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Resumen

En la naturaleza las bacterias pueden crecer de formas diferentes, como
bacterias planctonicas de libre flotacion o formando biofilms. Los biofilms son
comunidades microbianas sésiles cuyas células se encuentran adheridas entre
si y a un sustrato, embebidas en una matriz extracelular polimérica de
produccion propia y que exhiben un fenotipo distinto con relacién a la tasa de
crecimiento y expresion génica, respecto a sus contrapartes planctonicas.
Tienen gran relevancia en sistemas naturales e industriales y en el contexto

clinico estan asociadas a infecciones en implantes médicos.

Proteus mirabilis es una bacteria Gram-negativa movil que causa infecciones
del tracto urinario complicadas, como las asociadas a catéteres urinarios (ITU-
c) las que se relacionan ademas con la capacidad de formar biofilms en su

superficie.

El principal objetivo fue caracterizar fenotipicamente mutantes de P. mirabilis
con alteraciones en la formacion de biofilms a partir de una colecciéon de cepas
mutantes generadas mediante mutagénesis al azar. Se seleccionaron aquellas
con formacion de biofilms disminuida respecto a la cepa parental y se estudio la
hidrofobicidad de la superficie bacteriana, propiedad fisicas implicada en la
afinidad por sustratos no polares relacionado con la adhesion. Se evalud la
habilidad de las cepas mutantes para migrar sobre secciones de catéteres
urinarios comerciales, y la movilidad swarming. Ademas se analizo la dindmica
de crecimiento a lo largo del tiempo. Los resultados obtenidos indicarian que la
mutacion no afecta la capacidad de crecimiento de las cepas. La mayoria de
las cepas presentaron una superficie hidrofilica y algunas moderadamente
hidrofobicas. Los valores para la migracion sobre catéteres mostré que todas
las cepas son capaces de cruzar pero lo hacen en mayor proporcion en latex.
En cuanto a la movilidad swarming todas presentaron movilidad pero se

observaron variaciones en los halos.

A partir de estos resultados concluimos que los genes identificados afectan
diferencialmente la formacion de biofilms y las propiedades fenotipicas de las

cepas evaluadas.



Introduccioén

Los microorganismos se han definido y caracterizado como células
plancténicas, de vida libre y se han estudiado empleando medios liquidos puros
sobre la base de los cuales han surgido la mayoria de las evidencias
fisiologicas, metabdlicas y genéticas (Pratt & Kolter, 1999). Pese a esto la
forma de vida predominante de los microorganismos en cualquier sistema
biolégico hidratado es una comunidad cooperativa denominada biofilm
(Trautner & Darouiche, 2004). La primer descripcion sobre los biofilms se
remonta al siglo XVII cuando Van Leeuwenhoek examind “animaculos” en su
placa dental y la predominancia de los mismos fue expuesta por primera vez
en 1978 por Costerton y colaboradores estudiando biofilms en ecosistemas
acuaticos.

Actualmente los biofilms se definen como comunidades microbianas que se
componen por células unidas irreversiblemente entre ellas y a un sustrato,
embebidas en una matriz de polimeros extracelulares de produccion propia y
que presentan un fenotipo alterado con respecto a la tasa de crecimiento y la

transcripcion génica (Donlan & Costerton, 2002).

Los biofilms pueden estar compuestos por una o multiples especies
bacterianas y son capaces de formarse sobre una amplia variedad de
superficies bidticas y abioticas, asi como en interfases aire-liquido (Adal & Farr,
1996; Archivald & Gaynes, 1997; Dickinson & Bisno, 1993). Aunque los
biofilms formados por mdltiples especies son mas habituales en la naturaleza,
los que constan de una sola especie revisten un interés particular debido a su
importancia clinica. Estos ultimos pueden desarrollarse tanto en implantes
médicos como en tejidos, contribuyendo de esta manera a una variedad de

infecciones persistentes (Costerton et al., 1999).
Importancia de los biofilms y su rol biolégico

Los biofilms estan implicados en numerosas enfermedades como fibrosis
quistica, tuberculosis, sinusitis y algunos tipos de enfermedad cardiaca. Asi
mismo, se asocian a problemas en otros ambitos, como contaminacién de

alimentos y suministros de agua. Sin embargo, en algunos casos son



beneficiosos: tienen un rol esencial en el tratamiento de aguas residuales y en
la descontaminacion de ambientes, ademas de ser vitales para la salud de los
ecosistemas (Hunter, P. 2008).

Representan un modo de vida protegido que favorece la supervivencia
microbiana, lo que resulta en una mayor adaptacion al estrés ambiental,
principalmente frente a la radiacion UV y desecacion (Stanley & Lazazzera,
2004) y en una elevada resistencia a agentes antimicrobianos como

antibioticos, desinfectantes y germicidas (Donlan & Costerton, 2002).

Etapas en laformacion de los biofilms

La formacién de biofilm consta de 5 etapas secuenciales bien definidas (Fig 1):
i) Aproximacion y adhesion reversible,

ii) Adhesion irreversible y produccion de exopolisacérido (EPS)

iif) Formacién de microcolonias

iv) Maduracién

v) Dispersion

Fig 1. Etapas en la formacién de biofilm (Schlapp 2009 modificado de Davey & O’ Toole, 2000)

i) Aproximacion y adhesion reversible de las bacterias a la superficie

Los microorganismos poseen multiples vias genéticas que regulan el desarrollo

de biofilms, lo que evidencia la complejidad de las sefales que regulan este



proceso. Una misma especie puede utilizar distintas propiedades para crecer
en forma de biofilms, dependiendo de las sefiales y condiciones que han
activado su formacion. Por ejemplo, se ha visto que Pseudomona aeruginosa
cultivada en medios en diversas condiciones forma biofilms en casi cualquier
medio de cultivo (O’ Toole et al., 2000).

Esta primera etapa comienza con la aproximacion y censado por parte de las
bacterias a la superficie y/o ambiente en donde se van a establecer (O’ Toole et
al., 2000). La adhesion de las bacterias a las superficies esta mediada por
factores no especificos como tensién superficial, hidrofobicidad y fuerzas
electrostéaticas (Darouiche, 2001), y factores especificos que incluyen varias
estructuras de la superficie celular bacteriana como fimbrias, flagelos, proteinas
de membrana externa, lipopolisacaridos y EPS (Donlan, 2002). La adhesion
inicial suele ser reversible, permitiendo a las células su desprendimiento de la

superficie si las condiciones cambian (Nadell et al., 2008).

ii) Adhesion irreversible y produccion de exopolisacarido (EPS)

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

adhieren de forma irreversible al mismo.

Es en esta etapa en que comienza a producirse exopolisacérido (EPS) y su
funcién es proporcionar adhesion entre células bacterianas para que pueda
formarse un biofilm en varias capas (Joo & Otto, 2002). Como es altamente
hidratado permite por medio de puentes de hidrogeno la incorporacion de
moléculas de agua. Pueden asociarse a cationes metdlicos y a
macromoléculas como el ADN, proteinas y lipidos. Este conjunto de sustancias
conforman la matriz extracelular (Donlan, 2002). La formacion de esta matriz es
caracteristica de los biofilms. La produccion de EPS trae ventajas para las
células comprendidas ya que las protege contra la desecacion, brinda soporte
estructural y defensa contra agentes antimicrobianos y células del sistema

inmunitario (Dunne, 2002).

