabilis como el resto de los uropatégenos ha desarrollo varias estrategias para la 

adquisición, transporte y almacenamiento del hierro, dado que en el interior de TU este 

metal se encuentra poco disponible.  

Mutante m50: presenta interrumpido el gen que codifica para la ferritina 

(PMI_RS04890). La ferritina son proteínas de almacenamiento de hierro, las cuales son 

capaces de secuestrar reversiblemente el hierro. El hierro es potencialmente tóxico de-

bido a su habilidad de catalizar la generación del radical hidroxilo, a través de las ferri-

tinas, puede ser movilizado al metabolismo intracelular cuando su disponibilidad se 

vuelve limitante (Velayudhan et al. 2007). 

Mutante m110: presenta interrumpido el gen que codifica para el receptor TonB depen-

diente (PMI_RS18440). En bacterias Gram negativas, la captación de hierro de alta afini-

dad, requiere proteínas localizadas en la membrana externa que unan quelatos de hierro 

a la superficie celular y promuevan su incorporación (Moeck & Coulton 1998). El trans-

porte a la célula es impulsado por el potencial de membrana citosólica mediado por el 
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sistema TonB-ExbB-ExbD que transduce la energía y requiere el contacto directo del re-

ceptor TonB de membrana externa (Braun, 1995, Tuckman & Osburne, 1992).  

Grupo transportador  

Mutante m40: presenta interrumpido el gen que codifica para  una bomba de eflujo per-

teneciente a la superfamilia de transportadores MFS. Uno de los fenómenos más estu-

diados es el de la resistencia a antibióticos de los microorganismos y esta se debe en su 

mayor parte a la sobreexpresión de los transportadores los cuales reconocen un amplio 

rango de compuestos y los secretan eficientemente de las células (Zgurskaya & Nikaido, 

2000). El bloqueo de estas bombas hace que las bacterias se vuelvan hipersusceptibles a 

varias drogas. 

Condiciones de cultivo 

Las cepas se cultivaron aeróbicamente en caldo Luria-Bertani (LB) (triptona 1%, extracto 

de levadura 0.5%, NaCl 0.5%, pH 6.8). El medio se suplemento con agar 1.5% cuando se 

requirió medio sólido, y con los antibióticos kanamicina (concentración final 40 µg/ml), 

y tetraciclina (concentración final 15 µg/ml). Además todas las cepas fueron cultivadas 

en medio sólido LB suplementado con ampicilina (100 ug/ml) para confirmar que solo el 

transposón está inserto en el genoma de P. mirabilis, dado que el gen que otorga resis-

tencia a este antibiótico se localiza fuera del transposón. 

La temperatura de incubación empleada fue 37°C y el tiempo varió de acuerdo al ensa-

yo, lo cual se especifica en cada caso. Todas las cepas se conservaron en LB glicerol 

(20%) a -80°C con el fin de preservarlas a largo plazo. 
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Caracterización fenotípica  

Las 7 cepas mutantes fueron caracterizadas fenotípicamente, con el objetivo de evaluar 

si la mutación afectó algunas de sus propiedades como el crecimiento en medio LB, la 

hidrofobicidad celular, movilidad swarming y swimming y la capacidad de migración so-

bre catéteres de silicona o látex.  

Evaluación del crecimiento en medio líquido de las cepas mutantes 

Con el objetivo de corroborar que la mutación en la colección de mutantes no afecta su 

crecimiento se llevo a cabo una curva de crecimiento en medio líquido LB.  

Para ello se realizó un pre-cultivo de la colección de mutantes y de la cepa parental 

Pr2921 en placa de 96 pocillos en medio LB (200 µl/ pocillo), la misma se incubó en for-

ma estática durante 24 hs a 37°C. Una vez transcurrido el tiempo de incubación se to-

maron medidas de la DO 600nm. A partir del pre-cultivo se colocó 20 µl en una nueva 

placa de 96 pocillos que contenía 180 µl de medio LB por pocillo. Las placas se incubaron  

estáticamente durante 24 hs en el espectrofotómetro de placas (Varioskan, Flash Multi-

mode Reader, Thermo Fisher ScientificInc™). Previamente se configuró el espectrofotó-

metro para que tomara medidas de absorbancia cada dos horas a 600nm y que mantuvie-

ra una temperatura constante de 37 °C durante todo el proceso de medición (24 hs). El 

ensayo se realizó por duplicado en la misma placa, y los datos se analizaron empleando 

el test estadístico One-Way ANOVA (p<0,05). 

Evaluación de la hidrofobicidad de la superficie bacteriana  

Las propiedades físicas de la superficie bacteriana en la colección de mutantes fue eva-

luada a través de la hidrofobicidad. La hidrofobicidad celular potencia la afinidad bacte-

riana por sustratos no polares como lo son superficies plásticas, lo que influye en la ad-

hesión bacteriana y por lo tanto la formación de biofilms.  

Para ello se empleó el método de partición por xileno, descrito por Biblioni et al., 2001.  

En primer lugar se recuperaron las cepas del stock de -80°C, las cuales fueron cultivadas 

en placas de LB agar km/tet durante 24 hs. Luego se subcultivaron en 5 ml de caldo LB 

durante 48 hs y se prepararon suspensiones en PBS con igual densidad óptica (DO600nm). 

Estas suspensiones bacterianas fueron mezcladas con xileno empleando el vórtex para 
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que la mezcla fuera homogénea. Ls mezcla se incubó durante 20 minutos a temperatura 

ambiente, lo que condujo a la formación de una fase acuosa y otra orgánica. De esta 

forma se separaron por decantación las fases y la fase acuosa fue removida para medir 

la DO540nm. La turbidez de esta fase es una medida de la hidrofobicidad de la superficie 

bacteriana, la cual se emplea para el calculó del índice de hidrofobicidad como se des-

cribe a continuación: 

 

donde A0 y A corresponden a la DO540nm medida antes y después de la extracción con el 

hidrocarburo.  

El índice de hidrofobicidad se puede clasificar siguiendo el criterio que establece que  

las poblaciones con un índice de hidrofobicidad menor al 20 % se consideran hidrofílicas, 

entre 20-50 % moderadamente hidrofílicas y mayores a 50% se consideran como hidrofó-

bicas (Pompilio et al., 2008). 

Cada ensayo se realizó por triplicado, y se empleó el test de student para analizar los 

datos. 


Determinación de la movilidad swarming 

La movilidad swarming de las distintas cepas mutantes se caracterizó según Jones et al 

2004 con algunas modificaciones. Las distintas cepas se cultivaron en 15 ml de medio LB 

durante 4 horas, luego se inoculó 10 µl en el centro de  placas de LB agar (1,5%). Las go-

tas se dejaron secar a temperatura ambiente y luego las placas se incubaron 24 hs a 

37°C. Para determinar la movilidad se midió el radio de migración en la placa (Fig.9), 

que es la distancia desde el centro de la placa hasta el frente de migración para cada 

cepa. Este ensayo se realizó por cuadruplicado y se determinó el área de la elipse (ᴫr2) 

para cada cepa, los datos se analizaron empezando el test de Student (p<0,05). 
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H% = [(A0 – A)/A0)] x100



 

Determinación de la movilidad swimming 

La movilidad swimming de las distintas cepas mutantes se caracterizó de acuerdo a la 

técnica propuesta por Holling y colaboradores (Holing et al., 2014). Las cepas fueron 

cultivadas en 15 ml de medio liquido LB a 37ºC, ON. Luego se inocularon 2 µl en el cen-

tro de placas de LB soft agar (0,3%).  Las placas se incubaron por 6 hs a 37 ºC y luego se 

midió la distancia de migración,  desde el centro de la placa hasta el frente de migra-

ción para cada cepa. El ensayo se realizo 9 veces para todas las cepas y los resultados se 

analizaron empleando el test de Student (p<0,05). 

Evaluación de la capacidad de migración sobre catéteres de uso comercial 

La capacidad de las cepas mutantes para migrar sobre superficies de catéteres de uso 

comercial (látex y silicona) fue evaluada según lo descripto por Stickler & Hughes 

(1999). Para ello se prepararon placas de Petri conteniendo 15 ml LB agar (1,5%) donde 

se cortaron dos secciones de 1 cm retirándose el agar. Los catéteres tanto de látex como 

de silicona fueron cortados en esterilidad, en secciones de 1 cm de largo y 0,5 cm de 

ancho. Para llevar a cabo el ensayo, cada cepa fue cultivada en 15 ml de caldo LB los 

cuales se incubaron 4 hs en agitación a 37°C. A partir de estos cultivos se sembraron 10 

µl en un borde del canal en tres lugares de la placa. Las gotas se dejaron secar a tempe-

ratura ambiente y luego se colocaron dos secciones de catéteres (látex o silicona) como 

puentes entre los canales. Como control al tercer inoculo no se le colocó la sección de 

catéter (Fig.10).  
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Figura 9: Representación esquemática de la movilidad 
swarming y representación del radio de desplazamiento. 

Radio



 

Las placas fueron incubadas 24 horas a 37°C y se determinó la migración hacia los lados 

opuestos del inoculo. Cada cepa se ensayó en 15 réplicas de secciones de catéteres y el 

índice de migración se calculó en base al porcentaje de puentes que fueron cruzados por 

las distintas cepas. Se empleó el test de chi-cuadrado para determinar diferencias signi-

ficativas respecto a la cepa salvaje (p<0,05). 

Análisis de correlación entre las características fenotípicas   

Se realizaron estudios de correlación (Pearson r) para establecer relaciones entre las ca-

racterísticas fenotípicas, formación de biofilm, indice de hidrofobicidad, movilidad 

swarming y swimming y migración sobre catéteres de látex y silicona. 

