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RESUMO 

 
 
Proteus mirabilis é a 3ª causa mais comum (depois de Escherichia coli e Klebsiella pneumoniae) 
de infecção do trato urinário complicada (causando 12% das infecções) e a segunda causa mais 
comum (depois de Providencia stuartii) de bacteriúria relacionada a cateter em grupos de 
pacientes com cateter de demora (15% de infecção). Essas infecções são conhecidas por serem 
freqüentemente persistentes, de difícil tratamento e até fatais, dependendo da severidade da 
doença nos pacientes. As complicações da infecção em pacientes cateterizados incluem o 
desenvolvimento de urolitíase, obstrução do trato urinário e de cateteres, formação de cálculos na 
bexiga e rins, e bacteriúria. P. mirabilis pode colonizar o cateter e formar biofilme tanto em sua 
superfície quanto em seu lúmen, e a atividade de sua urease libera amônia a partir da uréia, 
elevando o pH da urina. Sob estas condições alcalinas, precipitam-se cristais de estruvita e apatita 
os quais podem aderir ao biofilme. Com o desenvolvimento desse, o fluxo urinário no cateter 
pode ser obstruído causando incontinência, devido ao vazamento da urina sobre o cateter ou 
retenção de urina na bexiga a qual resulta em distensão dolorosa. O refluxo da urina infectada 
para os rins podem culminar em episódios de pielonefrite, septicemia e choque séptico. A 
presença do biofilme constitui ainda uma forma de defesa do microrganismo frente ao tratamento 
com antibióticos cuja ação seria normalmente eficaz em combater as infecções urinárias causadas 
por espécies de Proteus. Os objetivos do presente estudo incluem verificar a formação de biofilme 
por P. mirabilis em superfície abiótica, quantificar a capacidade e tempo de formação, estrutura e 
características do biofilme em cateter urinário na presença e ausência de urina. 
 
 
Palavras-chave:  Proteus mirabilis. Cateter urinário. Biofilme. Urina. 
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1 INTRODUÇÃO  

 

 

1.1 CARACTERÍSTICAS GERAIS DE PROTEUS MIRABILIS E SEU PAPEL NAS INFECÇÕES 

URINÁRIAS  

 

 

Proteus mirabilis é um bacilo gram-negativo, anaeróbio facultativo, móvel 

com flagelos peritríquios. Esse microrganismo foi descrito primeiramente como bactéria 

putrificante por Hauser (1885) o qual considerou seu possível papel em eventos patológicos 

em organismos superiores, fato confirmado nas décadas subseqüentes (WENNER; 

RETTGER, 1919). Hoje, as espécies pertencentes ao gênero Proteus são tratadas como 

patógenos oportunistas capazes de causar infecções em seres humanos.  

O gênero Proteus pertence à família Enterobacteriaceae (PENNER, 1984, 

1992) e o traço mais característico que o distingue de outros membros desta família é o 

fenômeno “swarming”, uma diferenciação celular que facilita a movimentação e é importante 

no processo infeccioso desses microrganismos (WILLIAMS; SCHWARZHOF, 1978; 

MOBLEY; BELAS, 1995).  

Os microrganismos pertencentes às espécies do gênero Proteus são 

amplamente distribuídos na natureza; podem ser encontrados em água poluída, solo e dejetos, 

onde desempenham papel importante na decomposição da matéria orgânica de origem animal 

(HAUSER, 1892). Esses microrganismos exibem atividade proteolítica sob condições de 

aerobiose e anaerobiose facultativa. A desaminação oxidativa de aminoácidos e a habilidade 

de hidrolisar uréia com produção de amônia e dióxido de carbono são as propriedades 

bioquímicas mais representativas desse gênero.  

Atualmente, cinco espécies (P. mirabilis, P. penneri, P. vulgaris, P. 

myxofaciens, e P. hauseri) e três espécies genômicas não nomeadas (Proteus genoespécies 4, 

5 e 6) foram descritas para o gênero (WILLIAMS et al., 1983; BRENNER et al., 1995; 

TRÜPER, 1999). A identificação e tipagem de isolados clínicos de Proteus podem ser feitas 

por análise computadorizada de padrões eletroforéticos de proteínas intracelulares (COSTAS, 

1993), proteínas de membrana externa ou perfis enzimáticos (KAPPOS et al., 1992).  

Proteus spp, sob condições favoráveis, é capaz de causar infecções 

nosocomiais, principalmente em pacientes geriátricos, psiquiátricos e paraplégicos bem como 

naqueles em unidades de terapia intensiva (UTI), os quais são, muitas vezes, 
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imunocomprometidos (MOBLEY, 1996; DE CHAMPS et al., 2000; O‘HARA et al., 2000; 

NAGANO et al., 2003; KIM et al., 2004; LIMA, 2007). Essas infecções são associadas 

principalmente com as espécies P. vulgaris, P. penneri, e P. mirabilis, sendo esta última o 

patógeno mais comum o que pode ser explicado por sua maior freqüência (25%) no intestino 

humano. Essa parte do corpo é o maior reservatório dessas bactérias nos humanos e isso pode 

resultar em autoinfecção ou transmissão da bactéria entre pacientes nos hospitais (CHOW et 

al., 1979). 