La hidrofobicidad de la superficie bacteriana también juega un papel importante

en la adhesion debido a que cuanto menos polar es una superficie involucrada,



mayor cantidad de interacciones hidrofébicas tienden a establecerse sobre ella.
La mayoria de las bacterias contienen componentes hidrofébicos en su
superficie. Las fimbrias son apéndices no flagelares que no estéan involucrados
en la transferencia de acidos nucleicos, la mayoria de ellas contienen un alto
porcentaje de residuos aminoacidicos hidrofobicos, por lo que contribuyen a la
hidrofobicidad total de la superficie bacteriana (Rosenberg & Kjelleberg, 1996).
Se cree que el papel que juegan las fimbrias en la hidrofobicidad de la
superficie bacteriana y en la adhesion esta relacionado con la capacidad de
vencer la repulsion electrostéatica inicial que existe entre la bacteria y el sustrato
(Corpe, 1980).

iif) Formacién de microcolonias

Luego de la adhesion irreversible de las células bacterianas a una superficie
tiene lugar el desarrollo de microcolonias (unidad basica de la organizacion de

un biofilm).

Las microcolonias se componen por comunidades bacterianas de unas 3 ab
capas de microorganismos (Davey & O'Toole, 2000). Al mismo tiempo en que
se multiplican se reclutan otras células planctonicas con el EPS que finalmente
forman el biofilm. A medida que aumenta el numero de células se incrementa la
produccion de EPS. En un volumen del 100% el EPS representa el 90%
mientras que las bacterias el restante 10% (Stodley, 2013)

iv) Maduracién

Luego de la adhesion irreversible la comunidad microbiana comienza el
proceso de maduracion. Incluye aumento de la tasa de replicacion, aumento
del espacio colonizado y también de la tasa de muerte dada la limitacion de
nutrientes disponibles. Existen también otros factores que regulan la
maduracion, como el pH interno, la osmolaridad, la disponibilidad de oxigeno y
Carbono (Carpentier & Cerf, 1993).



Los biofilms maduros no son monocapas homogéneas de células microbianas
sobre una superficie (Donlan & Costerton, 2002), sino que pueden presentar
una arquitectura compleja, que comunmente incluye microcolonias en forma de
"hongo", rodeadas de matriz extracelular y separadas entre si por canales que
permiten la circulaciéon de fluido (O’ Toole 2000). La estructura de los biofilms
maduros cambia constantemente debido a procesos internos y externos
(Donlan & Costerton, 2002). La vida en un biofilm se considera exitosa y
competitiva porque presenta una tasa de expresion diferencial de genes frente
a las células planctonicas, son metabdlicamente mas eficientes y presentan

proteccion y resistencia frente a varios factores de estrés (Lazar, 2011).

Entre las células del biofilm hay un proceso de comunicacion celular y
deteccion de densidad celular llamado quérum sensing (QS) (Fuqua et al.
1994). Este proceso es mediado por moléculas pequefias producidas por las
propias células del biofilm llamadas auto-inductoras. La sintesis de estas
moléculas es regulada por la densidad celular, de forma que su concentracion
es una medida del numero celular. En ausencia de estas moléculas los biofilms

que se forman son mas finos y uniformes (Lazar, 2011).

v) Dispersion

Las células que forman el biofilm pueden dispersarse mediante multiplicacion
de las células que se encuentran en proceso activo de crecimiento y posterior
desprendimiento de las células hijas, como resultado de los niveles de
nutrientes o quérum sensing (que tiende a disminuir), o por la remocion

continua de pequefas porciones del biofilm debido al flujo .

Aparentemente, el modo de dispersion afecta las caracteristicas fenotipicas de
los microorganismos. Los agregados grandes que se desprenden del biofilm
tienden a retener algunas caracteristicas como la resistencia a antimicrobianos,
mientras que las células que se desprenden como resultado de la multiplicacion

celular adoptan rapidamente el fenotipo plancténico (Donlan, 2002).



Importancia clinica

La medicina moderna ha logrado, mediante el desarrollo de vacunas y el
empleo de antibiéticos, un cierto nivel de control de las enfermedades
infecciosas. Sin embargo, el surgimiento de cepas resistentes a antibidticos y el
reconocimiento de las infecciones asociadas a biofiims, han desafiado a las
ciencias médicas a encontrar nuevos meétodos de prevencion, control y
tratamiento (Davey & O’Toole, 2000). Los mismos microorganismos durante
millones de afos han sobrevivido en la naturaleza y se han adaptado a otros
ambientes haciendo uso de la vida en biofilms. En particular, los individuos que
se encuentran en estado de salud comprometido, son especialmente
susceptibles a ser infectados por estos patdgenos oportunistas (Donlan &
Costerton, 2002). Es bien conocido que algunas infecciones cronicas como
otitis media, periodontitis, infecciones pulmonares producidas por
Pseudomonas aeruginosa en paciente con fibrosis quistica, asi como aquellas
asociadas a un amplio espectro de implantes médicos como catéteres urinarios
e intravenosos, valvulas cardiacas prostéticas y dispositivos intrauterinos, son
producidas por microorganismos que crecen en forma de biofilms (Davey &
O’Toole, 2000; Donlan, 2002).

Infecciones del tracto urinario (ITU)

Las infecciones en el tracto urinario constituyen el tipo de infeccion mas comun
en los humanos (Foxman, 2003). Se pueden clasificar como infecciones
urinarias del tracto inferior y del superior. Dentro de las primeras encontramos a
la cistitis en la que normalmente sus sintomas incluyen el aumento en la
frecuencia al orinar, urgencia y disuria (dolor al orinar) (Guay, 2008). Dentro de
las infecciones urinarias del tacto superior se encuentra la pielonefritis o

infeccién de los rifiones. Sus sintomas incluyen fiebre, nauseas, vomitos y



dolor. Las ITU superiores pueden evolucionar peligrosamente en bacteremia y
septicemia (Kaye & Hessen, 1994). Una ITU del tracto inferior que no es
atendida deriva en ITU superior.

Estas infecciones constituyen un problema sanitario y socioeconémico; entre
un 40% al 50% en mujeres y 12% en los hombres tendrdn al menos un
episodio de ITU una vez en su vida (Cassell, 1991; Nielubiwicz & Mobley,
2010). Los infantes y lactantes forman también una poblacion suceptible a ITU.
Ademas de clasificarse en infecciones del tracto alto o bajo también se
clasifican de acuerdo a la existencia de complicaciones en complicadas y no
complicadas. Las ITU no complicadas se producen en pacientes
aparentemente sanos mientras que las ITU complicadas suceden en pacientes
comprometidos. Puede ser por malformacion anatémica o funcional de tracto
urinario, por presencia de alguna otra enfermedad, pacientes
inmunocomprometidos o por cateterizacion de largo plazo. La mayoria de las
infecciones no complicadas son causadas por Eschericha coli Para las ITU
complicadas en especial aquellas derivadas de cateterizacion a largo plazo no
existe un anico agente etiolégico (Hooton et al., 2010; Nicolle, 2005) siendo
Proteus mirabilis, Providencia stuatii, Morganella morganii, Klebsiella
pneumoniae, E. coli, P. aeruginosa algunos de los microorganismos mas

frecuentes encontrados.

ITU asociadas a catéteres (ITU-c)

Uno de los implantes médicos mas comunmente usados son los catéteres
urinarios Estos son dispositivos tubulares de latex o silicona que se insertan
por la uretra hasta la vejiga para eliminar la orina durante una cirugia o para
prevenir la retencién o control de la incontinencia urinaria (Kunin, 1987; Warren
et al. 1989, Warren 1997; Darouiche, 2001; Jacobsen et al. 2008).