Para ello, los valores de biofilm así como los valores de movilidad swarming y swimming 

se transformaron en un índice, donde los valores de P. mirabilis Pr2921 fueron tomados 

como el 100%.  
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Figura 10: Representación esquemática de la migración sobre puentes de catéteres.  



Análisis comparativo de la expresión de los genes implicados en la for-

mación de biofilms en la cepa salvaje P. mirabilis en forma planctónica y 

formando biofilm 

Cultivo de la cepa salvaje P. mirabilis (Pr2921) en condiciones de biofilm y 

planctónicas 

Para evaluar la expresión de los genes relevantes en la formación de biofilm correspon-

dientes a las cepas mutantes, se realizaron cultivos de 5 ml de caldo LB de la cepa salva-

je Pr2921en placas de 6 pocillos de alta adherencia (Greiner Bio-One). Los cultivos se 

incubaron durante 48 horas en forma estática a 37°C. Transcurrido el tiempo de incuba-

ción se midió la DO600nm en espectrofotómetro de placas, luego se removieron las célu-

las planctónicas y se conservaron en ARN later (Ambion® -Thermo Fisher Scientific). Las 

células adheridas (biofilm) en la superficie de la placa fueron lavadas con PBS para eli-

minar las células planctónicas no adheridas. Luego, mediante el uso de un scraper se 

procedió a remover de forma mecánica el biofilm el cual se conservó en un 1 ml de ARN 

later. El ensayo se realizó por triplicado.


Extracción de ARN y obtención de ADN complementario (ADNc) 

A partir de los cultivos descriptos anteriormente se realizó la extracción del ARN total en 

la condición biofilm y en las células planctónicas de la cepa salvaje Pr2921, empleando 

un kit comercial (AMBION PureLink RNA mini kit) siguiendo las instrucciones del fabrican-

te. Se determinó la concentración y calidad del ARN mediante lecturas de absorbancia a 

260nm (A260) y la relación de A260/A280 respectivamente con un espectrofotómetro Nano-

drop, dicha relación brinda una idea de la contaminación de los ácidos nucleicos con 

proteínas.  

Tratamiento con DNAsa 

Previo al paso de retrotranscripción se procedió a la remoción de ADN contaminante, en 

el ARN extraído. Se realizaron las diluciones correspondientes del ARN con el objetivo de 

partir de la misma concentración en todas las muestras ([ARN]= 1 µg/µl). De cada dilu-
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ción se tomo 5 µl de ARN y se realizó el tratamiento con DNAsaI (Invitrogen™) para eli-

minar posibles contaminaciones de ADN. A los 5 µl de ARN se le incorporó la siguiente 

mezcla: 3µl H20, 1 µl de buffer DNAsaI y 0,4 µl de DNAsaI. La mezcla se incubó durante 

15 minutos a temperatura ambiente y transcurrido el tiempo de incubación se agregó 1µl 

EDTA 25mM y se calentó durante 10 minutos a 65°C con el objetivo de inactivar la DNA-

saI.  

Retrotranscripción (RT) 

La retrotranscripción (RT) se realizó para obtener el ADNc, empleando la enzima M-MLV-

RT (Moloney Murine Leukemia Virus Reverse Transcriptase) de Invitrogen. La reacción 

consistió en incorporar la siguiente mezcla a los tubos tratados con DNAsaI; 1,6 µl de 

random hexámeros, 1,0 µl de dNTPs (100mM), 4,0 µl de 5X First-Strand Buffer, 2,0 µl de 

DTT (0,1M), 1,0 µl de RNAsa OUT (Inhibidor de RNasa Recombinante) (400un/µl) y por 

ultimó se incorporó 1,0 µl de la enzima M-MLV-RT (Moloney Murine Leukemia Virus Re-

verse Transcriptase) (200un).  

El ADNc obtenido se cuantificó mediante el espectrofotómetro Nanodrop, se realizaron 

diluciones 1:4 y se conservó a -20°C hasta su uso en las reacciones de PCR en tiempo 

real. 
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Diseño de cebadores 

Los cebadores de los genes a evaluar fueron diseñados empleando la herramienta Pri-

mer-Blast (Ye et al., 2012) y sintetizados por la empresa Macrogen, Corea (Tabla 2).   

Con el objetivo de corroborar si los cebadores estaban correctamente diseñados, en 

primer lugar se realizó un PCR en tiempo real con una muestra ADNc de la cepa salvaje 

Pr2921 y se corroboró que la temperatura de melting de cada producto coincidiera con 

lo esperado (ANEXO).  

PCR en tiempo real 

A partir del ADNc se evaluó la expresión de los genes vinculados a la formación de bio-

films mediante PCR en tiempo real. Las amplificaciones se realizaron en placas de 96 

pocillos (Bio-Rad Laboratories™, EU) utilizando el kit comercial SYBR® Green PCR Master 

Mix (Applied Biosystems™) y los cebadores especificados en la Tabla 2.  

La mezcla de reacción consistió en 2 µL de ADNc (diluido previamente 1/4), 1,8 µl de 

cada cebador 10 mM, 4,4 µl de H20 libre de ARNAsas y 10 µl del Mix SYBR Green PCR Mas-

ter. En todas las corridas se incluyeron controles negativos y un estándar para cada gen a 

evaluar y el gen de referencia. El estándar se realizó mediante diluciones seriadas de 
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secuencias 5´-3`

Gen primer f primer r Referencia
Proteína fimbrial 

SteB GAACCTCTGGTGATGCGGAA GACCTGCGGGTACTGTTGAA Este trabajo

Proteína fimbrial GATGCGACGTTAGTAGCCGA GTTGCGCGCAGTGGATATTT Este trabajo

Subunidad mayor 
fimbrial TGCTGGCTCATCTATGGCG TGGAGTTAAGCCTGCTGTTGT Este trabajo

serin proteasa 
intermembrana de la 

familia romboide
CGCTCCCTGCTGTCGATAAT CGATGCGCTGGTGTTATTGG Este trabajo

ferritina GCGCTTGGTGCGATGATAAA TCAGCAGGTGGTGCTTCAAT Este trabajo

receptor TonB-
dependente GCTTGCTAAAGCCGATCACG GGTTAGCTCAGCGGTCACTT Este trabajo

Transportador de la 
familia MFS TACCACCGCATCGACCTCTA GCCTGTGCGATTAAGAGGGT Este trabajo

rpoA CGCGAAAAGAGCGTTGAAGA TGCCTGCATACGCAGATTGA

Tabla 2: Secuencias de los distintos cebadores diseñados para los genes de las cepas mu-
tantes empleados para RT-PCR y el gen de referencia (rpoA).



1/4 a partir del ADNc de una muestra escogida al azar. La inclusión de esta curva es ne-

cesaria para que el software (Bio-Rad CFX Manager 2.1; Bio-Rad Laboratories™) pueda 

calcular el threshold o umbral y la eficiencia de reacción. 

Para normalizar las variaciones en los niveles de ADNc se utilizó rpoA como gen de refe-

rencia, que codifica para la proteína ribosomal 50S L29. Las reacciones de PCR se reali-

zaron en un termociclador en tiempo real BIO-Rad CFX96 (Bio-Rad Laboratories™) y el 

programa de ciclado consistió en una activación inicial a 50ºC durante 2min, 95ºC duran-

te 15min, 40 ciclos de 94ºC durante 15seg, 60ºC durante 30seg y 72ºC durante 30seg.  

Cuantificación de la expresión de los genes involucrados en la formación de 

biofilm 

Los datos obtenidos del termociclador fueron analizados empleando el software del 

equipo (Bio-Rad CFX Manager 2.1; Bio-Rad Laboratories™). Los resultados se expresaron 

como el aumento relativo de los niveles de ARNm empleando la formula 2-AACt (Livak et 

al., 2001) normalizados en base a la expresión del gen de referencia. 
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Caracterización de la formación y la bioarquitectura del biofilm en la 

colección de mutantes  

Con el objetivo de caracterizar la importancia de los genes en las distintas etapas de la 

formación del biofilm se realizó una caracterización morfo-topológica de los biofilms en 

las mutantes mediante el uso de la Microscopía Laser Confocal (MLC) y análisis de imá-

genes. A continuación se describen los procedimientos realizados para cumplir con el 

presente objetivo. 

Formación de biofilms in vitro 

Para la formación de biofilms se prepararon pre-cultivos de todas las cepas en caldo LB 

las cuales se incubaron a 37°C durante 24 hs. Luego se transfirieron 300 µl a tubos de 

plástico conteniendo cubreobjetos de vidrio estériles los cuales fueron utilizados como 

soporte para la formación de biofilms y 30 ml de medio LB. Los cultivos se incubaron a 

37°C en forma estática y los cubreobjetos se retiraron a los días 1, 3, 5 y 7 de incuba-

ción. Luego se realizaron lavados con PBS con el fin de eliminar las bacterias planctóni-

cas y los biofilms fueron fijados con paraformaldehído 4% en PBS durante 20 minutos y se 

sometieron a la inmunofluorescencia in situ. 


Inmunofluorescencia in situ de los biofilms 

Con el fin de observar los biofilms formados sobre el cubreobjeto se realizó inmunofluo-

rescencia in situ según el método descripto por Schalpp et al., 2011. Se empleó un anti-

cuerpo primario anti-P. mirabilis policlonal previamente obtenido en el Departamento de 

Microbiología del IIBCE (Schlapp et al., 2011) y un anticuerpo secundario anti-IgG de ra-

tón acoplado a isotiocianato de fluoresceína (FIT-C). Los biofilms fueron marcados ade-

más con el fluróforo Hoechst 33342 con el objetivo de teñir el ADN bacteriano.   