As espécies de Proteus são importantes em infecções do trato urinário 

(ITU), as quais podem ser subdivididas em duas categorias: infecções hematogênicas 

(também conhecidas como infecções sistêmicas) e infecções ascendentes, nas quais a bactéria 

coloniza, passo a passo, o intróito, uretra, bexiga, ureter e no final, os rins (RUBIN et al., 

1986). Esses microrganismos são mais associadas às infecções ascendentes, sendo P. 

mirabilis mais freqüente em pacientes usuários de cateter urinário (WARREN et al., 1982; 

WARREN et al., 1987) ou com anormalidades estruturais (SVANBORG et al., 1981), assim 

como após intervenção cirúrgica no trato urinário. Warren (1996) mostrou que P. mirabilis é a 

3ª causa mais comum (depois de Escherichia coli e Klebsiella pneumoniae) de ITU 

complicada (12% de infecções) e a segunda causa mais comum (depois de Providencia 

stuartii) de bacteriúria relacionada a cateter em grupos de pacientes com cateter de demora 

(15% de infecção). As ITU causadas por P. mirabilis são conhecidas por serem 

freqüentemente persistentes, de difícil tratamento e até fatais, dependendo da severidade da 

doença nos pacientes. As complicações da infecção em pacientes cateterizados incluem o 

desenvolvimento de urolitíase, obstrução do trato urinário e de cateteres, formação de cálculos 

na bexiga e rins, e bacteriúria (WARREN, 1997; NIEL-WEISE; van den BROEK, 2005). 

Larsson et al. (1978) relataram que P. mirabilis, quando presente nos rins, pode causar danos 

severos aos tecidos devido à reações inflamatórias à infecção, caracterizados como 

pielonefrite aguda.  

As infecções urinárias associadas a cateter (ITUAC) são as causas mais 

comuns de infecção nosocomial, respondendo por aproximadamente um milhão de casos 

anualmente (TAMBYAH; MAKI, 2000), ou seja, 80% de todas as ITU hospitalares e 40% de 

todas as infecções em hospitais e internações domiciliares (PLOWMAN et al., 2001; KALSI 

et al., 2003). Devido a esta alta incidência, o custo global da intervenção médica de ITU 

hospitalar é impressionante, com uma estimativa de 424 milhões a 451 milhões de dólares 

gastos anualmente (JARVIS, 1996). Além disso, a bacteremia associada a cateter custa, por 

episódio, cerca de 2.900 dólares (SAINT, 2000). O aumento do custo inclui terapia 
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antimicrobiana, aumento do tempo de internação, consultas médicas e morbidade (FOXMAN, 

2002).  

Indivíduos que requerem cateterização são predispostos ao desenvolvimento 

de ITUAC devido à própria presença do dispositivo e de organismos multi-resistentes 

patogênicos no ambiente hospitalar (JACOBSEN et al., 2008). Apesar da ameaça iminente de 

infecção por estas cepas, a maioria dos casos de bacteriúria associada ao cateter é 

assintomática. No entanto, quando um episódio de ITUAC torna-se sintomático, os sintomas 

podem variar de leves (febre, uretrite e cistite) a graves (pielonefrite aguda, formação de 

cálculos e bacteremia). Essas, quando não tratadas, podem levar a sepse e morte (NIEL-

WEISE; van den BROEK, 2005). Estas infecções normalmente são recorrentes e resultam em 

morbidade, devido à presença de incrustações e obstrução do cateter por biofilme cristalino 

(STICKLER; ZIMAKOFF, 1994). Uma vez que a incidência de ITUAC sintomática é um 

importante problema de saúde, a investigação dirigida à compreensão da patogênese dessas 

infecções se justifica e deve levar a novos e melhores diagnóstico, prevenção e opções de 

tratamento (JACOBSEN et al., 2008).  

Proteus mirabilis tem grande importância nas ITUAC principalmente 

devido aos seus fatores de virulência e à frequente formação de biofilme cristalino que acaba 

por complicar ainda mais a infecção, conferindo maior resistência a antibióticos, antissépticos 

e resposta imune do hospedeiro, sendo importante o reconhecimento dessa bactéria, pois os 

resultados obtidos em cultura podem não refletir uma bacteriúria verdadeira, podendo ocorrer 

falha no tratamento pela persistência dos microrganismos aderidos (STICKLER, 2001; 

STORTI et al., 2005; JACOBSEN et al., 2008). 
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2 FATORES DE VIRULÊNCIA DE Proteus mirabilis RELACIONADOS À 

INFECÇÃO URINÁRIA  

 

 

Os fatores de virulência e características de P. mirabilis importantes na 

infecção urinária estão especificados na Tabela 1. Breves descrições são apresentadas abaixo. 

 

 

Tabela 1 – Fatores de virulência de P. mirabilis associados a ITU 

 
Fonte: Rozalski; Sidorczyk; Kotelko (1997) 

 

 
2.1 ESTRUTURAS DE SUPERFÍCIE  

 

 

Nas interações entre patógenos bacterianos e células do hospedeiro, um 

papel significante é desempenhado por estruturas de superfície da bactéria (ex., fímbrias, 

flagelo, cápsula, etc.). No caso de P. mirabilis está comprovado que as estruturas de sua 

superfície são muito importantes para sua virulência, particularmente auxiliando na adesão, 

colonização do trato urinário e formação de cálculos (ROZALSKI; SIDORCZYK; 

KOTELKO, 1997).  