El uso de estos dispositivos por periodos cortos de tiempo (aproximadamente 7
dias) conduce a infeccion del tracto urinario entre el 10% y 50% de los
pacientes y llega al 100% en pacientes cateterizados por periodos prolongados
(més de 28 dias) (Stickler, 1996). El riesgo de adquirir una ITU-c aumenta en

un 10% por cada dia en el que el paciente permanece cateterizado (McLean et



al. 1997). A pesar de que la mayoria de los casos de bacteriurias asociadas al
uso de catéteres son asintomaticos, una vez que se vuelven sintomaticos las
secuelas resultantes pueden variar entre moderadas (fiebre, uretritis, cistitis) a
severas (pielonefritis aguda, dafio renal, formacion de calculos, bacteremia). Si
no son tratadas, estas infecciones pueden llevar a urosepsis y muerte (Warren,
1997; Niel-Weise & van den Broek, 2005). Las ITU-c suelen ser recurrentes
como consecuencia del desarrollo de biofilms cristalinos en los catéteres y
resultan en morbilidad a largo plazo (Jacobsen et al. 2008). Estos biofilms no
s6lo provocan la incrustacion y bloqueo de los catéteres, sino que aumentan la
resistencia de las bacterias a la respuesta inmune del hospedero y a los
antibioticos (Stickler & Zimakoff, 1994).

Dada la alta incidencia de las ITU-c nosocomiales (que representan mas del
80%) los costos médicos totales son muy elevados (Warren, 1997; Stamm,
1991, Hartstein et al , 1981; Jarvis, 1996)

Proteus mirabilis

P. mirabilis es una bacteria Gram negativa movil perteneciente a la familia de
las enterobacterias. Estos microorganismos estan ampliamente distribuidos en
varios ambientes, incluyendo aguas contaminadas, suelo y heces, donde
Proteus cumple un rol en la descomposicion de materia organica, asi como en
el tracto digestivo de los mamiferos (Jacobsen et al. 2008; Nicolle 2005; Hooton
et al 2010).

Fig. 2 Micrografia electrénica de P. mirabilis (Belas 2014).



P. mirabilis posee algunas caracteristicas distintivas dentro de la familia de las
enterobacterias. Presenta un comportamiento multicelular durante la migracion
en medios sélidos denominada swarming, donde se produce una diferenciacion
desde una forma unicelular vegetativa o swimmer, tipica de medios liquidos, a
una forma multicelular elongada hiperflagelada denominada swarmer (Belas,
1996).

Aparece como el tercer agente mads comiunmente asociado a ITU después de

E. coli y K. pneumoniae (Rozalski et al., 1997) y en particular en individuos con
anormalidades estructurales o funcionales del tracto urinario. Se relacionan
también a infecciones ascendentes en pacientes sometidos a cateterizacion
prolongada (Warren et al., 1982) y dentro de éstas su incidencia en ITU-C es
mayor al 44% (Mobley, 1996). Presenta una particular afinidad por el tracto

urinario superior, donde puede provocar grave dafio renal (Senior, 1979).

Uropatogénesis de P. mirabilis

La capacidad de diferenciarse de célula swimmer a swarmer en la
uropatogénesis de P. mirabilis ha sido tema de debate. Algunos autores han
relacionado esta motilidad con la capacidad de colonizar el tracto urinario
(Allison et al., 1994; Mobley et al., 1996) y otros reportes sugieren que no seria
critica para producir infeccion (Legnani-Fajardo, 1996; Zunino et al., 1994). Por
otro lado, la movilidad swarming se ha vinculado con la habilidad del patégeno
para colonizar las superficies de los catéteres (Sabbuba et al., 2002; Stickler et
al., 1993). P. mirabilis se distingue también por la produccion de altos niveles
de ureasa, enzima que hidroliza la urea presente en la orina generando
amoniaco, el cual eleva el pH local a valores mayores a 7.2 y puede conducir a
la precipitacion de minerales como fosfatos de calcio y de magnesio que
normalmente son solubles (Mobley, 1996). Este fendmeno tiene varias
implicancias clinicas, como su asociacién directa con la formacion de calculos
en tracto urinario y su contribucion en la patogénesis de pielonefritis e

incrustacion de catéteres (Mobley & Hausinger, 1989). La incrustacién mineral



se manifiesta en la obstrucciéon del flujo urinario a través del catéter, lo que
lleva a serias complicaciones como retencion de orina, distension de la vejiga,
e ITU ascendente que puede culminar en episodios de pielonefritis, septicemia
y shock endotoxico (Kunin, 1997; Mobley, 1996).

P. mirabilis se destaca ademds por la co-expresion de varios tipos de fimbrias
(Mobley & Belas, 1995), que son apéndices proteicos filamentosos que
emergen de la superficie bacteriana (Duguid et al., 1955). P. mirabilis es el
microorganismo con el mayor numero de operones fimbriales (17) en su
genoma (Pearson et al., 2008). Las fimbrias de P. mirabilis se han implicado en
su capacidad para adherirse al uroepitelio, propiedad que contribuye de forma
relevante en su uropatogénesis (Coker et al., 2000). Hasta el momento se han
identificado y estudiado las fimbrias MR/P (Mannose Resistant Proteus-like),
PMF (Proteus mirabilis Fimbriae), UCA (Uroepithelial Cell Adhesin), y ATF
(Ambient Temperature Fimbriae) (Mobley et al., 1996).

Los flagelos son organelos que le premiten a la bacteria su desplazamiento
tanto en soluciones liquidas como sobre superficies soélidas. Ademés participan
en los estados iniciales de adhesién de las bacterias en la formacion de
biofilms (Belas ,2014).

Los flagelos de P. mirabilis son importantes para la movilidad swarming,
Teniendo en cuenta que la habilidad de P. mirabilis de diseminarse desde el
sitio inicial de colonizacion en la superficie del catéter hasta las células
uroepiteliales del tracto urinario es critica para poder establecer ITU-c, la
movilidad flagelar tiene un papel importante en este tipo de infecciones. El
swarming es un proceso de diferenciacion multicelular inducido que les permite
a los microorganismos moverse de manera coordinada y expandirse sobre una
superficie sélida (Mobley & Belas, 1995; Rather, 2005; Williams & Schwarzhoff,
1978). Las células swarmer migran desde el sitio original de inoculacion de una
manera répida y altamente coordinada que depende de interacciones

multicelulares y sefalizacion célula-célula (Belas, 1992).



Biofilms de P. mirabilis

La capacidad de P. mirabilis para formar biofilms ha sido estudiada por
numerosos autores (Stickler et al., 1993; Donlan, 2002; Mobley & Belas, 1995).
Una vez que coloniza la superficie del catéter en una ITU- ¢ P. mirabilis forma
biofilms cristalinos. Los biofilms favorecen la supervivencia de P. mirabilis en el
tracto urinario permitiendo que se adhieran al uroepitelio, los protege contra la
accion del sistema inmunitario del hospedero y accién de antimicrobianos
(Hoyle et al., 1992). Este tipo de biofilms causan incrustaciones capaces de
bloquear los catéteres, lo que los vuelve especialmente problematicos. Un
elemento esencial en la formacion de cristales y por lo tanto en el desarrollo de
biofilms cristalinos, es la enzima ureasa producida por P. mirabilis (Musher et
al. 1975). La urea presente en la orina humana llega a concentraciones de
hasta 500 mM (Breitenbach & Hausinger , (1988).; Jones & Mobley,1987), por
lo que las ureasas bacterianas jueguen un rol importante en las ITU causadas
por P. mirabilis (Griffith et al.,1976). Esta enzima actla en presencia de urea,
por lo que se asume que se expresa durante el crecimiento en orina (Jacobsen
et al., 2008). La ureasa contribuye al desarrollo de cristales, cataliza la hidrolisis
de urea en dioxido de carbono y amoniaco, el cual alcaliniza el medio local.
Este aumento en el pH de la orina provoca la precipitacion de fosfato de calcio
y fosfato de magnesio-amonio, formando cristales de carbonato de apatita y
carbonato de estruvita respectivamente (Griffith et al.,1976). Estudios revelaron
que el pH de la orina es un factor determinante en la adhesion cuando fluye
sobre peliculas lisas. Algunas con superficies hidrofilicas altamente electron
dadoras resisten la colonizacion de P. mirabilis cuando se hacen pruebas con
orina &cida o a pH 6. Sin embargo a pH béasicos se encontré fosfatos de calcio
y magnesio fuera de la solucién formando agregados macroscopicos (cristales)
y las bacterias que se encontraban en la orina se instalaron en la superficie e
iniciaron la formacién de los biofilms cristalinos y obstruyen eventualmente el
flujo de la orina (Stickler et al., 2006; Stickler et al., 2014).