Los cubreobjetos fijados en paraformaldehído se lavaron 3 veces con PBS y se incubaron 

con un buffer permeabilizante (BP: albúmina bovina 2%, NH4Cl 50 mM y saponina 0,1% o 

Tritón 100 0,3% en PBS) durante 15 minutos. Se realizaron 3 lavados con PBS y se incubó 

por una hora con una dilución 1/50 de suero policlonal anti-P. mirabilis, preparada en 

buffer no permeabilizante (NP) (BNP, albúmina bovina 2% y NH4Cl 50 mM en PBS). Luego 

se lavó 3 veces con PBS y finalmente los cubreobjetos fueron expuestos a 1 µL de FIT-C 

anti-ratón y 0,5 µL de Hoescht 33342, ambos diluidos en 100 µL de buffer NP, durante 30 

minutos. Por último se realizó un lavado y se montó sobre un portaobjetos empleando 10 
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µL de citifluor AF1 (agente antidecolorante en solución de glicerol y PBS) como solución 

de montante y los cubreobjetos se conservaron a 4ºC en cámaras húmedas hasta su vi-

sualización, con el fin de evitar su deshidratación. 

Adquisición de imágenes en el Microscopio Laser Confocal 

Los biofilms fueron examinados mediante un microscopio láser confocal directo Olympus 

BX-61 FV300, empleando el software Olympus Fluoview Versión 4.3 ambos disponibles en 

el IIBCE. El uso del microscopio laser confocal presenta varias ventanas respecto a los 

microscopios de fluorescencia; por un lado permite obtener secciones ópticas de la 

muestra lo cual posibilita la reconstrucción tridimensional del objeto en estudio. Además 

elimina la fluorescencia que esta fuera de focoobtieni sólo la información de la región 

enfocada, denominada "plano focal”. La visualización se llevó a cabo con un objetivo de 

inmersión en aceite 100x, apertura numérica 1.35 y empleando láseres de excitación/

emisión 488/520 nm (KrAr) y 405/460 nm. Se seleccionaron entre 3 y 5 campos al azar 

en cada cubreobjetos y se obtuvieron stacks en el eje z (secciones ópticas) empleando 

un step size de 0,3 µm entre una imagen y la siguiente. Se utilizó un tamaño de imagen 

de 1024 x 1024 pixeles y un tamaño de pixel de 0.070  µm. 

Procesamiento de imágenes 

Con el objetivo de analizar las imágenes obtenidas mediante el MLC y obtener los pará-

metros descriptores y reconstrucciones tridimensionales de los mismos se emplearon va-

rios software que se detallan a continuación. 

Deconvolución 

La deconvolución es una operación matemática basada en algoritmos usada para restau-

ración de señales para recuperar datos que han sido degradados por cualquier proceso 

físico que pueda describirse matemáticamente mediante la operación inversa, una con-

volución. La convolución modeliza matemáticamente el proceso de formación de una 

imagen degradada a causa de desenfoque y ruido. El desenfoque, aparece inevitable-

mente en el límite de resolución del dispositivo, debido a la difracción en las lentes. El 

proceso de deconvolución consiste en aplicar un proceso matemático inverso a la imagen 

generada para obtener una mejor representación del objeto real (https://svi.nl/Huy-

gens). 
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Las imágenes de los stacks se deconvolucionaron usando el software Huygens Scripting 

(Scientific Volume Imaging, Hilversum, Netherlands– www.svi.vl). 

Segmentación 

La segmentación es un proceso que permite distinguir objetos de interés (ROI) que con-

tienen información biológica relevante de aquellos que representan el "fondo" o back-

ground en una imagen (Parton & Davis, 2004). 

Las imágenes deconvolucionadas se segmentaron en forma manual empleado el software 

ScianSoft IDL 7.1 (Interactive Data Language, ITT, Co, USA) desarrollado en el Laborato-

rio de Análisis de Imágenes Científicas (ScianLab) de la Facultad de Medicina de la Uni-

versidad de Chile. El programa cuenta con diversas herramientas de segmentación de 

diferentes regiones de interés para la visualización, reconstrucción 3D y determinación 

de descriptores matemáticos morfotopológicos. 

La segmentación se llevó a cabo aplicando técnicas de thresholding (umbral), destaque 

de bordes y diversos filtros. Durante el proceso de thresholding se determinó un valor 

umbral a partir de histogramas creados con las intensidades de los pixeles, y se etique-

taron pixeles individuales como objetos cuando sus valores fueron mayores al umbral 

(asumiendo que un objeto es más brillante que el fondo) mientras que los otros objetos 

se etiquetaron como fondo. En este caso la convención es “por encima del umbral”. De 

esta forma se generó una imagen binaria donde cada pixel se coloreó de color blanco o 

negro, dependiendo de la etiqueta del mismo (valor 1 para un objeto, valor 0 para fon-

do).  

Además se emplearon diversos filtros como, deviation kernel, la cual consiste en resaltar 

los bordes de los objetos de interés, median, que suaviza imágenes preservando los con-

tornos, fill remove, que rellena huecos y remueve objetos pequeños, entre otros. 

Cálculo de parámetros y generación de modelos 3D de biofilms 

Para poder caracterizar los biofilms de las diferentes cepas mutantes y compararlos con 

el desarrollo del biofilms de la cepa salvaje se seleccionaron parámetros disponibles en  

la herramienta informática sTimeCalc.  
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A partir de las imágenes segmentadas y de los modelos 3D se calculó el número de bac-

terias para cada stack, volumen total de bacterias (sumatoria de los volúmenes indivi-

duales de todas las bacterias de un stack) y el de biomasa.  

Mediante modelos 2D se cuantificó la formación de lattice hexagonal según Härtel et al. 

(2005), modelo mediante el cual se determinó la compactación y complejidad de las 

aglomeraciones bacterianas. Para generar el modelo 2D de lattice hexagonal, se eligió el 

stack de la imagen que presentaba el mayor número de bacterias. 
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RESULTADOS 

Caracterización fenotípica   

Curva de crecimiento en medio liquido LB 

El crecimiento de la colección de cepas se evaluó mediante curvas de crecimiento en 

caldo LB. De esta manera se observó que la colección de cepas presentaba un compor-

tamiento de crecimiento similar al de la cepa salvaje (Fig. 11). Para corroborar esto, se 

realizó el test estadístico One-way ANOVA, donde se observó que las cepas en las prime-

ras 18 horas de crecimiento no presentan diferencias significativas respecto a la cepa 

Pr2921. 

Determinación de la movilidad swarming 

La movilidad swarming se calculó a partir de las áreas de las elipses generadas por los 

frentes de migración Fig. 12).  
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Figura 11: Curva de crecimiento en medio líquido (LB) de la colección 
de mutantes y la cepa parental Pr2921. Los cultivos se incubaron du-
rante 18 hs a 37°C y se tomaron medidas cada dos horas.
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Las cepas (m94, m106, m41, m39) con mutaciones en los genes de fimbrias (grupo adhe-

sión) presentaron una disminución significativa en la movilidad swarming (Student, 

p<0,05). La mutante m110 perteneciente al grupo de metabolismo del hierro no presen-

tó movilidad, mientras que la m50 (ferritina) su movilidad fue similar a la cepa salvaje.  

En cuanto a la m40 perteneciente al grupo transportador no mostró tener afectada la 

movilidad presentando un comportamiento  similar a la cepa salvaje.  

Los resultados del ensayo nos permitieron no solo medir el desplazamiento de la colec-

ción de mutantes sino también observar los distintos patrones generados por las mismas. 

De esta forma observamos cepas donde su patrón de movilidad era similar a la cepa sal-

vaje presentado periodicidad similar en los anillos de migración mientras queen otras 

cepas mostraron patrones de migración con periodos más cortos y/o anillos irregulares 

con bordes salientes. En la figura 13 se muestran las fotografías de las diferentes cepas 

mutantes y de la cepa salvaje, donde se pueden apreciar las diferencias en los frentes 

de migración. 
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Figura 12: Gráfico de frentes de swarming. Se indica la media (barras) y la desviación están-
dar. *Indica valores significativos (Student, p<0,05) respecto a Pr2921
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Determinación de la movilidad swimming 

La movilidad swimming se calculó como la distancia migrada desde el inoculó inicial so-

bre placas de agar soft (0,3%). Los resultados se calcularon a partir del ensayo de nueve 

replicas de cada una de las cepas. Como se observa en la figura 14, las cepas m106, m50 

y m110 presentan una movilidad similar a la de la cepa salvaje. Por otra parte, la movi-

lidad swimming de las cepas m41, m94, m39 y m40  fue significativamente menor que la 

cepa salvaje (p<0,05).


- ! -42

Figura 13: Fotos representativas de placas de petri donde se observan los diferentes patrones 
de movilidad swarming generados por las cepas mutantes (a-h) y Pr2921 (i). 



 

A continuación se muestran los patrones de movilidad swimming de las diferentes cepas 

mutantes y de la cepa salvaje Pr2921 (Fig. 15). 
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Figura 15: Imágenes representativas de la movilidad swimming en las cepas mutan-
tes y la cepa salvaje Pr2921 sobre placas de agar soft (0,3%).

Figura 14: Gráfico de distancia migrada (swimming). Se indica la media (barras) y la 
desviación estándar. *Indica valores significativos (Student, p<0,05) respecto a Pr2921
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Evaluación de la hidrofobicidad de la superficie bacteriana 

El índice de hidrofobicidad fue calculado para cada cepa a partir de los resultados del 

ensayo de partición por xileno. En la figura 16 se muestran los resultados del índice de 

hidrofobicidad para la colección de mutantes y la cepa salvaje, donde se representan los 

punto de corte de clasificación de la hidrofobicidad (Pompilio et al., 2008). Cepas con 

valores por debajo de índice 20 se consideraron hidrofílicas. Aquellas con valores entre 

20 y 50 fueron moderadamente hidrofílicas. Cepas con valores superiores a 50 fueron al-

tamente hidrofóbicas.  