 

 

2.1.1 Fímbrias e Capacidade de Adesão  
 

 

A adesão à superfície do epitélio do hospedeiro é um dos fatores mais 

importantes de virulência bacteriana (NUNES, 2009), sendo destaque no início das ITU. P. 
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mirabilis habita principalmente o trato intestinal, de onde coloniza a região periuretral e então 

ascende à bexiga, causando bacteriúria sintomática e/ou assintomática. Dados obtidos por 

vários autores sugerem que a adesão às células uroepiteliais é muito importante nas infecções 

causadas por P. mirabilis (ROCHA; PELAYO; ELIAS, 2007; OELSCHLAEGER; 

DOBRINDT; HACKER, 2002; ALAMURI et al., 2010) Silverblatt (1974) observou em uma 

infecção ascendente experimental que uma cepa de P. mirabilis intensamente fimbriada 

causou pielonefrite com maior eficácia do que aquela com poucas fímbrias. Por outro lado, as 

fímbrias diminuem a capacidade de Proteus infectar o parênquima renal por via hematogênica 

(ROCHA; PELAYO; ELIAS, 2007).  

Estudos de ultra-estruturas (DUGUID; GILLIES, 1957; BRINTON, 1965; 

SILVERBLATT; OFEK, 1978) mostraram dois tipos de fímbrias em cepas de P. mirabilis – 

espessas (aproximadamente 7nm de diâmetro) e delgadas (4nm de diâmetro). O primeiro tipo, 

também conhecido como fímbria tipo IV, é manose-resistente e foi nomeada fímbria manose-

resistente Proteus-like (MR/P). A segunda é a fímbria tipo III ou fímbria manose-resistente 

Klebsiella-like (MR/K) (OLD; ADEGBOLA, 1982; ADEGBOLA et al., 1983; CLEGG; 

GERLACH, 1987; GABIDULLIN; ISHKILDIN, 1989;). Silverblatt e Ofek (1978) 

demonstraram que a fímbria MR/P é mais importante para a aderência da bactéria ao epitélio 

do que as hemaglutininas MR/K. Essa capacidade de adesão não depende do tipo de célula 

hospedeira, podendo, a fímbria, se ligar tanto a células epiteliais bucais humanas como células 

renais de coelho. 

 

 

Tabela 2 – Fímbrias de Proteus e sua importância na patogenicidade 

 
 

 

Fímbria MR/P  

 

A fímbria MR/P (21 kDa) foi isolada e purificada pela primeira vez por 

Sareneva, Holthöfer e Korhonen (1990) da cepa de P. mirabilis 3087. Ela possui, in vitro, 
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maior afinidade pelo epitélio uretral da parte inferior do trato urinário. Segundo os autores a 

adesão pode ser completamente inibida pelos fragmentos Fab dos anticorpos contra a fímbria 

purificada  

Bahrani e Mobley (1993) a subunidade maior dessa fimbria, designada 

proteína MrpA, tem massa molecular de 18,5 kDa e é codificada pelo operon mrpA. Em outro 

estudo foi relatado que MrpA é similar à adesina de células uroepiteliais (WRAY et al., 

1986)(elas possuem fragmentos idênticos de 10 aminoácidos), mas não à fímbria MR/P 

isolada por Sareneva, Holthöfer e Korhonen (1990). 

 

 

 

Figura 1 – Organização genética do operon mrp e características previstas dos polipeptídios fimbriais 
da MR/P. AA, aminoácidos. P indica suposta seqüência do promotor. As setas indicam a 
direção de transcrição. A estrutura de loop acompanha mrpA. Os valores mostrados são 
para o polipeptídio não processado. Adaptado de BAHRANI; MOBLEY (1994). 

 

 

Bahrani e Mobley (1994) verificaram, por comparação com a seqüência de 

aminoácidos de proteínas que compõem fímbrias de outros microrganismos como, fímbria 

tipo “1” e “P” de E. coli e, a hemaglutinina manose-resistente de Serratia marcescens, que a 

fímbria MR/P possui similaridades significativas com essas, podendo ser classificada como 

chaperone/usher (NUCCIO; BAUMLER, 2007).  

Outros genes envolvidos na expressão da fímbria MR/P tem sido 

identificados. O cluster do gene mrp, organizado de forma similar a outros operons fimbriais, 

possui oito polipeptídios (Figura 1) (BAHRANI; MOBLEY, 1994).  
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A fímbria MR/P é altamente imunogênica. Ratos infectados com cepas de P. 

mirabilis MR/P positivas produziram anticorpos específicos cujo nível aumentou em animais 

infectados cronicamente (BAHRANI et al., 1994).  

A fímbria MR/P atua na adesão de P.mirabilis às células HEp-2, o que 

sugere a importância dessa fímbria na colonização e infecção causada por esse microrganismo 

(ROCHA et al., 2007). 

 

Fímbrias MR/K  

 

As fímbrias MR/K são completamente diferentes das fímbrias MR/P quanto 

ao padrão de adesão tecidual. Elas ligam-se fortemente à cápsula de Bowman do glomérulo e 

à membrana basal tubular e não aderem às células do sedimento urinário (SARENEVA; 

HOLTHÖFER; KORHONEN, 1990). As MR/K são mais freqüentes em P. penneri do que em 

P. mirabilis (YAKUBU, OLD, SENIOR, 1989).  

As MR/K são fortemente associadas com a adesão das cepas a cateteres e 

persistência de bacteriúria relacionada a cateter. Isso foi detectado primeiramente em 

infecções por P. stuartii em pacientes idosos cateterizados (MOBLEY et al., 1988). Roberts, 

Fussell e Kaach (1990) observaram que dentre muitas espécies gram-negativas como, 

Pseudomonas sp., Serratia sp., E. coli., Klebsiella sp., Enterobacter sp.; P. mirabilis foi a que 

mais aderiu aos cateteres. Foi observada alta afinidade da MR/K aos substratos poliméricos 

usado na produção do cateter, por exemplo, etileno, propileno, poliestireno e poliestireno 

sulfonado (HAWTHORN; REID, 1990). Foi relatada também aderência significativa de cepas 

de P. mirabilis a polimetilmetacrilato (PMMA) (material artificial usado em artroplastia) e 