Multiples factores ambientales como el pH urinario, de adhesiébn como

proteinas, fimbrias, flagelos, de degradacion como proteasas y la



predisposicion del individuo son importantes en la infeccion y posterior
formacién de biofilms cristalinos de P. mirabilis. Aun asi la biogénesis en la

formacién de esta estructura para este microorganismo no es completamente

conocida.



Hipotesis

Diversos genes estan involucrados en la formacion de biofilms de P. mirabilis,
los cuales pueden ademas tener un papel en propiedades de la superficie
bacteriana (hidrofobicidad), movilidad swarming y migracion sobre superficie de

catéteres urinarios.

Objetivos

Objetivo general

- Caracterizar fenotipicamente mutantes de Proteus mirabilis defectivas en la

formacioén de biofilms.

Objetivos especificos

- Seleccionar cepas mutantes de P. mirabilis con alteraciones en la formacién

de biofilms.

-Estudiar la capacidad de crecimiento de las diferentes cepas mutantes en

medios de cultivo clasicos.

-Determinar la capacidad de adhesion a superficies abioticas.

-Evaluar la movilidad swarming de las distintas cepas mutantes.

-Estudiar la capacidad de migrar sobre secciones de catéteres urinarios de

distintos materiales.



Materiales y métodos

Cepas bacterianas

Se empled una cepa salvaje de P. mirabilis 2921 aislada de la orina de un
paciente con ITU sintomética. Esta cepa presenta resistencia a tetraciclina,
eritromicina, polimixicina y es sensible a ampicilina, tiene movilidad swarming,
es productora de hemolisina y ureasa (Zunino et al., 2000). Ademas, se
empled una coleccion de mutantes obtenidas por mutagénesis al azar por

transposicion previamente generada en el laboratorio.

Resultados previos confirmaron la capacidad patogénica de la cepa P. mirabilis
Pr2921 asi como su habilidad para formar biofilms (Zunino et al., 2001; Zunino
et al., 2003; Schlapp et al., 2011).

Condiciones generales de cultivo

Para los cultivos bacterianos se utilizaron cultivos aerobios a 37 © C en caldo
LB (triptona 1%, extracto de levadura 0.5%, NaCl 0.5%, pH 6.8) o LB agar en
caso de necesitar un medio sélido (LB caldo suplementado con 1.5% de Agar
bacterioldgico) los que se incubaron a 37°C. Los medios fueron suplementados
con los antibidticos kanamicina (concentracion final 40 pg/mL) y tetraciclina

(concentracion final de 15 pug/mL) si las cepas bacterianas lo requerian.

Los tiempos de incubacion variaron de acuerdo a la técnica empleada (4h, 24h
y 48h).

Conservacion de las cepas

Las cepas se conservaron a -80° C en medio LB con glicerol al 20% como

crioconservante.



Coleccion de cepas mutantes de P. mirabilis generadas mediante

mutagénesis al azar

Con el fin de identificar los posibles genes involucrados en la formacion de
biofilms, se emple6 una biblioteca de mutantes de P. mirabilis generada
mediante mutagénesis al azar por insercion del transpos6n miniTn5. La
biblioteca de mutantes fue generada por el Departamento de Microbiologia del
Instituto de Investigaciones Bioldgicas Clemente Estable (IIBCE). Para ello se
empled un sistema de conjugacion en el cual se utilizo como cepa parental
salvaje P. mirabilis (Pr2921) y como cepa donadora E. coli S17-1 Apir con el
plasmido p-BAM1. El método de screening para la seleccion de los mutantes
afectados en su capacidad de formar biofilm se basé en la técnica de cultivo en
placas de microtitulacion y tincion con cristal violeta que se explica en la

seccion 2.

P. mirabilis ( Pr 2921) Amp®, Tet® E. coli S17-1 ApirTet® Km ®

Clones transconjugantes (Km®/Tet®)

Los clones transconjugantes fueron verificados para una Unica insercion del
transposén mediante la técnica de Southern Blot (Iribarnegaray V., 2014). La
identificacion del sitio de insercion y por lo tanto del gen interrumpido se realiz6
por PCR arbitraria y posterior secuenciacion de los productos obtenidos (Tuja
A, APIPE 2014.).

Seleccion de los transconjugantes por el método del cristal violeta

La capacidad de formacion de biofilms de las distintas cepas mutantes de P.
mirabilis se determind mediante un método semicuantitativo que se basa en la
habilidad de las bacterias para formar biofilms en superficies abioticas. Este
método permite estimar de manera indirecta el biofilm adherido a los pocillos de

poliestireno mediante tincion con cristal violeta (Pratt & Kolter, 1998).




El procedimiento consisti6 en colocar en una placa de 96 pocillos de
poliestireno, 150 pl/pocillo de medio liquido LB. Los clones previamente
ordenados en medio solido (LB agar) se transfirieron a las placas y se
incubaron durante 24 h a 37°C. Estos cultivos iniciales, o precultivos, se
prepararon con el doble objetivo de estandarizar la concentracién bacteriana de
partida y de lograr que las mismas se encontraran en etapa exponencial de
crecimiento al momento de inocular los cultivos finales.

Transcurrido dicho tiempo, en una placa nueva de 96 pocillos, se colocaron
180 ul/pocillo de medio de cultivo LB y de la placa previamente incubada se
transfirieron 20 pl/pocillo de los cultivos. Se realizé una incubaciéon de 48 h a
37°C sin agitacion.

Posteriormente se removié el medio, y se realizaron lavados con agua
destilada. Las bacterias adheridas se tifieron con una solucién de cristal violeta
al 0,1% durante 15 minutos.

El exceso de colorante se removié mediante lavados con PBS (hasta que no se
observé color), se solubilizd el CV agregando etanol (95%) y se realiz6 la
medida de absorbancia a 590 nm. Todas las cepas fueron evaluadas por

duplicado.

Evaluacion de la capacidad de crecimiento en medio LB

La capacidad de crecimiento en las cepas defectivas en la formacion de
biofilms se evalu6 dado que esta no se deberia alterar por la mutacion. Para
ello se realizaron las curvas de crecimiento en base a medidas de absorbancia
a 600 nm. Se realizaron pre cultivos como se describi6é anteriormente en placas
de microtitulacion de 96 pocillos y se incubaron durante 24h a 37° C.
Transcurrido dicho tiempo, 20ul del precultivo se adicionaron a 180ul/pocillo de
LB en una nueva placa. Este cultivo se incubé 24h a 37° C y se evalud la

absorbancia a 600 nm cada dos horas.



indice de hidrofobicidad

Este ensayo se basa en que la hidrofobicidad celular potencia la afinidad
bacteriana por sustratos no polares como son las superficies plasticas e influye

en la adhesion bacteriana (Biblioni et al 2001).