Los resultados muestran que no hay una asociación entre el grupo de mutantes y su índi-

ce de hidrofobicidad. De esta forma se observa que las cepas m39 y la cepa m40 tienen 

un índice de hidrofobicidad significativamente mayor al de Pr2921. La cepas m40 se cla-

sificó como moderadamente hidrofílica y la cepa m39 como hidrofóbica. El comporta-

miento del resto de las cepas fue similar al de Pr2921 siendo clasificadas como hidrofíli-
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Figura 16: Gráfico de índice de hidrofobicidad. Se indica la media (barras) y la desviación es-
tándar. *Indica medias significativamente diferentes respecto a la cepa salvaje (Student, 
p<0,05). 
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cas. Dentro del grupo de las cepas hidrofílicas observamos que las cepas m94 y m106 son 

significativamente más hidrofílicas que la Pr2921.  

Evaluación de la capacidad de migración sobre secciones de catéteres  

En este ensayo se evaluó la capacidad de migración de la colección de mutantes. En 

primer lugar se observó que las zonas de agar enfrentadas a los inóculos desprovistos de 

puentes de catéteres (controles negativos) no presentaron crecimiento bacteriano en 

ninguno de los casos.  

En tabla 3 y 4 se describen los números de cruces en látex y silicona respectivamente 

para cada cepa. De forma general se observó que la migración ocurrió con mayor fre-

cuencia en los catéteres de látex que en los de silicona.  

 En los catéteres de látex se observó que 3 de las cepas lograron cruzar de forma similar 

a la cepa salvaje y 4 de las cepas presentaron reducida de forma significativa su capaci-

dad de migración a través del catéter (p<0,05).  
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Catéter Látex 

Cepas
N° de 

puentes 
cruzados

% de 
puentes 
cruzados

Valores Chi2 

p<0,05

Adhesión

m94 6 40 6/15(P=0,0019)

m106 13 87 13/15(P=0,5428)

m41 4 27 4/15(P=0,009)

m39 9 60 9/15(P=0,0309)

Metabolismo del 
hierro

m50 15 100 15/15(P=0,1432)

m110 8 53 8/15(P=0,0464)

Transportador m40 14 93 14/15(P=0,5428)

Pr2921 Pr2921 13 87 13/15(P=0,5428)

Tabla 3: Ensayo de migración sobre puentes de catéteres de látex. Se detallan los núme-
ros de los puentes cruzados y no cruzados, el total de réplicas, el porcentaje de puentes 
cruzados por cada cepa y los valores de Chi2.



Por otra parte la migración evaluada en los catéteres de silicona mostró que el 60% de 

las cepas tiene reducida de forma significativa su capacidad de migrar sobre este mate-

rial. Las cepas pertenecientes al grupo de adhesión (m94, m106, m39 y m41) así como 

también el transportador m40 y la cepa m110 (adquisición de hierro) no fueron capaces 

de migrar sobre el catéter de silicona.  

A continuación se muestra de forma representativa las imágenes de cruces sobre catéte-

res de silicona y látex la cepa salvaje Pr2921 y las mutantes m40 y m106 (Fig.17).  
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Catéter Silicona

Cepas
N° de 

puentes 
cruzados

% de puentes 
cruzados

Valores Chi2 

p<0,05

Adhesión

m94 3 20 3/15(P=0,0001)

m106 7 47 7/15(P=0,0053)

m41 5 33 5/15(P=0,0007)

m39 6 40 6/15(P=0,0019)

Metabolismo del 
hierro

m50 10 67 10/15(P=0,0679)

m110 6 40 6/15(P=0,0019)

Transportadores m40 9 60 9/15(P=0,0309)

Pr2921 Pr2921 14 93 14/15(P=0,5428)

Tabla 4: Ensayo de migración sobre puentes de catéteres de silicona. Se detallan los núme-
ros de los puentes cruzados y no cruzados, el total de réplicas, el porcentaje de puentes 
cruzados por cada cepa y los valores de Chi2.



 

Correlación entre las variables fenotípicas 

Con el objetivo de determinar si había alguna asociación entre los atributos fenotípicos 

se realizo un estudio de correlación. En el estudio de correlación se estudiaron las varia-

bles de movilidad swarming y swimming, indice de hidrofobicidad y migración sobre ca-

téteres de látex y silicona. Para ello todas las variables fueron transformadas en relación 

a su porcentaje, y tomando en todos los casos como 100% los resultados de la cepa sal-

vaje, para poder compararlas por igual. En la figura 18 se muestra los gráficos de las co-

rrelaciones evaluadas.  
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Figura 17: Fotos representativas del ensayo de migración sobre catéteres de las cepas Pr2921, 
m106 y m40 en silicona y látex. En todos los casos se encuentra el control negativo (sin 
puente).



 

A partir de este estudio pudimos determinar que la movilidad swarming tiene correlación 

con la migración sobre catéteres (látex y silicona), de forma que cuando la movilidad 

swarming disminuye también disminuye la capacidad de cruzar sobre las superficies de 
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Figura 18: Análisis de correlación entre las características fenotípicas. Correlación de Pearson para las va-
riables fenotípicas biofilms, indice de hidrofobicidad, movilidad swarming y swimming y migración en catéteres 
de látex y silicona. En recuadro rojo se muestra las variables que presentaron correlación significativa con p< 
0,0102 (movilidad swarming vs migración en látex) y p<0,0117 (movilidad swarming vs migración en silicona). 
La movilidad swarming se correlaciona con la capacidad de migración en la colección de mutantes. 



los catéteres (p= 0,0102 (látex) y p= 0,0117(silicona)). Para el resto de las variables no 

se obtuvo una correlación significativa.   
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Análisis comparativo de la expresión de los genes de adhesión, metabolismo 

del hierro y transporte, en la cepa salvaje de P. mirabilis en el biofilm compa-

rado con su contraparte planctónica. 

Los niveles de expresión relativa de los genes involucrados en la formación de biofilm 

fue evaluada mediante RT-qPCR. Luego de realizar el ensayo para obtener las células 

planctónicas y en el biofilm de la cepa salvaje se llevo a cabo la extracción del ARNm y 

su retrotranscripción. En el ensayo de PCR en tiempo real se amplificaron los distintos 

genes vinculados a la formación de biofilm (Tabla 2) así como el gen de referencia rpoA. 

Los resultados obtenidos se procesaron según lo descripto en materiales y métodos per-

mitiendo la obtención de valores de expresión relativa de los ARNm que codifican para 

las diferentes proteínas. 

En todos los casos se evaluó si existían diferencias significativas en los niveles de expre-

sión de los diferentes genes entre la condición biofilm respecto a la condición planctóni-

ca utilizando el test de Student (p<0,05). 

Los genes vinculados a la formación de biofilm, son los genes que se evaluará su expre-

sión. Cabe aclarar que a lo largo del capitulo se nombra el gen y la cepa mutante donde 

se identificó el gen.  

Genes potencialmente vinculados a la adhesión 
Los genes del grupo de adhesión son; Proteína fimbrial SteB (m41), Proteína fimbrial  

(FimH) (m94), Subunidad mayor fimbrial (Proteína fimbrial) (m106) y serin proteasa in-

termembrana de la familia romboide (m39). Los genes fimbriales de las cepas m41 y 

m94 evaluados en las condiciones de biofilm y planctónicas en Pr2921 mostraron una ex-

presión significativamente menor en el biofilm que en la forma planctónica, mientras 

que el gen de la mutante m106 también presentó menor expresión en el biofilm pero no 

de forma significativa. El gen serin proteasa intermembrana de la familia romboide 

(m39) se expresó en forma similar en las dos condiciones (Fig.19).  
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Genes del grupo transportador 

El gen Msf-Transportador (gen identificado en la cepa m40), mostró un aumento de su 

expresión en la condición biofilm de forma significativa mostrando la importancia de 

este gen en el biofilm (Fig. 20).  
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Figura 20: Expresión relativa del ARN mensajero del gen del grupo transpor-
tador, evaluado en la condición de biofilm y planctónica de cultivos de 
Pr2921. El (**) representa aumento significativa en los niveles de expresión 
respecto a la condición planctónica (t-Student-p<0,05).

Figura 19: Expresión relativa del ARN mensajero de los genes del grupo adhesión, evalua-
dos en la condición de biofilm y planctónica de cultivos de Pr2921, en cultivos de 48 hs. El 
(*) representa disminución significativa en los niveles de expresión respecto a la condición 
planctónica (t-Student-p<0,05).



Genes del grupo metabolismo del hierro 

Los genes del grupo metabolismo del hierro, compuesto por ferritina (m50) y receptor 

TonB-dependiente (m110) mostraron la misma tendencia que la mayoría de los genes es-

tudiados. En los dos genes se observó que la expresión fue significativamente menor en 

el biofilm respecto a la condición planctónica (Fig. 21).  
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Figura 21: Expresión relativa del ARN mensajero de los genes del grupo meta-
bolismo del hierro, evaluado en la condición de biofilm y planctónica de culti-
vos de Pr2921. El (*) representa disminución significativa en los niveles de ex-
presión respecto a la condición planctónica (t-Student-p<0,05).



Caracterización de la formación y la bioarquitectura del biofilm en la co-
lección de mutantes  

Con el fin de evaluar el papel de los diferentes genes identificados y su importancia en 

el desarrollo del biofilm se empleó la técnica de inmunofluorescencia in situ, adquisi-

ción de imágenes mediante MLC y posterior análisis de imágenes.  