PMMA contendo gentamicina (CHANG; MERRITT, 1991). Por outro lado, P. mirabilis não 

adere à proteína de Tamm-Horsfall, que contem glicoproteínas, ligando-as a fímbria tipo I. A 

proteína de Tamm-Horsfall é produzida nos rins e então liberada na urina junto com a bactéria 

ligada por fímbrias manose sensíveis (Fímbrias MS). A produção de MR/K na ausência de 

fímbrias MS é provavelmente comum a todos as espécies de Proteus e é responsável pela 

persistência dessas bactérias em infecções crônicas do trato urinário (YAKUBU, OLD, 

SENIOR, 1989).  
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Fímbria Proteus mirabilis (PMF)  
 

Bahrani et al. (1993) relataram o isolamento e seqüenciamento do gene 

pmfA relacionado com a PMF como sendo uma seqüência de 552pb responsável pela 

codificação de um polipeptídio de 184 aminoácidos.  

Mobley (1996) descreveu a organização genética do cluster pmf responsável 

pela codificação da fímbria PMF, composto por cinco genes que geram os seguintes 

polipeptídios: PmfA (18,9 kDa), PmfC (93,1 kDa), PmfD (28,2 kDa), PmfE (38,9 kDa), e 

PmfF (19,7 kDa). 

Para avaliar a participação da PMF na virulência de P. mirabilis, um 

mutante pmfA que não expressa a proteína de 18,9 kDa foi construído e usado no modelo 

animal de ITU ascendente (MASSAD et al., 1994). A colonização das bexigas dos ratos por 

esse mutante foi 83 vezes inferior à das cepas selvagens. Isso mostra que a PMF pode 

reconhecer e aderir a um receptor específico na bexiga. Uma vez que os mutantes pmfA 

colonizam os rins, de maneira similar às cepas selvagens, outras fímbrias podem ser 

importantes para aderência ao epitélio renal. Todos esses dados sugerem o importante papel 

da PMF na colonização da bexiga, mas não dos rins.  

Porém em estudos conduzidos por Zunino et al. (2003), utilizando cepa de 

P. mirabilis, P2, construída por conjugação da cepa de Proteus Pr2921 (selvagem) com a cepa 

de E. coli SM101pir descrita por Legnani-Fajardo et al. (1996) os dados obtidos confirmaram, 

ao contrário de trabalhos anteriores, que cepas de P. mirabilis uropatogênicas que produziam 

a PMF aderiram às células renais de ratos. Seus experimentos in vitro sugeriram que as PMF 

têm participação na aderência e colonização do trato urinário pelo menos durante os estágios 

iniciais da infecção.  

 

Adesina de célula uroepitelial/ Fímbria não aglutinante (NAF)  

 

Wray et al. (1986) isolaram e identificaram uma proteína, denominada 

adesina de célula uroepitelial (UCA), de um isolado uropatogênico de P. mirabilis HU 1069. 

A organização morfológica da UCA remete a estrutura em forma de bastão, típica de fímbrias 

que também são vistas em organismos intactos. Bijlsma et al. (1995) mostraram por 

microscopia eletrônica que a UCA sintetizada por cepas de P. mirabilis associadas a ITU de 

cães correspondem a uma fímbria delgada com diâmetro de 4 nm. A maior expressão desta 

adesina foi vista durante a capacidade máxima de aderência da bactéria às células epiteliais, o 
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que sugeriu que a proteína investigada agia como fímbria, responsável pela adesão bacteriana 

ao uroepitélio.  

O maior fragmento dessa proteína, responsável pela adesão, tem massa 

molecular de 17,5 kDa. A seqüência de aminoácidos da porção N-terminal da UCA revelou 

homologia à fímbria K99 de E. coli. A razão para isso não é clara, já que essas ambas se 

ligam a tecidos diferentes: K99 ao epitélio intestinal de gado e eritrócitos de carneiro, e a 

UCA às células esfoliadas do trato urinário humano. No entanto, foi observada homologia 

menor entre a UCA e a fímbria tipo I de E. coli. Esses achados sugeriam que a UCA era uma 

adesina de epitélio intestinal (WRAY et al., 1986).  

O seqüenciamento do gene ucaA realizado por Cook et al. (1995) 

demonstrou homologia na seqüência de aminoácidos entre a proteína UcaA e o terminal 

amino da hemaglutinina G de E. coli causadora de pielonefrite. Foi detectado ainda 

homologia significante de aminoácidos entre a UcaA e proteínas pilinas de outros gêneros, 

incluindo Haemophilus influenzae (34%) e Bordetella pertussis (32%), ambas associadas a 

doenças respiratórias, e as hemaglutininas tipo Ic de Klebsielliae (31%) e E. coli (28%).  

Segundo Bijlsma et al. (1995), o gene completo da ucaA é composto por 

540pb e codifica um polipeptídio de 180 aminoácidos, de massa molecular de 16 kDa. Esse 

gene foi encontrado em todos os isolados de P. mirabilis testados.  

Foi demonstrado, in vitro, que a aderência de P. mirabilis às células da 

linhagem HEp-2 pode ser inibida pela pré-incubação da bactéria com anticorpos monoclonais 

contra a UCA. Isso sugere a importância desse tipo de fímbria em infecções causadas por 

esses microrganismos (TOLSON et al., 1997).  