A partir de cultivos bacterianos en LB agar e incubados durante 24h a 37°C se
realizaron cultivos en 5 mL de caldo LB y se incubaron durante 48 h a 37°C de
forma estatica. Se tomd una alicuota de 0.5 mL de cultivo y se centrifug6 10
min a 10000 rpm, el pellet se lavé con 1mL de PBS. Luego se preparan
suspensiones bacterianas en 1.5 mL de PBS a una DO inicial de 0.8 medido a
540nm (Ap). A un 1mL de la suspension se le agregé 200uL de Xilol (=Xileno) y
se vortexed durante 2 min. Los tubos se dejaron decantar durante 20 min a
temperatura ambiente para permitir la separacion entre fases (fase organica=
xilol y fase acuosa=PBS+bacterias). Se midié la DO a 540nm de la fase acuosa

(A1), tomando aproximadamente 700uL y se calcul6 el indice de hidrofobicidad

(Hi).

Hi= (Ag-Aq) X100
Ao

El ensayo se realiz6 por triplicado.

Migracion sobre superficies de catéteres

El ensayo para evaluar la capacidad de las cepas bacterianas para migrar
sobre superficies de catéteres urinarios se realizé en base al procedimiento
propuesto por Sticker & Hughes (1999). Se prepararon placas con 12 mL de LB
agar a las cuales se les removieron dos canales de medio de 1 cm. Se
realizaron precultivos bacterianos en 5mL de LB incubados durante 4h a 37°C
con agitacion. Transcurrido dicho tiempo se colocaron 10 pyL de los cultivos
previamente realizados en el borde de cada canal (3 por placa) y se dej6 secar
a temperatura ambiente. Por otra parte se cortaron en forma aséptica
secciones de catéteres de silicona y latex de 1 cm de largo por 0,4-0,5 cm de

ancho y se colocaron a modo de puente en el canal. Como control negativo a



uno de los indculos no se le coloco el puente. Las placas se incubaron durante

24h a 37°C, realizando 15 réplicas para cada cepa.

Se calcul6 el indice de migracion como el porcentaje de puentes que son

cruzados por cada cepa.

Movilidad swarming

Para evaluar la movilidad swarming de las distintas cepas, se colocaron 10 uL
de los cultivos de cada cepa mutante y de la cepa salvaje (realizados como se
explicé en el numeral 5 durante 4h de incubacién a 37°C en agitacion) en el
centro de una placa que contiene agar LB. Luego, las placas se dejaron secar a
temperatura ambiente y se incubaron 24h a 37°C. La movilidad swarming se

calcul6 como el &rea de crecimiento bacteriano sobre las placas de agar LB.

Andlisis de las propiedades de la superficie bacteriana, utilizando

Microscopia Electrénica de barrido (MEB).

Aquellas secciones de catéteres que fueron cruzados por las cepas se fijaron
en glutaraldehido al 2.5 % y se enviaron para su procesamiento y observacion
en el Servicio de Microscopia de la Facultad de Ciencias mediante microscopia

electrénica de barrido.

Como control se emplearon secciones de catéteres urinarios estériles de cada

material utilizado (latex y silicona).



Resultados

Selecciodn de las cepas

Las cepas mutantes seleccionadas fueron aquellas que tenian una Unica
inserciéon del transposon y por lo tanto una Unica interrupcion génica. Esto se
verific6 mediante la técnica de Southern Blot y los clones que presentaron una
sola inserciéon fueron caracterizados. Se obtuvo un total de 38 mutantes
diferentes. En el presente trabajo nos centraremos en los clones caracterizados
genéticamente mediante secuenciacion de la zona adyacente al sitio de

insercién del transposoén (Tabla 1).

Tabla 1: Mutantes seleccionados, tipo de formacion de biofilm y gen

interrumpido.

Cepa Formador de biofilm Gen identificado
40 BAJO Multidrug efflux protein (MFS-family transporter)
41 BAJO phosphonoacetaldehyde hydrolase PMI3079
45 BAJO ABC transporter permease
/e N 182 bp at 5' side: antirestriction protein26 bp at 3'

side: TonB-denpendent receptor

50 ALTO Ferritin PMI11007
55 ALTO GntR family transcriptional regulator PMI1054
60 ALTO membrane protein PMI_RS06865
66 BAJO Outer membrane porin PMIO765
73 ALTO Tetrathionate reductase subunit B PMI1683
74 ALTO Two-partner secretion system accessory protein
77 ALTO acyl carrier protein phosphodiesterase PMI 1191
80 BAJO Outer membrane porin PMI0765
85 BAJO Outer membrane porin PMIO765
86 BAJO Outer membrane porin protein C PMI_RS03760
94 BAJO Fimbrial subunit
101 BAJO Transporter PMI_RS05875
103 BAJO rRNA-23S ribosomal RNArRNA-16S ribosomal RNA




Seleccidn de los transconjugantes por el método de cristal violeta

Luego de evaluar la presencia de una unica insercién, se procedié a la
evaluacion de la capacidad de formar biofilms mediante la técnica de screening
con cristal violeta. En la Fig. 3 se muestra el resultado de la cuantificacién del

biofilm sobre una superficie abiética como el poliestireno.
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Fig. 3. Variacion de las densidades 6pticas de los mutantes, medido a 590nm. En rojo se

muestra la DO de la cepa salvaje 2921.



En este grafico podemos observar las diferencias de DOsgo promedio para cada
clon y destacar que se distinguen dos poblaciones. Aquellas cepas cuya DO
promedio es mayor a 1,2 se consideraron cepas formadoras de alto biofilm,
mientras que las cepas cuyo DO promedio se encontrd por debajo de 0,2 son
consideradas formadoras de bajo biofilm. Por lo tanto se clasificaron 11 cepas

como formadoras de bajo biofilm y 6 de alto biofilm.

La cepa salvaje 2921 presentd un valor moderado de formaciéon de biofilm
(DO590 0,9 io,l).

Evaluacion en la capacidad de crecimiento en LB

La evaluacion del crecimiento de los diferentes mutantes se llevé a cabo para

verificar que la mutacion adquirida no afectara el desarrollo bacteriano.

Las curvas de crecimiento bacteriano de las cepas mutantes formadoras de
alto y bajo biofilm respectivamente se muestran en las Fig. 4 y 5. Se pudo
constatar que todas las cepas se comportaron de manera similar en
comparacion con Pr2921, por lo que crecimiento no se vio afectado por la

mutacion.
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Fig.4 -Curvas de crecimientos de los mutantes formadores de alto biofilm y Pr2921 en LB a 600

nm. Los cultivos se incubaron durante 24h a 37° y se tomaron medidas cada dos horas.
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Fig. 5- Curvas de crecimiento de mutantes formadores de bajo biofilm y Pr2921 en LB a 600

nm. Las condiciones de cultivo son las mismas que se muestran en la figura anterior.

Estudio de afinidad por sustrato no polar, ensayo de hidrofobicidad

A partir de los resultados obtenidos en el ensayo de particiébn por xileno se
calcularon los indices de hidrofobicidad para cada cepa, los que se muestran
en las Fig. 6 y 7. Los gréficos presentan dos puntos de corte, a valores de
indice igual a 20 y valores de 50. Estos valores separan poblaciones
hidrofilicas de las moderadamente hidrofébicas y altamente hidrofébicas
(Pompilio et al., 2008). Cepas con valores por debajo de indice 20 se
consideraron hidrofilicas. Aquellas con valores entre 20 y 50 fueron
moderadamente hidrofébicas. Cepas con valores superiores a 50 fueron
altamente hidrofébicas. En la Fig. 6 se agrupan las cepas mutantes de alta
formacion de biofilm mientras que en la Fig. 7 se observan los resultados para

las de baja formacion de biofilm.