Todas la cepas mutantes fueron cultivadas en tubos cónicos el cual contenía en su inte-

rior un cubreobjetos, en medio LB a diferentes tiempos de incubación (1, 3, 5 y 7 días) 

con el objetivo de evaluar el desarrollo del biofilm en el tiempo. Luego de la incubación 

los preparados se fijaron y se realizó la inmunofluorescencia in situ  empleando un suero 

anti-P mirabilis policlonal como anticuerpo primario y un anticuerpo anti-ratón acoplado 

a FITC, como anticuerpo secundario. Estudios previos realizados en nuestro laboratorio 

(Schlapp et al 2011) demostraron que la inmunofluorescencia in situ era un método efi-

caz para marcar biofilms desarrollados en vidrio.  

El uso del anticuerpo primario marca diversos antígenos de la superficie bacteriana y 

cuando se acopla con el anticuerpo secundario acoplado a FITC, nos permite observar 

estructuras como flagelos y/o fimbrias entre otras. Además, como control de la tinción 

se empleó un marcador de ADN celular Hoechst. En la figura 22 se muestra de forma re-

presentativa el marcado por el anticuerpo policlonal seguido del anticuerpo secundario 

acoplado a FITC y Hoechst de una de las cepas analizadas.  
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Para la adquisición de las imágenes se seleccionaron entre 3 y 5 campos al azar en cada 

cubreobjetos y se obtuvieron secciones ópticas de 0,3 micras para cada día de incuba-

ción y para cada cepa.  
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Figura 22: Imágenes representativas de la tinción con el anticuerpo secundario FITC acoplado al anticuerpo 
primario (arriba) donde se observan marcadas diferentes estructuras de la membrana celular, a la derecha se 
observa la misma imagen ampliada. Marcador Hoechst (abajo) en rojo donde representa el ADN bacteriano, de-
recha imagen ampliada. 



Procesamiento de imágenes obtenidas por MLC  

Para todas las cepas y todos los stacks se procedió de la misma forma. Las imágenes ob-

tenidas mediante el MLC se deconvolucionaron empleando el software Huygens. Luego 

empleando el software sTimeCalc (IDL 7.1) se realizó la segmentación. Se utilizaron dos 

tipos de segmentación los cuales definen por un lado las bacterias y por otro la matriz 

extracelular asociada (Fig. 23), lo cual caracteriza a la biomasa del biofilm. Durante el 

proceso de segmentación se emplearon diversos filtros los cueles son necesarios para de-

finir las estructuras de interés. Luego de la segmentación adecuada se procedió a la re-

construcción 3D del volumen total de bacterias y de la biomasa del biofilm obteniendo 

los parámetros descriptores.   

Análisis de la arquitectura de los biofilms de las cepas mutantes 

A partir de los modelos 3D generados para cada cepa fue posible obtener los parámetros 

descriptores que nos brindan información sobre el número de bacterias, el volumen total 

de bacterias y el volumen de biomasa (volumen total de bacterias y de matriz extracelu-

lar). 
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Figura 23: Imágenes representativas del proceso de segmentación, a la izquierda se observan la bacterias, a 
la derecha se observa la matriz extracelular asociada. 



A continuación se presentan los resultados obtenidos para cada grupo de mutantes. Se 

presenta en primer lugar el grupo de metabolismo del hierro, donde se detalla la obten-

ción de cada parámetro. El procedimiento se realizó de la misma forma para todas las 

cepas evaluadas. 

Metabolismo del hierro 

✦ Número de bacterias 

El primer parámetro a estudiar fue el número de bacterias por stack. En primer lugar ob-

servamos que si comparamos a la cepa m50 con la cepa parental Pr2921, forma un bio-

film de mayor número de bacterias en los días 1 y 3 (Fig. 24 y 25). Estos resultados con-

cuerdan y confirman los resultados obtenidos mediante la técnica de cristal violeta, 

donde la cepa m50 presenta un biofilm incrementado respecto a la cepa parental (eva-

luado a las 48 horas).  

A los 5 y 7 días la cepa m50 presentó menor numero de bacterias respecto a  la cepa pa-

rental Pr2921, la cual a estos tiempos presenta un biofilm con mayor número de bacte-

rias. Como ya se estableció en estudios previos (Schlapp et al., 2011) el biofilm de 

Pr2921 realizado en la condiciones que aquí se describen madura al día 5, mientras que 

para la cepa m50 la maduración probablemente se de a tiempos más cortos para luego 

pasar a la etapa de dispersión (día 5 al 7). 

Por otra parte la cepa m110, de baja formación de biofilm de acuerdo a los resultados 

de la técnica de tinción con cristal violeta presenta el mismo comportamiento cuando se 

analiza mediante MLC, dado que en todos los días presentó un bajo número de bacterias 

(Fig. 24 y 25). 
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En la figura 19 podemos ver imágenes obtenidas luego del proceso de deconvolución de 

las cepas m50 y m110 en función de los días evaluados, las mismas reflejan los valores 

obtenidos luego del análisis.  
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Figura 24: Variación del número de bacterias por stack para las cepas mutantes 
(m50 y m110) y la cepa parental Pr2921. Se muestran los valores obtenidos para 
cada stack y día de incubación, el error estándar y las medias.

Figura 25: Imágenes representativas las cepas  m50 y m110 en los días 1, 3,5 y 7, donde se ob-
serva el número de bacterias. La cepa m50 presenta mayor número de bacterias en el día 1 y 3, 
mientras que la m110 posee bajo número de bacterias en todos los días evaluados.



✦ Volumen de bacterias  

El volumen de las bacterias en cada stack se calcula a partir de los datos en los z-stack 

en tres dimensiones. Para calcular el volumen total de bacterias por stack se procede a 

realizar la suma de todos los volúmenes individuales de bacterias y a partir de estos se 

realiza el promedio y el error estándar para cada tiempo. Este parámetro es importante 

dado que P. mirabilis puede presentar células swarmer las cuales se cuentan como 1 ob-

jeto (1 bacteria) cuando se estudia el número de bacterias, pero su volumen puede lle-

gar a ser 10 veces mayor que la célula normal.  

Para el volumen bacteriano se observa que las cepas m50 y m110 presentan valores ele-

vados de volumen bacteriano a los días 1 y 3 el cual decae drásticamente a los días 5 y 

7. Mientras que la cepa parental Pr2921 tiene el comportamiento inverso, comienza con 

valores menores de volumen, el cual tiene su valor máximo al día 5 (maduración del bio-

film) para disminuir al día 7 (Fig. 26).  

✦ Volumen de matriz extracelular  

Como se describió anteriormente la técnica de inmunofluorescencia in situ empleada 

permite la cuantificación de matriz extracelular dado que se usó un anticuerpo policlo-

nal que es capaz de reconocer diversas estructuras bacterianas. Es por esta tinción que 

se puede segmentar componentes de la matriz extracelular asociada y obtener el pará-

metro descripto como volumen de matriz.  
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Figura 26: Variación del volumen bacteriano (µm3) para las cepas mutantes 
(m50 y m110) y la cepa parental Pr2921. Se muestran los valores obtenidos 
para cada stack y día de incubación, el error estándar y las medias.



Como se puede observar en la figura 27, la cepa parental Pr2921 tiene un incremento del 

volumen de matriz hasta alcanzar su punto máximo en el día 5 (día donde se da la madu-

ración del biofilm). En cambio las cepas m50 y m110 no logran desarrollaro producir ma-

triz extracelular de forma significativa en los días evaluados. 

A continuación se muestran las reconstrucciones 3D obtenidas mediante el software IDL 

7.1, las mismas se obtuvieron a partir del volumen total de bacterias por stack y de bio-

masa superpuestos (bacterias en color amarillo(Pr2921)/verde(mutantes) y matriz extra-

celular en rojo) (Fig. 28).  
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Figura 27: Variación del volumen de la matriz extracelular aso-
ciada (µm3) para las cepas m50, m110 y la cepa parental Pr2921. 
Se muestran los valores obtenidos para cada stack y día de incu-
bación, el error estándar y las medias.



Modelo de lattice hexagonal  

Por otra parte empleando el software IDL se realizó un modelo 2D de distancias bacte-

rianas. El modelo de lattice hexagonal nos muestra la distancia que hay entre una bacte-

ria y sus 6 vecinas mas cercanas reflejando el grado de compactación celular. En la figu-

ra 29 se muestra la cepa parental Pr2921 y las mutantes del metabolismo del hierro. A 

partir de este modelo fue posible observar que la compactación y complejidad del bio-
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Figura 28: Etapas en la formación y maduración del biofilm de P. mirabilis Pr2921 y las cepas m50 y m110. Las 
imágenes corresponden a los modelos 3D de volumen total de bacterias y de biomasa superpuestos (bacterias en 
color amarillo(Pr2921)/verde(mutantes) y matriz extracelular en rojo).



film de Pr2921 van en aumento hasta el día 5 (día de maduración del biofilm). Luego, en 

el día 7 se ve cómo disminuye la compactación del biofilm lo que coincide con la disper-

sión característica de este día en el desarrollo del biofilm. Por otra parte vemos que la 

cepa m50 presenta un comportamiento inverso a la cepa parental dado que el grado de 

compactación mayor se da en el día 1 y día 3 luego se desestabilizaría el biofilm dismi-

nuyendo dramáticamente la compactación. Esto indica que el biofilm se forma en etapas 

tempranas del desarrollo pero luego se desarma rápidamente. La cepa m110 no presen-

tan en ninguno de los días un nivel de compactación estable. Por lo tanto esta cepa no 

logra desarrollar un biofilm complejo ni estable en el tiempo. 
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Figura 29: Modelo de lattice hexagonal, nivel de complejidad y compactación. Las imágenes 
corresponden a la cepa parental (Pr2921) y las cepas m50 y m110 en los días de incubación 
1,3,5 y 7. Las líneas verdes indican la conexión entre las seis bacterias vecinas más cercanas a 
cada una.