 

 

2.1.2 Flagelo e Motilidade  

 

 

A presença de flagelos na superfície de bactérias facilita a colonização e 

disseminação a partir do local inicial de instalação do microrganismo. A associação da 

motilidade com a virulência de bacilos gram-negativos flagelados como Vibrio cholerae 

(GUENTZEL; BERRY, 1975) e Pseudomonas aeruginosa (MCMANUS; MOODY; 

MASON, 1980; MORTIE et al., 1982) foi demonstrada.  

Proteus são bactérias que quando cultivadas in vitro em meio líquido, 

apresentam comportamento de células planctônicas (swimming) e com morfologia típica; são 
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bastonetes móveis, com flagelos peritríquios (6 a 10 por célula), com 1,0 a 2,0 μm de 

comprimento. Esses bastonetes, definidos como células swimmer, são similares em muitos 

aspectos de sua fisiologia a outros membros da família Enterobacteriaceae. Quando 

transferidos a meios sólidos, sofrem diferenciação em células swarmer e espalham-se na 

superfície do meio, formando um fino véu. Esse tipo de crescimento é denominado fenômeno 

swarming (ARMITAGE; SMITH; ROWBURY, 1979; BELAS, 1992; MOBLEY; BELAS, 

1995) também apresentados por outros microrganismos gram-negativos como Vibrio sp. e 

Serratia sp. bem como os microrganismos gram-positivos Bacillus sp. e Clostridium sp. 

(HENRIKSEN, 1972; MCCARTER; SILVERMAN, 1989; ALBERTI; HARSHEY, 1990).  

Esse fenômeno pode simplesmente ser descrito como a diferenciação de 

bastonetes curtos em células longas não septadas, multinucleadas que vão de 20 a 80μm de 

comprimento, acompanhada de aumento de 50 a 500 vezes o número de flagelos (Figura 2). 

Os flagelos recém sintetizados nas células swarmer são compostos pela mesma proteína 

(flagelina – 36,7 kDa) presente nos flagelos das células swimmer (BELAS; ERSKINE; 

FLAHERTY, 1991). A conversão morfológica de célula swimmer em swarmer coincide com 

algumas mudanças estruturais e bioquímicas, como diferenças no nível de algumas proteínas e 

expressão de algumas enzimas, por exemplo, triptofanase, fenilalanina desaminase, urease, 

bem como da hemolisina HpmA (ALLISON; LAI; HUGHES, 1992) e também o aumento do 

número de nucleóides proporcional ao crescimento da célula e predominância de cadeias 

laterais longas do lipopolissacarídeo (LPS) (ROZALSKI; SIDORCZYK; KOTELKO, 1997).  

O fenômeno swarming possui três fases. Além da diferenciação mencionada 

acima, ocorrem migração da massa bacteriana e consolidação (BELAS, 1992). Uma célula 

individual, separada da população bacteriana, é incapaz de se mover na placa de Agar a 

menos que seja engolfada por outras células swarmer. Assim, o swarming pode ser 

considerado um processo de diferenciação multicelular coordenado induzido pela superfície 

em que se encontra o microrganismo. Esse fenômeno inicia-se quando um grupo de células 

swarmer, em meio sólido, migram rapidamente e coordenadamente a partir do início colônia e 

continuam até a diminuição do número de células swarmer ou por mudança de direção da 

migração (BELAS, 1992). Essa parada de movimento é acompanhada por diferenciação 

celular da célula swarmer em swimmer, fase chamada de consolidação. Todo o processo de 

diferenciação, migração e consolidação, é repetido várias vezes até que a superfície do agar 

seja coberta por anéis concêntricos formados pelas swarmers durante o movimento do centro 

da colônia para a periferia da placa (Figura 3). As células swarmers são formadas somente 

quando a bactéria cresce em meio sólido; quando removidas e transferidas para meio líquido, 
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diferenciam-se em células swimmer por formação de septo, divisão celular e redução de 

síntese flagelar, desde que não haja resistência mecânica como o fluxo de urina na uretra. 

(BELAS, 1992). 

 

 

 

Figura 2 – Ciclo de swarming de Proteus crescendo em meio sólido (ALLISON; LAI; HUGHES, 
1992; MOBLEY; BELAS, 1995). A diferenciação em célula swarmer e sua movimentação 
são cíclicas. O bacilo vegetativo (célula swimmer), como observado em cultura líquida, 
diferencia-se no meio sólido em célula altamente flagelada, poliplóide e alongada 
(swarmer). Esse processo é controlado através de sinais ambientais ou estímulos químicos 
específicos. Então a população de células swarmer migra rapidamente e coordenadamente 
até que o número de células seja reduzido. No estágio de consolidação o swarming é 
cessado e as células, após a diferenciação, são revertidas a células swimmer. (ROZALSKI; 
SIDORCZYK; KOTELKO, 1997) 

 

 

Um material gelatinoso extracelular foi postulado por Stahl, Stewart e 

Williams (1983) como fator que facilita a translocação das células swarmer. Gygi et al. 

(1995b) mostraram que a translocação dessa população de células de P. mirabilis em meio 

sólido é facilitada pelo polissacarídeo da superfície celular, enriquecido em ácido 

galacturônico e N-acetilgalactosamina, provavelmente reduzindo a fricção na superfície. Esse 

polissacarídeo parece ser diferente da porção “O” do LPS por não conter os açúcares 

mencionados acima.  
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Allison, Lai e Hughes (1992) demonstraram que ao contrário das células 

vegetativas, as células swarmer de P. mirabilis mostram aumento substancial na atividade de 

urease intracelular, hemolisina extracelular (HpmA [hemolisina Proteus mirabilis]), e 

metaloproteases, ao contrário das células swimmers, portanto pode-se considerar esse tipo 

celular como as formas capazes de causar infecção (ALLISON et al., 1994).  