90,00 -
80,00 -
70,00 -
60,00 - W
50,00

40,00 -

30,00 -

20,00 -
55 60 73 74 77

50 2921

Indice de hidrofobicidad

-

Cepas

Fig.6- Valores de indice de hidrofobicidad de las cepas de alta formacion de biofilm
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Fig.7- Valores de hidrofobicidad de las cepas de baja formacién de biofilm

Los resultados obtenidos tanto en las cepas de alta formacién como de baja
muestra que no hay una tendencia clara entre los valores de hidrofobicidad y la

capacidad de formar biofilms. Para el caso de las cepas de alta formacion, 4



mostraron valores hidrofilicos de su superficie mientras que 2 resultaron tener

valores moderadamente hidrofobicos. Se observé que 9 de las 11 cepas de

baja formacién de biofilms mostraron tener valores de superficie hidrofilicas

mientras que las restantes resultaron moderadamente hidrofébicas.

Migracidn sobre catéteres

La capacidad migratoria de P. mirabilis subyace en el movimiento dependiente

de flagelos. En la Tabla 2 se muestran los valores de migraciéon para cada

mutante en los dos tipos de catéter urinario de uso comercial empleados.

Tabla 2- Valores de migracion de las cepas en catéteres de Latex y Silicona.

Clon Cruce en latex | % cruce latex | Cruce en silicona | % cruce silicona
2921 13/15 87 14/15 93
40 14/15 (P=0,5428) 93 9/15(P=0,0309) 60
41 4/15 (P=0,009) 27 5/15(P=0,0007) 33
45 15/15 (P=0,1432) 100 15/15(P=0,3091) 100
48 15/15(P=0,1432) 100 6/15(P=0,0019) 40
50 15/15(P00,1432) 100 10/15(P=0,0679) 66
55 8/15(P=0,0464) 53 7/15(P=0,0053) 47
60 12/15(P=0,6242) 80 11/15(P=0,1417) 73
66 8/15(0,0464) 53 13/15(P=0,5428) 87
73 15/15(P=0,1432) 100 4/15(P=0,0002) 27
74 12/15(P=0,6242) 80 6/15(P=0,0019) 40
77 8/15(P=0,0464) 53 4/15(P=0,0002) 27
80 14/15(P=0,5428) 93 8/15(P=0,0132) 53
85 10/15(P=0,1953) 66 2/15(P=0,0001) 13
86 15/15(P=0,1432) 100 6/15(P=0,0019) 40
94 6/15(P=0,008) 40 3/15(P=0,0001) 20
101 5/15(P=0,0029) 34 3/15(P=0,0001) 20
103 13/15(P=1) 87 0/15(P=0) 0

Significativo para valores de P<0,05




La significancia de los valores se calculé por medio del test de chi cuadrado.
En la Tabla 2 observamos que los valores de migracion son variables entre las
cepas, sin embargo, podemos observar que 10 de las 17 cepas cruzan latex en
similar proporcibn que la cepa parental 2921 no habiendo diferencias
significativas entre ellas. Dentro de dicho grupo se encuentran todas las
cepas de alta formacion de biofilms. Cuando se empled silicona como puente
se observo una disminucion de la capacidad de cruzar de las distintas cepas
mutantes. Como se observa en la Tabla 2 los porcentajes de cruces son
menores que en el caso de latex y se observan diferencias significativas

respecto a la cepa salvaje.



Movilidad swarming

Los valores de movilidad swarming se expresaron en unidades de area de la
elipse (Tabla 3). El radio de desplazamiento maximo observado fue de 4 cm

gue corresponde al radio de la placa de Petri.

Tabla 3- Valores de movilidad swarming de los mutantes y 2921.

Clon Radio de desplazamiento (cm) Area desplazada (cm?)
40 4 50,27
41 0 0,00
45 4 50,27
48 4 50,27
50 4 50,27
55 4 50,27
60 4 50,27
66 4 50,27
73 2,5 19,64
74 4 50,27
77 4 50,27
80 15 7,07
85 3 28,27
86 3 28,27
94 2,2 15,21
101 0,5 0,79
103 4 50,27

2921 4 50,27

Los resultados observados mostraron que once de las diecisiete cepas
exhibieron una movilidad swarming que ocupa toda el area de la placa. Dentro
de este grupo a excepcién del clon 73 que migré 19.64cm? encontramos a

todos los altos formadores de biofilm.



Ademas de obtener los valores de movilidad swarming para las cepas
generamos registros fotogréficos para observar las diferencias entre ellas
porgue no solo difieren en el area desplazada sino también en el patron que
generan al hacerlo (Anexo). Todas las mutantes que presentaron movilidad
swarming presentaron un patrén alterado respecto a la tipica movilidad de la
cepa salvaje 2921.

Foto de movilidad swarming de la cepa parental Pr 2921



Microscopia electrénica de barrido

De las cepas que cruzaron catéteres se seleccionaron una perteneciente al
grupo de alta formacion de biofilm y otra del de baja para su analisis mediante
MEB y observar las caracteristicas de la superficie celular y la formacién de

biofilm.

Tabla 4 — Fotos obtenidas por MEB de las distintas cepas en latex y silicona

CEPA SILICONA LATEX

Control

X608  28mm

40

55

2921




En las imagenes superiores se observa los dos materiales de los catéteres
(control sin bacterias). Las imagenes siguientes corresponden al clon 40 que es
de baja formacion de biofilm, al clon 55 que es de alta formacién y a la cepa

salvaje 2921.

Las micrografias de las secciones estériles de silicona y latex mostraron las
diferencias inherentes de cada material. Para el caso de la silicona observamos
una estructura altamente ordenada y poco rugosa. En el caso del latex la
estructura es muy rugosa y no homogénea, se puede apreciar una esfera en el
centro de la imagen compuesta de zinc al 12%, materiales muy utilizados en

forma de Oxidos para el latex sintético (Analisis de EDS, Fac. Ciencias).

Para el caso del clon 40 las micrografias mostraron los aumentos X5000 en
silicona y X4000 en latex y las escalas en ambas fue de 5um. El Clon 55 tuvo
aumentos X1800 en silicona y X50 en latex, las escalas midieron 10 ym y 50
Mm respectivamente. Si bien las micrografias de los clones tuvieron distintos
aumentos, la tendencia fue igual para ambos. Las cepas 40 y 55 en latex
mostraron una gran poblacion celular y muy préximas escenario similar al
observado con la cepa salvaje 2921. EIl clon 40 mostré un Gnico gran cumulo
de células bacilares bien definidas mientras que para la cepa 55 la poblacién
era tan grande que abarca toda la seccion por completo, se apreciaron varios
acumulos bacterianos y dado el elevado numero no se observaron células
individuales. En silicona, las cepas 40 y 55 mostraron un nimero muy reducido
de bacterias en comparacién al latex. Se pudo ver en ambos casos pequefios
cumulos de pocas ceélulas recubiertas por una sustancia de apariencia
gelatinosa (probablemente EPS). Estos resultados concuerdan con los
obtenidos para el cruce de catéteres en donde la cepa salvaje 2921 cruza y
forma biofilms en ambos materiales. La cepa 40 cruza més facilmente latex
que silicona y la 55 cruza ambos materiales en igual proporcién. Estos
resultados se pueden explicar en parte por la composicion diferencial de los
materiales dado que una cepa de baja formacion de biofilm es igual capaz de

cruzar latex.