Transportadores 

✦ Número de bacterias y Volumen de matriz extracelular  

El grupo transportador está compuesto por la cepa m40 (transportador de la familia MFS) 

de baja formación de biofilms según cristal violeta. Mediante el análisis de imágenes ob-

servamos que en el día 1 el número y el volumen de matriz extracelular es mayor al de 

la cepa salvaje. Sin embargo este comportamiento no se mantiene con el tiempo, ya que 

vemos que decae significativamente en los siguientes días evaluados (Fig.30).  

 

✦ Volumen de bacterias  

Cuando se analizaron los valores de volumen bacteriano, se observó que en el caso de 

m40 en el día 1 presentó un volumen de bacterias mayor a la cepa parental el cual de-

cae drásticamente en el correr de los puntos evaluados (Fig.31). 
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Figura 30: Variación de los parámetros del biofilm en los días de incubación. (A) número de bacte-
rias por stack; (B) volumen de la matriz (µm3) para la cepa m40 y la cepa parental Pr2921. Se mues-
tran los valores obtenidos para cada stack y día de incubación, el error estándar y las medias.

BA



 

En la figura 32, se muestran las imágenes de los días 1 y 5 los cuales coinciden con los 

valores obtenidos del análisis de imágenes, donde en el día 1 se observa mayor número 

de bacterias mientras que en el día 5 ya se observa un bajo número de bacterias.  
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Figura 31: Variación del volumen bacteriano (µm3) para la cepa m40 y la cepa parental Pr2921. Se 
muestran los valores obtenidos para cada stack y día de incubación, el error estándar y las medias 

DÍA 1 DÍA 5

Figura 32: Imagen obtenida luego de la deconvolución en el día 1 y día 5 de la m40. Se observa células 
swarmer en el día 1, lo que explica el aumento del volumen bacteriano a dicho tiempo.



A continuación se representan los modelos 3D obtenidos (Fig. 33), los cuales representan 

las diferentes etapas en la formación de biofilm de la cepa mutante m40 en los días eva-

luados. 

- ! -64

Figura 33: Las imágenes corresponden a los modelos 3D de volumen total de bacterias y de biomasa super-
puestos (bacterias en color verde y matriz extracelular en rojo) para la cepa m40.



Finalmente, usando el modelo de lattice hexagonal fue posible observar la compactación 

y la complejidad del biofilm de la mutante m40. Como se observa en la figura 34 la m40 

presenta el mayor grado de compactación al día 1, presentado un grado de descompac-

tación constante en los siguientes días. Estos resultados coinciden con los anteriores, in-

dicando que la m40 no es capaz de formar un biofilm compacto ni estable en el tiempo.  

- ! -65

Figura 34: Modelo de lattice hexagonal, nivel de complejidad y compactación. las imágenes co-
rresponden a la cepa m40 y la cepa Pr2921 en los días de incubación 1,3,5 y 7. Las líneas verdes 
indican la conexión entre las seis bacterias vecinas más cercanas a cada una. 



Adhesión  

El grupo adhesión está compuesto por las cepas m94, m106, m41, las cuales tienen in-

terrumpido genes vinculados a fimbrias y la cepa m39 que tiene interrumpido el gen 
serin proteasa intermembrana de la familia romboide.  

En las mutantes m39, m41 y m94, el número de bacterias, el volumen bacteriano así 

como el volumen de la matriz extracelular (Fig.35 A, B y C) es bajo en los días evaluados 

respecto a la cepa salvaje. De esta forma vemos que en ningún momento logra formar 

un biofilm estable. 
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Figura 35: Variación de los parámetros del biofilm en los días de incubación. (A) Número de bacterias por stack; (B) vo-
lumen de la matriz (µm3); (C) volumen de la matriz (µm3), para las cepas m94, m106, m41, m39  y la cepa parental 
Pr2921. Se muestran los valores obtenidos para cada stack y día de incubación, el error estándar y las medias.
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A continuación se muestran los modelos 3D generados para las mutantes m41, m94, m39 

(Fig.36). 
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Figura 36: Las imágenes corresponden a los modelos 3D de volumen total de bacterias y de biomasa super-
puestos (bacterias en color verde y matriz extracelular en rojo) para la cepa m41, m94 y m39.



A partir de la construcción del modelo lattice hexagonal fue posible evaluar la compac-

tación para cada una de las mutantes m41, m94 y m39 (Fig.37). 

Como se puede observar en el modelo de lattice hexagonal (Fig. 37) la mutante m41 en 

los días 1, 3 y 5 presenta un bajo grado de compactación, mientras que en el día 7 logra 

su nivel de compactación mas elevado, pero nunca llega a ser como el de la cepa salvaje 

Pr2921. Por otra parte observamos que la cepa m94, presenta cierto grado de compacta-

ciones en los días 1, 3 y 5 similares al día 3 de la cepa Pr2921, por lo tanto nos indica 

que no logra establecer un biofilm compacto ni estable en el tiempo. La mutante m39 

logra niveles de compactación elevados en el día 5 y 7 aunque en ninguno de los días 

evaluados llega a ser comparable con la cepa Pr2921. 
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Figura 37: Modelo de lattice hexagonal, nivel de complejidad y compactación. las imágenes corresponden a 
las cepas m41, m94 y m39 y la cepa Pr2921 en los días de incubación 1,3,5 y 7. Las líneas verdes indican la 
conexión entre las seis bacterias vecinas más cercanas a cada una. 



En la mutante m106 (Subunidad mayor fimbrial) cuando analizamos el volumen bacte-

riano vemos que es considerablemente mayor en el día 5, donde suponemos un biofilm 

maduro, respecto a la cepa salvaje Pr2921. Este resultado nos indica que la cepa aunque 

tenga mutado el gen de la subunidad fimbrial logra un volumen bacteriano grande lo 

cual seria un indicio de un biofilm maduro (Fig. 38 y Fig. 39)  
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Figura 38: Imágenes obtenidas a partir del análisis de imágenes con el software Volocity. Se 
observa a la m106 en el día 1 y día 7. En verde las bacterias y rojo la matriz extracelular 

DÍA 1 DÍA 7



Cuando se estudió el modelo de lattice hexagonal para la mutante m106 se refle-

jó lo observado en los modelos 3D, donde en los días 1 y 3 hay pocas bacterias y 

la compactación es muy baja, mientras que en el día 5, se observa el biofilm ma-

duro, compuesto principalmente por matriz extracelular y con cierto grado de 

compactación entre las bacterias. En el día 7 ya se observa el fenómeno de dis-

- ! -70

Figura 39: Las imágenes corresponden a los modelos 3D de volumen total de bacterias y de biomasa su-
perpuestos (bacterias en color verde y matriz extracelular en rojo) para la cepa m106.



persión disminuyendo la cantidad de bacterias y bajando el grado de compacta-

ción (Fig. 40). 
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Figura 40: Modelo de lattice hexagonal, nivel de complejidad y compactación. las imágenes corresponden a 
la cepa m106 y a la cepa Pr2921 en los días de incubación 1,3,5 y 7. Las líneas verdes indican la conexión en-
tre las seis bacterias vecinas más cercanas a cada una. 



DISCUSIÓN 

 Los biofilms se definen como comunidades formadas por microorganismos adheri-

dos de manera irreversible a un sustrato o interfase, embebidas en una matriz políméri-

ca extracelular de producción propia y que exhiben un fenotipo particular en relación a 

las tasas de crecimiento y expresión de genes (Donlan & Costerton, 2002). Estas comuni-

dades tienen gran relevancia en el contexto clínico ya que están vinculadas a infecciones 

asociadas a dispositivos médicos como los catéteres urinarios, implantes comúnmente 

colonizados por bacterias que forman biofilms persistentes (Costerton et al., 1999). Las 

infecciones urinarias asociadas a catéteres representan el tipo de infección nosocomial 

más común y constituyen una causa de preocupación en la clínica dadas las complicacio-

nes y la frecuente recurrencia (Darouiche, 2001). P. mirabilis aparece como una de las 

principales bacterias con alta incidencia en las infecciones urinarias asociadas a catéte-

res (Mobley, 1996), dando lugar a la formación de biofilms cristalinos, ocasionando la 

obstrucción en el lumen del catéter y generando serias complicaciones como pielonefri-

tis y septicemia (Stickler, 2008).  

 El objetivo de este trabajo consistió en dilucidar diferentes aspectos relacionados 

con las bases moleculares y la biología de los biofilms de P. mirabilis. Para ello se evaluó 

la influencia de distintos factores implicados en la generación del biofilm mediante el 

análisis de una biblioteca de cepas mutantes en genes que afectan significativamente la 

formación de biofilms de P. mirabilis. Además, la influencia de los genes implicados en la 

formación de biofilms en la cepa salvaje (Pr2921) se evaluó por medio de RT-qPCR en 

forma planctónica y formando biofilms. La bioarquitectura de los biofilms generados por 

las cepas mutantes fue evaluada mediante el uso de MLC y análisis de imágenes.  

Genes fimbriales y el desarrollo del biofilm 

La formación de biofilms microbianos es un proceso complejo que depende de una am-

plia gama de genes (O'Toole 2000). Sin embargo, se sabe que las diferentes proteínas de 

superficie pueden ejercer un papel clave en el desarrollo del biofilm. P. mirabilis posee 

en su genoma 17 operones fimbriales putativos, el número más alto encontrado en cual-

quier especie bacteriana secuenciada hasta el momento (Pearson et al., 2008). Se ha 

evaluado la contribución a la infección de algunas de estas estructuras, pero se sabe 
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poco sobre su contribución en a la adherencia al catéter urinario y respecto a la forma-

ción de biofilm.  