Uma contribuição muito importante para o entendimento do fenômeno 

swarming foi a descoberta da molécula sinalizadora que inicia a diferenciação e a migração 

celular. Allison et al. (1993) consideram a glutamina como um quimioatrativo específico pra 

essas células. Após a suplementação com glutamina, formas filamentosas típicas sintetizando 

altos níveis de flagelina e hemolisina foram isoladas das periferias da colônia. Comparadas às 

células swimmer, os níveis de RNAm transcritos dos genes de hemolisina (hpmA) e flagelina 

(fliC), foram visivelmente aumentados nas células swarmer durante a diferenciação 

dependente de glutamina (ALLISON et al., 1993)  

A alta viscosidade e a possível presença de anticorpos antiflagelares em 

meios de cultura como a Agar sangue, são outros tipos de sinais envolvidos na diferenciação 

celular de P. mirabilis. Ambos inibem a rotação normal do filamento flagelar, resultando em 

expressão anormal da diferenciação de células swarmer (GYGI et al., 1995a; BELAS, 1996). 

A função do flagelo, então, pode ser como sensor tátil das condições externas de crescimento 

que transfere diretamente os sinais de fora para dentro das células (ROZALSKI; 

SIDORCZYK; KOTELKO, 1997). 

 

 

 

Figura 3 – Swarming de colônias de P. mirabilis em agar. 
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2.1.3 Cápsula  

 

 

Por um longo tempo, acreditava-se que cepas de P. mirabilis não produziam 

cápsulas típicas, característica de algumas bactérias gram-negativas, como, Klebsiella sp. ou 

cepas específicas de E. coli. Foi comprovado que a estrutura da cápsula, chamada de material 

gelatinoso ou glicocálice (polímeros altamente hidratados, presentes na superfície bacteriana), 

é um fator importante nas infecções causadas por cepas de Proteus devido à participação no 

desenvolvimento do cristal de estruvita e formação de cálculos (BEYNON et al., 1992; 

DUMANSKI et al., 1994). As cápsulas de Proteus tendem a ser ácidas, devido à presença de 

ácidos urônicos, piruvato ou grupos fosfato e permitem a esta estrutura ligar-se a cátions 

metálicos, tais como Ca2+ e Mg2+ (ROZALSKI; SIDORCZYK; KOTELKO, 1997) via 

interações eletrostáticas. Dumanski et al. (1994) compararam a formação de estruvita em 

urina, in vitro, na presença de CPS de estrutura conhecida e variação da carga. Verificaram 

que a cápsula de P. mirabilis ATCC 49965 alavanca a formação de cristais de estruvita e que 

esse efeito é correlacionado com a baixa afinidade dessa cápsula por Mg2+. Os autores 

especularam que a fraca ligação de Mg2+ pela CPS facilita o desenvolvimento de cristais de 

estruvita, pois os íons magnésio sendo acumulados, podem ser prontamente liberados do LPS 

para a formação de cálculos (DUMANSKI et al., 1994).  

 

 

2.2 UREASE  

 

 

A uréia representa o principal produto nitrogenado excretado por humanos 

através da urina e na maioria dos animais. A urease (uréia amidohidrolase; EC 3.5.1.5[Enzime 

Commission number]) catalisa a hidrólise desse composto para produção de amônia e dióxido 

de carbono, que resulta no aumento do pH da urina (MCLEAN et al., 1988; MOBLEY; 

HAUSINGER, 1989; CLAPHAM et al., 1990; MOBLEY; ISLAND; HAUSINGER, 1995). A 

urease é encontrada em mais de 200 espécies de bactérias gram-negativas e gram-positivas 

(GRIFFITH; MUSHER; ITIN, 1976; MCLEAN et al., 1988; MOBLEY; BELAS, 1995; 

MOBLEY; ISLAND; HAUSINGER, 1995). Essa enzima tem sido implicada como fator 

contribuinte na patogenicidade de muitas bactérias, incluindo espécies de Proteus, 

Providencia, e Morganella (GUO; LIN, 1965; MAGANA-PLAZA; RUIZ-HERRERA, 1967; 



 24

MAGANA-PLAZA; MONTES; RUIZ-HERRERA, 1971; PENNER et al., 1976; SENIOR; 

BRADFORD; SIMPSON, 1980; ROSENSTEIN; HAMILTON-MILLER; BRUMFITT, 1981; 

JONES; MOBLEY, 1987). A produção da urease por essas bactérias é usada para distingui-

las de outros membros da família Enterobacteriaceae. Essa atividade é constitutiva na maioria 

das cepas de P. mirabilis (MOBLEY; HAUSINGER, 1989) podendo ser induzível em 

algumas (MOBLEY; JONES; PENNER, 1987). É característica das ureases bacterianas sua 

associação com níquel (Ni0) e seu alto número de resíduos de cistina (ARONSON et al., 

1979; MOBLEY; CHIPPENDALE, 1990; RANDO et al., 1990; SRIWANTHANA et al., 

1994).  