Discusion

Los biofilms son comunidades de microorganismos adheridos entre si y a
superficies variadas de forma irreversible, embebidos en una matriz polimérica
extracelular de produccion propia que exhiben un fenotipo particular en relacion
a las tasas de crecimiento y expresion de genes (Donlan & Costerton, 2002).
Los biofilms son relevantes en diversos contextos, en particular en el ambito
meédico y clinico donde se asocian a algunos tipos de infecciones crénicas y a

aquellas causadas por implantes médicos (Costerton et al., 1999).

Entre los implantes médicos mas cominmente usados se ubican los catéteres
urinarios (Darouiche, 2001). La relevancia clinica del uso de catéteres se
manifiesta en el desarrollo de infecciones urinarias, que afectan muy
frecuentemente a pacientes que se encuentran bajo cateterizacion prolongada.
Estas infecciones estan asociadas a la formacion de biofilms en la superficie de
los catéteres (Trautner & Darouiche, 2004) y representan al menos el 40% de
las infecciones totales en los hospitales. (Kaye & Hessen 1994).

La formacion de un biofilm es un proceso secuencial y muy regulado que
comprende varias etapas diferenciadas en las cuales estan implicados diversos
factores bacterianos (Costerton et al., 2003; Davey & O'Toole, 2000). Las
diferentes etapas son: aproximacion y adhesién inicial reversible, adhesion
robusta irreversible y produccion de EPS, formacion de microcolonias,

maduracion y dispersion (Donlan & Costerton 2002).

P. mirabilis es uno de los microorganismos que podemos encontrar en mayor
proporcién en pacientes con infecciones urinarias asociadas a catéteres
(Mobley et al 1996). Este agente da lugar a biofilms cristalinos que pueden
obstruir el lumen del catéter y generar serias complicaciones como pielonefritis
y septicemia (Stickler, 2008).

El objetivo propuesto en este trabajo fue caracterizar fenotipicamente mutantes

de Proteus mirabilis defectivas en la formacién de biofilms.

Para esto nos planteamos una serie de objetivos especificos que nos

permitieran dilucidar los aspectos involucrados.



Seleccion de cepas mutantes de P. mirabilis con alteraciones en la

formacién de biofilms.

Para el estudio de estas comunidades la utilizacion de cepas mutantes ha sido
una estrategia muy importante que ha permitido determinar los factores
asociados a su formacion. Las herramientas utilizadas nos permiten conocer

funciones de genes, asi como rutas metabdlicas implicadas en el proceso.

Se parti6 de una coleccibn de cepas mutantes generadas por nuestro
laboratorio (Dpto de Microbiologia del IIBCE) por conjugacion de una cepa
parental, Pr2921 obtenida de un paciente con ITU sintomatica (Zunino et al.,

2000), con una cepa donadora de E. coli portadora de un plasmido p-BAML1.

El plasmido pBAM1 cuenta con 4384 pares de bases y su replicacion depende
de la proteina w, codificada por el gen pir, ausente en P. mirabilis. pBAM1
incluye un mini transposon derivado de Tn5, flanqueado por elementos
mosaico (ME, del Inglés: Mosaic Element) de 19 pares de bases, denominadas
ME-I y ME-O. Entre las mismas, se sitla un gen de resistencia a kanamicina
(Km®) que se utiliza como marcador de seleccién, y un sitio de clonado mdltiple
(MCS, del Inglés: Multiple Cloning Site) con 15 sitios de corte para enzimas de
restriccion. También posee el gen de la transposasa tnpA que cataliza la
insercion aleatoria del médulo movil en el genoma, y el gen bla que codifica
para una B-lactamasa, otorgando resistencia a ampicilina (Martinez-Garcia et
al. 2011). Trabajos previos realizados en nuestro Departamento mostraron que
el sistema p-BAM es efectivo para la generaciébn de mutantes al azar,
obteniéndose 6.3% de mutantes (Iribarnegaray, V. 2014). Si bien otros autores
han obtenido resultados mayores, se debe considerar que la capacidad de

mutagénesis en P. mirabilis es baja (Belas et al., 1991).

Previamente se verificd una Unica insercion del plasmido por Southern Blot ya
que nos interesaba ver el aporte de un solo gen interrumpido. El método de
screening empleado fue mediante la técnica de tincion con cristal violeta. Este
es un método que permite evaluar de forma rapida la formacion de biofilms
sobre superficies abidticas. Presenta la desventaja de no ser un método

adecuado para estudiar el efecto de un antimicrobiano sobre los biofilms dado



que el cristal violeta tifie ademés de las células vivas, las muertas y la matriz de
exopolisacéarido (Pantanella et al., 2013) sin embargo tiene las ventajas de ser
un método semicuantitativo y rapido por ello es un método muy utilizado en

estos dias.

En el presente trabajo utilizamos este método para tamizar las cepas mutantes,
lo que permiti6 separar poblaciones de alta formacion de biofilm de las baja
formacion de biofilm, considerando altas a aquellas que tuvieron una DOsgg
promedio >1,20 y bajas a las que tuvieron DOgog promedio <0,20 (Villegas et
al., 2013).

Estudio de la capacidad de crecimiento de las diferentes cepas mutantes

en medios de cultivo clasicos.

El sistema de transcojugacion empleado genera mutaciones al azar. Con el fin
de evaluar que la mutacién no afectara la capacidad de crecimiento de las
cepas, se realizé una curva de crecimiento para cada mutante y se la comparo
con el crecimiento de la cepa parental Pr2921. Los resultados obtenidos
mostraron un comportamiento similar de todas las cepas mutantes respecto a
Pr 2921. Se ha observado que variando el medio de cultivo por ejemplo
empleando orina artificial, se obtienen curvas de crecimiento diferentes a las
observadas en medio LB. Sin embargo no se observan diferencias entre la
cepa parental y mutantes lo que establece que las diferencias se deban a la
composicion del medio, siendo la orina artificial un medio pobre en nutrientes
(Baraibar, V. 2012). Por lo tanto podemos asentar que la capacidad de
crecimiento de los distintos mutantes tiene una tendencia similar a la parental y

gue no se encuentra afectada.
Determinacién de la capacidad de adhesion a superficies abidticas.

La hidrofobicidad celular potencia la afinidad bacteriana por sustratos no
polares como son las superficies plasticas e influye en la adhesion bacteriana.

Para determinar la adhesion a superficies abidticas fue empleada la técnica de
particion por Xileno (Biblioni et al 2001). El Xileno o Xilol es un derivado

dimetilado del benceno utilizado en esta técnica como fase organica, donde



aquellas cepas bacterianas mas hidrofobicas tienden a permanecer. La técnica
mide qué tan hidrofébica o hidrofilica es una cepa de acuerdo a su distribucién
entre la fase organica y la fase acuosa, llamando a esta medida indice de
hidrofobicidad. Trabajos previos como el de Pompilio et al.,, 2008 introduce
puntos de corte en los valores de hidrofobicidad para separar poblaciones

hidrofilicas, moderadamente hidrofébicas de altamente hidrofdbicas.

Se analizaron separadamente las cepas de alta formacion de biofilms y las de
baja formacion. Para el caso de las cepas de alta formacion el 66 % mostro
valores hidrofilicos y el restante moderadamente hidrofébica. Este
comportamiento también se observOd para el caso de las cepas de baja
formacién en donde el 80% presentd valores hidrofilicos y las demas
moderadamente hidrofébicas. Seria de esperar que cepas con valores de
indice de hidrofobicidad bajo tuvieran una tendencia a tener una superficie
bacteriana hidrofilica. Esto sucede con las cepas de baja formacion, pero
también con las de alta formacion. Es posible encontrar microorganismos que
posean capacidades similares de formar biofilms pero presenten diferencias en
la hidrofobicidad, como reporté Pompilio y colaboradores estudiando S.
maltophilia. Los resultados obtenidos coincidirian con lo observado en dicho
trabajo pues la formacion de biofilms estaria regulada por diferentes factores,

siendo la hidrofobicidad uno de ellos.