Las fimbrias de P. mirabilis que han sido estudiadas más extensamente son MRP (manosa 

Proteus-like), PMF (P. mirabilis fimbriae), ATF (temperatura ambiente fimbriae) y UCA 

(uroepithelial cell adhesin) (Nielubowicz y Mobley, 2010). Las fimbrias MRP, PMF y UCA 

han sido relacionadas con la infección del tracto urinario por P. mirabilis y con la adhe-

sión a células uroepiteliales utilizando diferentes modelos. Una cepa de P. mirabilis con 

el gen de ATF interrumpido se vio que la capacidad de infección no estaba afectada 

cuando se usó el modelo UTI ascendente en el ratón (Zunino 2000). Por otra parte, un 

trabajo publicado recientemente por nuestro grupo, reveló que cuatro fimbrias de P. mi-

rabilis (MRP, UCA, ATF y PMF) son claves en la formación de biofilms. Los resultados indi-

caron que las diferentes fimbrias contribuyen a la formación de un biofilm estable y fun-

cional. Algunos mutantes (MRP y ATF) formaron biofilms más pequeños en comparación 

con la cepa salvaje, mientras que otros formaron biofilms significativamente más gran-

des (UCA y PMF) mostrando diferentes características de la bioarquitectura (Scavone et 

al., 2016).  

Estos resultados coinciden con los obtenidos en el presente trabajo, dado que las tres 

mutantes fimbriales, pertenecientes al grupo adhesión (m94, m106 y m41) presentaron 

un biofilm poco estable en el tiempo y con diferencias en su bioarquitectura respecto a 

la cepa salvaje, según los resultados obtenidos por la observación al microscopio láser 

confocal y posterior análisis de imágenes. A su vez observamos que este grupo de cepas 

(m94, m106 y m41) presentaron bajo e incluso nula movilidad swarming lo que también 

se vio reflejado en la migración de estas cepas sobre la superficie de los catéteres urina-

rios evaluados. Estudios previos observaron que mutantes con fenotipos de biofilm alte-

rado presentaban en su mayoría afectada la movilidad swarming (Holling et al., 2014). 

Sin embargo, Scavone et al., 2016 observaron que mutantes fimbriales no presentaban 

alteraciones en la movilidad swarming, pero si presentaban un desarrollo del biofilm 

poco estable en el tiempo. Stickler & Hughes (1999) demostraron que P. mirabilis era 

capaz de realizar swarming sobre diversos tipos de materiales de catéteres y sugirieron 

que este fenómeno podría estar implicado en la diseminación de sus biofilms sobre las 

superficies de catéteres y en el inicio de las infecciones urinarias asociadas a éstos. 


Por lo tanto los resultados obtenidos en el presente trabajo, confirman que los genes 

fimbriales identificados en el presente trabajo, son relevantes en las primeras etapas 

del establecimiento para el desarrollo del biofilm en P. mirabilis.  
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En cuanto a la expresión de estos genes fimbriales se observó que a los genes que codifi-

can para proteína fimbrial SteB (m41), proteína fimbrial (m94) la expresión fue significa-

tivamente menor en la condición biofilm y en el caso del gen de la subunidad mayor 

fimbrial (m106) no fue estadísticamente significativa su disminución pero se observó cla-

ramente que se expresaba menos que en la condición planctónica. Estos resultados son 

coincidentes con lo reportado en la literatura, tal es el caso de Romero-Lastra et al., 

2017, los cuales dentro de los genes que se expresaban de forma diferenciada en las 

condiciones biofilm y planctónico, uno de ellos era la fimbria, fim D, la cual disminuyó 

de forma significativa su expresión en el biofilm maduro. Estos resultados son esperables 

ya que las fimbrias estarían involucradas en las primeras etapas del desarrollo del bio-

film (etapa inicial de adhesión reversible) por tanto no serian necesarios para el mante-

nimiento de un biofilm en estadio maduro (Whiteley et al., 2001; Yamamoto et al., 

2011). Un estudio realizado mediante el análisis transcriptómico comparativo basado en 

microarrays, demostró que el 4,8% de los genes de Porphyromonas gingivalis se expresa-

ban de forma significativamente diferencial en el biofilm en comparación con el creci-

miento planctónico (Romero-Lastra et al., 2017). Estos resultados están de acuerdo con 

informes sobre otros patógenos, tales como P. aeruginosa o E. coli cultivados bajo simi-

lares condiciones de crecimiento (biofilm maduro y células planctónicas), en las que se 

observó que menos del 5% de expresión era diferencial (Waite et al., 2005; Whiteley et 

al.,2001; Schembri, et al., 2003; Valle et al., 2004). 

Por otra parte, la cepa mutante m39, serin proteasa intermembrana de la familia rom-

boide, también clasificada dentro del grupo adhesión, principalmente porque según las 

descripciones en la literatura es capaz de modelar la superficie de la membrana celular 

en bacterias y por tanto alterar las propiedades de adhesión.  

En cuanto a su movilidad vimos que presentó baja movilidad swarming, no se encontró 

reportes sobre su papel en la movilidad swarming. 

Ademas observamos que el gen serin proteasa intermembrana de la familia romboide se 

expresó de la misma forma en las dos condiciones (planctónica y biofilm). Las proteasas 

romboides son la familia más grande de enzimas que hidrolizan enlaces peptídicos den-

tro de la membrana celular (Sakai et al., 1996). En  bacterias se ha descripto su función 

como facilitadoras de la detección del quórum sensing (Stevenson et al., 2007). De todas 

maneras existen pocos estudios sobre la función de esta proteína en bacterias y no hay 

reportes descriptos sobre biofilms. 

El estudio de las propiedades de la superficie bacteriana como la hidrofobicidad, es un 

factor no específico que ha sido relacionado con el desarrollo del biofilm (Darouiche, 
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2001). Esta propiedad se relaciona con una mayor capacidad de adhesión a superficies 

no polares y por lo tanto una mayor capacidad de formación de biofilms (Donlan, 2002). 

Pompilio et al., 2008 observó que la hidrofobicidad modula la formación de biofilm en 

Stenotrophomonas maltophilia. En este trabajo se observó que las cepas m94, m106 y 

m41 presentaron un indice de hidrofobicidad similar al de la cepa salvaje (hidrofílicas). 

Mientras que la cepa m39 presentó un índice de hidrofobicidad significativamente mayor 

respecto a la cepa salvaje y al resto de las cepas mutantes. No se pudo encontrar una 

asociación entre los valores de hidrofobicidad y la formación de biofilm.  

Migración sobre catéteres de uso comercial 

La cateterización de la vejiga urinaria es un procedimiento llevado a cabo por una am-

plia variedad de razones. El uso de catéteres a corto plazo (≤ 2 semanas) se utiliza des-

pués de algunas cirugías urológicas y para la prevención de la posible retención urinaria 

aguda después de la cirugía. Sin embargo, aunque el catéter permanente puede ser un 

dispositivo necesario para planes de cuidados específicos, los catéteres urinarios no es-

tán libres de problemas y sólo deben insertarse cuando su uso pueda justificarse. Una de 

las principales razones de preocupación en el uso de catéteres urinarios es el desarrollo 

de infecciones urinarias asociados a estos dispositivos (ITU-C) (Wilson, 2011). Debido a la 

alta incidencia de las ITU en ambientes hospitalarios, medidas preventivas deben ser 

adoptadas para reducir complicaciones y costes de tratamiento. Como ya se mencionó P. 

mirabilis es uno de los principales agentes etiológicos aislados sobre la superficie de ca-

téteres en pacientes con ITU (Stickler & Hughes,1999). Este fenómeno estaría implicado 

en la diseminación de sus biofilms sobre las superficies de catéteres y en el inicio de las 

infecciones urinarias asociadas a éstos (Stickler & Hughes, 1999). Por otra parte, se ha 

observado que la movilidad swarming  estaría relacionada con la migración y la coloni-

zación sobre las superficies de los catéteres urinarios (Jones et al., 2004; Sabubba et al., 

2002; Stickler & Hughes, 1999).  

En el presente trabajo observamos que las cepas mutantes presentaron un porcentaje de 

migración mayor en la superficie de los catéteres de látex respecto a lo observado en el 

material silicona. Tres de las cepas mutantes (m106, m50 y m40) fueron capaces de mi-

grar sobre la superficie de los catéteres de látex, mientras que el resto de las cepas su 

migración fue significativamente menor al de la cepa salvaje Pr2921.  
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En los catéteres de silicona la cepa m50 (ferritina: grupo metabolismo del hierro), logró 

migrar la superase de el catéter de forma similar a la cosa salvaje, mientras que el resto 

de las mutantes su migración fue significativamente menor.  

Respecto a la cepa salvaje Pr2921 observamos que en ambos materiales, látex y silicona 

logro una migración de un 87% y 93% respectivamente.  

Cabe destacar que todas las cepas mutantes que presentaron disminución en la movili-

dad swarming también tenían afectado la migración sobre la superficie de los catéteres. 

Por lo tanto la movilidad swarming sería esencial para la colonización de catéteres uri-

nairos, estos resultados son coincidentes con los observado por Jones et al., 2004. 

Por otra parte, el resultado obtenido apoya la idea de que la composición del catéter 

influye en la adhesión y migración bacteriana lo cual ha sido expuesto por otro autores 

(Hosseinpour et al., 2014). El material empleado en la fabricación de los catéteres uri-

narios ha sido discutido en el correr de los últimos años. El látex fue el primer material 

utilizado para la fabricación de catéter foley, pero el uso de este material ha generado 

varios problemas como la baja biocompatibilidad y una gran susceptibilidad a la infec-

ción y a la incrustación (Lawrence et al., 2005). Sin embargo, el uso de catéteres recu-

biertos con silicona presenta una gran ventaja en la cateterización a largo plazo (Carton, 

2016). Los catéteres recubiertos por silicona son más rígidos lo que hace que el drenaje 

sea  mejor y por lo tanto tarde más tiempo en incrustarse y bloquearse (Lawrence et al., 

2005; Morris et al., 1997). La principal desventaja del catéter de silicona es su costo 

(Denstedt et al., 1998) y  además que puede ocasionar más molestias en los pacientes 

debido a su mayor rigidez (Hamill et al., 2007). Cualquier ventaja del catéter de silicona 

en términos de colonización bacteriana y formación de biofilm es todavía un tema de 

debate y estudio. 