Métodos de microscopia eletrônica mostraram que a urease de P. mirabilis 

estava associada ao periplasma e à membrana externa (MACLEAN et al., 1986). Resultados 

opostos foram obtidos em estudos de fracionamento de células, os quais mostraram que a 

urease de P. mirabilis está, majoritariamente, presente na fração citoplasmática solúvel 

(JONES; MOBLEY, 1988). No entanto, é importante notar que a detecção foi feita pelo 

monitoramento do produto da hidrólise, isto é, amônia e não a urease propriamente dita. A 

urease de P. mirabilis na sua forma nativa é uma proteína de 212-280 kDa contendo as 

subunidades α, β e γ (JONES; MOBLEY, 1987; BREITENBACH; HAUSINGER, 1988; 

MOBLEY; HAUSINGER, 1989). Ela permanece estável por 24 horas em pH 7 em 

temperatura de 10 a 0°C, já a 37°C a estabilidade é observada somente na faixa de pH 8 a 9 

(BREITENBACH; HAUSINGER, 1988). Em pH 7,5 a urease foi estável por 10 minutos a 

60°C e completamente inativada em temperaturas mais altas (MOBLEY; HAUSINGER, 

1989). O valor do Km dessa enzima varia de 13 a 60 mM de uréia. (BREITENBACH; 

HAUSINGER, 1988; JONES; MOBLEY, 1987). A atividade da enzima pode ser inibida por 

várias substâncias, como análogos estruturais de uréia (hidroxiuréia, tiouréia, e metiluréia), 

ácidos hipúrico e acetohidroxâmico, fosforamidas e ácidos bórico e borônico 

(BREITENBACH; HAUSINGER, 1988; MOBLEY; HAUSINGER, 1989). Um aumento na 

atividade da urease foi observado em inserção pós-traducional de níquel (RANDO et al., 

1990).  

A urease de Proteus é homóloga à urease de Klebsiella pneumoniae 

(MOBLEY; JONES; PENNER, 1987), porém seu operon (6,45 kb) tem homologia com o 

operon da urease de Providencia stuartii (JONES; MOBLEY, 1988). Ela é codificada pelo 

cluster ure, que contem oito genes, ureABC para as subunidades estruturais, ureEFG para 

incorporação de níquel, ureD como regulador positivo e ureR como indutor (NICHOLSON et 

al., 1993). 
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A formação de cálculos é o papel primário da urease durante as ITU 

causadas por P. mirabilis. A função secundária é o aumento de níveis tóxicos de amônia 

mediados pela hidrólise da uréia que resulta em dano aos tecidos, incluindo o epitélio renal 

(MUSHER et al., 1975). Foi demonstrado por (GRIFFITH; OSBORNE, 1987) que a amônia é 

tóxica à camada de glicosaminoglicana, protetora do uroepitélio presente na superfície da 

bexiga, para bloquear efetivamente a aderência da bactéria a este epitélio.  

O papel da urease em infecções tem sido estudado por inúmeros autores 

(BRAUDE; SIEMIENSKI, 1960; MUSHER et al., 1975; MOBLEY et al., 1988) 

comprovando-se que essa enzima é fator de virulência importante em cepas de P. mirabilis. 

Mobley et al (1991) mostraram in vitro que a urease apresenta efeito citotóxico sobre células 

epiteliais do túbulo proximal renal humano (HPRTEC) no entanto, de menor importância 

quando comparado ao efeito causado pela hemolisina HpmA. Por outro lado, estudos de ITU 

ascendentes com modelos animais mostraram que cepas produtoras de urease persistiram nos 

rins e na bexiga, ao contrário das não produtoras, e que causaram maior número de lesões 

renais severas (JONES et al., 1990; JOHNSON et al., 1993).  

Muitos autores sugeriram que P. mirabilis produtor de urease desempenha 

função importante na formação de cálculos urinários decorrentes de infecção (MOBLEY; 

WARREN, 1987; RODMAN, 1998) e juntamente com P. penneri são os microrganismos 

mais comumente implicados na formação de cálculos nos rins e bexiga (ROSENSTEIN, 

1986). A hidrólise da uréia pela urease libera NH3 que produz elevação do pH da urina, que 

por sua vez, resulta na precipitação dos componentes urinários como Mg2+ e Ca2+, os quais 

são solúveis em pH levemente ácido ou neutro, característico na urina normal. Como 

resultado desse efeito, cristais de estruvita (MgNH4PO4 . 6H2O) ou carbonato de apatita 

[C10(PO4)6 . CO3] ou ambos, são formados (MCLEAN et al., 1988; MOBLEY; 

HAUSINGER, 1989; CLAPHAM et al., 1990).  

Em adição a atividade da urease, a cápsula formada por esse microrganismo 

também contribui no mecanismo de formação de cálculos. McLean et al. (1988) criaram, para 

esta bactéria, um conceito etiológico de formação de cálculos relacionado ao biofilme, o qual 

pode ser dividido nas seguintes etapas: (i) P. mirabilis ascende ao trato urinário, coloniza o 

uroepitélio e então forma micro-colônias que produzem glicocálice, o que facilita a adesão; 

(ii) a produção de urease pela bactéria eleva o pH da urina, resultando na precipitação de 

cristais de estruvita e de carbonato de apatita, os quais se integram ao glicocálice, protegendo 

os uropatógenos de antibióticos, anticorpos e inibidores de urease, bem como de mecanismos 

de defesa do hospedeiro; e (iii) incrustadas, as bactérias continuam a produção de glicocálice, 



 26

a síntese de urease, e a incorporação dos elementos da matriz tecidual do hospedeiro 

(mucoproteínas e polissacarídeos); neste microambiente, ocorre formação de cristais de 

estruvita e carbonato de apatita e, finalmente, o cálculo maduro se assemelha a uma grande 

colônia de bactérias "fossilizada" (MACLEAN et al., 1985; NICKEL; EUTAG; 

COSTERTON, 1985; MCLEAN et al., 1988; CLAPHAM et al., 1990). Clapham et al. (1990) 

em estudos in vitro, revelaram forte influência da cápsula bacteriana sobre a formação dos 

cálculos cristalinos. Desse experimento, eles concluíram que cristais de estruvita podiam se 

formar dentro de biofilmes de P. mirabilis, confirmando o conceito de Maclean et al (1988)  

P. mirabilis é a espécie mais freqüente quanto a formação de cálculos in 

vivo em comparação com outras bactérias produtoras de urease, uma vez que a urease 

produzida por esses microrganismos hidrolisa a uréia de 6-30 vezes mais rapidamente que a 

produzida por outros microrganismos (JOHNSON et al., 1993).  