Se considera como regla general que la adhesion aumenta o disminuye de
acuerdo al incremento o disminucién en la hidrofobicidad respectivamente (Van
Loosdrecht et al 1987), diversos trabajos han mostrado resultados
contradictorios. Jacobs & Chenia (2011) mostraron que Elizabethkingia
meningoseptica siendo muy hidrofiliza presenté una adherencia elevada. Por lo
tanto, cepas de alta como baja formacién de biofilms tienen una tendencia a
presentar su superficie mas hidrofilica. Cabe destacar que el ensayo de
hidrofobicidad se realizd6 sobre un cultivo de bacterias planctonicas. Se ha
reportado que los valores de hidrofobicidad pueden variar al realizarlo sobre el
biofilms (Pompilio et al.,2008).



Estudio de la capacidad de migrar sobre secciones de catéteres de uso

clinico de distinto material.

Como se describié previamente P. mirabilis tiene la capacidad de cambiar de
forma, puede pasar de una célula corta swimmer a una multinucleada vy
elongada con mudltiples flagelos o célula swarmer (Tan & Gajra, 2006).La
movilidad swarming se describe como el movimiento de la célula dependiente
de flagelos sobre una superficie. Esto le permite a P. mirabilis una vez que se
transforma en célula swarmer a migrar sobre las superficies de catéteres vy
entrar al tracto urinario (Jacobsen et al.,2008, Sabbuba & Stickler 2002, Stickler
& Hughes 1999). Para este estudio utilizamos latex y silicona, dos materiales
de catéteres urinarios de uso cotidiano en la clinica y evaluamos la capacidad
de P. mirabilis de cruzar puentes de 1cm de cada material luego de 24 hs de
incubacion. Los resultados obtenidos mostraron que en la mayoria de los casos
los mutantes cruzaron con menos dificultad por los catéteres de latex que por
los de silicona, que lo hicieron en forma similar a la cepa parental y que dentro
de este grupo se encontraron todas las cepas de alta formacion de biofilm.
Resultados previos obtenidos en el Depto de Microbiologia coinciden con estos
resultados y con los obtenidos por otros autores (Jones et al., 2004; Stickler &
Hughes, 1999, Schlapp, 2009).

Es importante destacar que el clon 94 exhibié6 una muy dismunuida capacidad
de migracion. Es interesante notar que la mutacion en este clon afectd una
subunidad fimbrial lo que disminuy6 significativamente su capacidad de migrar.
En el clon 41 también se observdé una disminucion considerable en la
capacidad de migracion. Este clon posee la mutacion en la enzima
fosfonoacetaldehido hidrolasa por lo que tiene afectada su capacidad de
obtener fosfonatos como fuente de energia (Huang et al., 2005) Si bien no
desaparece por completo la migracion y la cepa crece de forma similar a la
parental, inferimos que la mutacién en este caso genera disminucion de la
migracion pero no hay supresion de la misma. En el caso del clon 101 cuyo gen
mutado es un transportador también se observé una disminucion notoria en la

capacidad de migrar. Sin embargo la capacidad de formacion de biofilms sobre



la superficie de los catéteres segun Jones et al., 2005 no tiene que ver con los
fendmenos de movilidad en distintos mutantes swarmer o swimming. Trabajos
comparativos entre cultivos con LB y orina artificial sugirieron que las células
swarmer podrian tener un rol en la captacion de nutrientes ya que su extension
hace que tengan mayor disponibilidad y que podrian estar implicadas en la
disociacion del biofilm, las cuales podrian desprenderse del mismo y buscar

nuevas areas para la colonizacion, ricas en nutrientes (Jones et al., 2007).

Evaluacion de la movilidad swarming de las distintas cepas mutantes.

En el item anterior como en este referimos a la capacidad de P. mirabilis de
recorrer superficies sélidas. Aqui evaluamos la movilidad swarming sobre una
placa de Pretri con LB agar. Como describen Latta et al,.1999 y Jones et
al,.2004 el patron tipico de P. mirabilis en una superficie solida se debe a
rondas secuenciales de diferenciaciébn a células swarmer, migracion de las
colonias y consolidacion con las células swimmer Esos trayectos se repiten
varias veces Y los flagelos entre células swarmer adyacentes se conectan de
forma helicoidal. Los resultados que obtuvimos para esta movilidad tienen una
tendencia similar al caso anterior. La mayoria de los casos tiende a moverse y
extenderse en toda el area de la placa como lo hace la cepa parental. Los

clones 41, 94 y 101 tienen movilidad defectuosa.

Andlisis de las propiedades de la superficie bacteriana.

Diversos factores contribuyen a la formacion de biofilm en P. mirabilis. Al
observar las propiedades de la superficie bacteriana por microscopia de barrido
(MEB) referimos a aquellas visibles como multiples fimbrias, observacion EPS,
flagelo o células més elongadas. Se analizaron superficies de secciones de
catéteres de latex y silicona que fueron cruzados por una cepa de alta
formacioén de biofilm (el clon 55) y una de baja formacion (clon 40). Los
resultados de cruces sobre catéteres mostraron la tendencia general de cruzar
menos sobre superficies de silicona que de latex. Si observamos las imagenes

obtenidas se encuentra que para ese material las microcolonias formadas son



de pocas células lo que podria significar que migrarian menos sobre la
superficie. Considerando ademas el andlisis de la superficie de los materiales
podemos afirmar que el latex es una superficie propicia a ser colonizada y
formar biofilms. Es conocida la naturaleza irregular de la superficie del latex
mientras que la silicona presenta una superficie mas suave y con menos
irregularidades (Stickler et al., 2003) como se ha confirmado en el presente
trabajo.



Conclusiones y perspectivas

Podemos inferir que la formacion de biofilms de P. mirabilis es un fenbmeno
complejo que involucra diversos genes, estos influyen en las propiedades de la

superficie bacteriana y en la capacidad de migrar sobre distintos materiales.

La naturaleza de la superficie abidtica también debe considerarse al momento

de estudiar las propiedades fenotipicas en la formacién de biofilms.

Como perspectivas se plantea continuar con la evaluacion de la hidrofobicidad
pero sobre el biofilm directamente. Se estudiar4d si las cepas mutantes
defectivas en la formacion de biofilms son infectivas en un modelo murino de
infeccion urinaria ascendente. De esta forma se establecerda si hay una

correlacion entre la formacion de biofilms y la ITU experimental.

Cabe mencionar que el presente estudio se realiz6 desarrollando el biofilm en
condiciones estaticas por lo que el estudio en condiciones de flujo permitira
evaluar otros aspectos del desarrollo y estabilidad del biofilm, asi como tener
una aproximacion a la situacion real de flujo que se observa en pacientes

cateterizados.
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Anexo

Fotografias de swarming

A continuacién se muestran los patrones de migracion de los distintos mutantes
seleccionados. Se detalla el nimero de clon al costado de cada imagen.
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Mapa del plasmido p-BAM1
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La figura muestra el mapa del plasmido utilizado en la conjugacién entre la
cepa donadora E. coli con P. mirabilis (Pr 2921) extraida de un paciente
sintomatico de ITU-c para la generacion de la biblioteca de mutantes del
laboratorio de Microbiologia del [IBCE.