Transportadores y el desarrollo del biofilm 

La superfamilia de transportadores (MFS) es uno de los grupos más grandes de transpor-

tadores activos secundarios conservados en bacterias y seres humanos. Las proteínas MFS 

transportan selectivamente un amplio espectro de sustratos a través de biomembranas, 

incluidos antibióticos, metales pesados, disolventes, péptidos, ácidos grasos, aminoáci-

dos y nucleótidos y juegan un papel fundamental en múltiples procesos fisiológicos (Ku-

mar et al., 2012). A pesar de la intensa investigación, sólo siete proteínas MFS de seis 

subfamilias han sido elucidado estructuralmente (Yan, 2013). El papel de las bombas de 
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eflujo en la eliminación de antibióticos de la célula se considera un mecanismo de resis-

tencia clave en muchas especie. Además han sido reportadas como uno de los mecanis-

mos responsables de la resistencia antimicrobiana en los biofilm microbianos. Se ha en-

contrado evidencia del papel de la bomba de eflujo en la resistencia en el biofilm en va-

rios microorganismos como Pseudomonas aeruginosa, Escherichia coli y Candida albi-

cans. Sin embargo, a pesar de los estudios sobre la importancia de las bombas de eflujo 

en el crecimiento del biofilm y sobre su relevancia en la formación de biofilm de resis-

tencia a los antimicrobianos, aún no se ha determinado el papel exacto de estos siste-

mas de eflujo (Baugh et al., 2014; Holling el al., 2014; Soto, 2013).  

En nuestro trabajo observamos que el papel del transportador MSF es crucial para el 

desarrollo del biofilm, en primer lugar cuando se evaluaron las características fenotipi-

cias vimos que, el transportador MSF (m40) presentaba una movilidad swimming signifi-

cativamente menor al de la cepa salvaje Pr2921, coincidiendo con el resultado de la mo-

vilidad swarming. En cuanto a las propiedades de la superficie bacteriana, observamos 

que la m40 presentó un indice de hidrofobicidad superior al de la cepa salvaje, clasifica-

da como moderadamente hidrofílica. Estas características fenotipicas alteradas también 

coinciden con el estudio de la bioarquitectura del biofilm. Dado que la m40 no logra 

desarrollar un biofilm estable a lo largo de los días evaluados, el número de bacterias y 

el volumen de matriz extracelular asociada se mantuvo siempre muy bajo en los días 

evaluados.  

Cuando se evaluó la expresión del gen transportador MSF, observamos que el mismo tie-

ne un papel importante en el desarrollo del biofilm, dado que su expresión se vio au-

mentada significativamente en las células que formaban el biofilm. Ito et al., 2009 ob-

servaron resultados similares en una cepa de E. coli, las bombas de eflujo de esta cepa 

aumentan su expresión en el biofilm respecto a las células planctónicas. Además, Kviest 

et al., 2008 analizando los perfiles de transcripción en el crecimiento planctónico y en 

biofilm de E. coli, observaron que los genes que codifican para transportadores y bom-

bas de eflujo eran los se expresaban de forma aumentada durante la condición biofilm. 

Estos resultados coinciden con la incapacidad de la cepa m40 de formar biofilm, sugi-

riendo que el gen MSF transportador juega un papel esencial en la etapa de maduración 

del biofilm en P. mirabilis.    
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Metabolismo del hierro y el desarrollo del biofilm  

El hierro es un elemento escaso en el interior de las células eucariotas, es por esta razón 

que muchas bacterias patógenas han desarrollado diferentes sistemas de adquisición de 

hierro, incluyendo sistemas basados en sideróforos, transporte de hierro ferroso y trans-

portadores ABC (Hood et al., 2012, Andrews et al., 2003). Se predice que P. mirabilis co-

difica los cuatro tipos de sistemas de captación y puede crecer en hemoglobina, hemina 

y citrato férrico como única fuente de hierro, pero no en transferrina y lactoferrina. La 

importancia de estos sistemas en la colonización del tracto urinario se ha observado en 

estudios donde se emplearon mutantes de P. mirabilis con interrupción en el gen nrp 

(non-ribosomal peptide siderophore system). En ese estudio se realizó un experimento 

de co-desafío y se observó que la cepa mutante no logró la colonización de la vejiga ni 

de los riñones (Himpsl et al., 2010). Demostrando de esta forma que los sistemas de cap-

tación de hierro están altamente vinculados con la virulencia y desarrollo de la infección 

en el tracto urinario.  

En el presente estudio se incluyeron dos cepas mutantes vinculadas al metabolismo del 

hierro m50 (ferritina) y m110 (receptor TonB- dependiente).  

En los ensayos realizados observamos que la cepa m50 presentaba igual movilidad swar-

ming que Pr2921, a su vez vimos que el desarrollo del biofilm ocurría en etapas tempra-

nas (día 1 y día 3) donde se observó el mayor grado de compactación.  

Sin embargo, la cepa m110 con baja movilidad swarming no fue capaz de desarrollar un 

biofilm estable en el tiempo. Proponemos que en este caso, la mutación afecto la capa-

cidad de movilidad por lo tanto la cepa no pudo adherirse en las etapas iniciales del 

desarrollo del biofilm y por ende no logró un biofilm estable en ningún momento. Res-

pecto a la m50 que si logro establecerse y desarrollar un biofilm en los primeros días 

pero no fue suficiente ya que este se desestabilizó rápidamente. Posiblemente la ferriti-

na esté involucrada en etapas posteriores del desarrollo del biofilm y por eso no sigue el 

patrón observado en la cepa salvaje. Aunque no hay estudios directamente sobre el pa-

pel de la ferrita en la formación de biofilm, Nazik et al., 2015 observó que el hierro es-

timula la formación y desarrollo de el biofilm en Aspergillus fumigatus.  

En este contexto hipotetizamos que al ser la ferrita una proteína almacenadora de hie-

rro, si esta se encuentra interrumpida, por tanto no es capaz de almacenar el hierro dis-

ponible en el medio, en las primeras etapas del desarrollo del biofilm consume el medio 

disponible, genera un biofilm a etapas tempranas que luego se dispersa rápidamente por 
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no tener hierro disponible, el cual es esencial para el crecimiento de los microorganis-

mos.    

A partir de los resultados obtenidos podemos inferir que los genes del metabolismo del  

hierro tienen un papel relevante en la formación del biofilm de P. mirabilis, principal-

mente en la etapa de consolidación del biofilm, afectando tanto su estabilidad como su 

desarrollo.   
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Conclusiones y Perspectivas 

 La importancia de los biofilms en la clínica así como en la industria o incluso en el 

ambiente, hace que la dilucidación de los aspectos moleculares vinculados a su forma-

ción y a las características de su bioarquitectura sea de particular interés. En el contex-

to médico y clínico, los biofilms son inequívocamente relevantes porque causan infec-

ciones agudas y crónicas vinculadas a implantes médicos, asociadas a elevados índices 

de morbilidad y mortalidad. 

El análisis de los resultados obtenidos en el presente trabajo nos permite concluir que 

tanto las fimbrias, como genes implicados en el metabolismo del hierro y genes asocia-

dos a transportadores son claves para el establecimiento y desarrollo de un biofilm esta-

ble a lo largo del tiempo. Cada gen juega una papel relevante en alguna de las etapas 

del establecimiento y desarrollo del biofilm de P. mirabilis. 

Las actividades se desarrollaron en el marco de una de las principales líneas de investi-

gación del Departamento de Microbiología del IIBCE, centrada en el estudio del rol de 

diversos factores de virulencia de P. mirabilis uropatogénico. De esta manera se espera 

poder contribuir con el desarrollo de estrategias de control de las infecciones urinarias 

relacionadas con la formación de biofilms. Este conocimiento podrá ser útil además para 

la comprensión de otros modelos en el campo de la salud o en otras áreas como la indus-

tria o las ciencias ambientales. 

Como perspectivas, en primer lugar debemos evaluar que el fenotipo caracterizado en 

cada cepa mutante se debe a la mutación del gen descripto, para ello se evaluará la ex-

presión de los genes contiguos a la mutación y ademas se generaran mutantes comple-

mentarias.   

Por otra parte, nos planteamos evaluar la patogénesis de este grupo de cepas (adhesión, 

metabolismo del hierro y transportador) en el desarrollo de infección en el tracto urina-

rio. Para ello emplearemos el modelo puesto a punto en nuestro laboratorio de ITU ex-

perimental en murinos (Zunino et al., 2000). Este modelo de ITU experimental nos per-

mitirá revelar el papel de los genes vinculados a la adhesión, metabolismo del hierro y 

transportador en la colonización del TU. 
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Por otra parte, estudiar el desarrollo del biofilm en un modelo de flujo continuo el cual 

simule el flujo de la orina, con el objetivo de lograr una comprensión mayor e in vivo del 

desarrollo del biofilm.  

Por ultimo, pretendemos evaluar el conjunto de genes que se expresan en la condición 

biofilm respecto a la condición planctónica empleando técnicas como el ARNseq lo cual 

nos permitirá tener una visión mas global del desarrollo del biofilm en P. mirabilis.   
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ANEXO I 

A continuación se observan las curvas de melting, eficiencia de reacción para el 
gen de referencia (rpoA) y para de los genes del grupo de metabolismo del hierro, 
fimbriales y gen transportador. Los gráficos fueron obtenidos por el programa Bio-
Rad CFX Manager.  
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