Silva et al. (2002) demonstraram in vitro que P. mirabilis foi capaz de 

formar cristais após 24-48h de incubação em agar urina, os quais apresentaram formato de X 

e posteriormente desenvolveram uma aparência dendrítica. (Figura 4). 

 

 

 

Figura 4 – Formação in vitro de cristal em forma de X (  ) e forma dendrítica ( ) por P. 
mirabilis em Agar urina. Um pool de urina humana foi filtrado e adicionado à concentração 
final de 1% de Agar. As cepas de P. mirabilis foram semeadas sobre a superfície do Agar e 
incubadas a 37°C por 48h (SILVA et al., 2002) 
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2.3 FORMAÇÃO DE BIOFILME  

 

 

O conceito de biofilme, segundo Costerton, Geesey e Cheng (1978) definiu 

que a maioria das bactérias cresce em um biofilme envolvido por uma matriz aderente às 

superfícies em todos os ecossistemas com nutrientes suficientes e que as bactérias sésseis 

(aderidas) diferem profundamente das planctônicas (flutuantes). No entanto, biofilmes têm 

sido descritos em muitos sistemas desde o século 17, quando Anthony Van Leewenhoek 

observou em seu rudimentar microscópio uma comunidade microbiana presente nas placas 

retiradas de seus dentes e que denominou de “animaliculos”. Os dados sobre os quais essa 

teoria está baseada vêm da observação direta quantitativas de microrganismos por 

microscópio óptico mostrando que 99,9% ou mais das espécies bacterianas formam biofilme 

sobre várias superfícies diferentes (COSTERTON; STEWART; GREENBERG, 1999; 

DONLAN; COSTERTON, 2002; DUNNE Jr., 2002).  

O conceito de que as bactérias crescem preferencialmente em biofilmes 

envolvidos em uma matriz polimérica não foi imediatamente aceito nas áreas médica e 

odontológica. Contudo, novos métodos para exame direto de biofilme têm demonstrado que 

microrganismos responsáveis por infecções relacionadas a próteses ou dispositivos médico-

hospitalares e outras infecções crônicas, realmente crescem em biofilmes dentro ou sobre 

esses sítios (COSTERTON; STEWART; GREENBERG, 1999; DONLAN, 2002; 

STOODLEY et al., 2002).  

A definição de biofilme tem evoluído nos últimos 30 anos. Marshall (1976) 

notou o desenvolvimento de “fibrilas extracelulares poliméricas muito finas” que ancoravam 

as bactérias às superfícies, já Costerton, Geesey e Cheng (1978) observaram que comunidades 

de bactérias aderidas estavam envolvidas em uma matriz de “glicocálice”, caracterizadas 

como polissacarídeos naturais e que essa matriz mediava a aderência. Mais tarde, Costerton et 

al. (1987) relataram que os biofilmes consistem de células simples e microcolônias, todas 

embebidas em uma matriz altamente hidratada e de exopolímeros predominantemente 

aniônicos.  

Characklis e Marshall (1990) descreveram outros aspectos para definir os 

biofilmes, como as características da heterogeneidade espacial e temporal e o envolvimento 

de substâncias inorgânicas e abióticas presentes em uma matriz.  

Costerton e Lappin-Scott (1995) relataram que a adesão das bactérias à 

superfície aumentava a expressão de genes que controlam a produção dos componentes 
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bacterianos necessários para a formação do biofilme, ou seja, que o processo era regulado 

pela indução e transcrição de genes específicos.  

Em estudo posterior Donlan e Costerton (2002) definiram que o biofilme 

deriva de uma comunidade séssil de organismos, caracterizada por microrganismos que estão 

irreversivelmente aderidos a um substrato, a interface ou entre si, embebidos em matriz de 

substâncias poliméricas extracelulares produzidas por estes e que apresentam o fenótipo 

alterado com respeito à taxa de crescimento e transcrição de genes.  

Mais recentemente, Klausen et al. (2006) e Clutterbuck et al. (2007), 

definiram que o biofilme é uma comunidade de bactérias aderidas a uma superfície biótica 

e/ou abiótica, envoltas por uma matriz polimérica produzida por elas mesmas, e essa 

associação promove vantagens de sobrevivência, como resistência a antimicrobianos, 

proteção contra anti-sépticos, desinfetantes, bacteriófagos e mecanismos de defesa do 

hospedeiro. A formação de biofilme é comum não somente em sistemas aquáticos como 

também no trato urinário, outros tecidos, superfícies abióticas (cateteres). Além de proteção 

para o microrganismo, o biofilme facilita a ligação de íons metálicos presentes no ambiente 

(ROZALSKI; SIDORCZYK; KOTELKO, 1997).  

Análises de incrustações em cateteres uretrais demonstram, 

predominantemente, biofilmes contendo estruvita devido à ação da urease de P. mirabilis que 

cliva a uréia produzindo amônia e dióxido de carbono o qual, por sua vez, transforma-se em 

ácido carbônico. No entanto, a quantidade de amônia formada é maior do que a de ácido 

carbônico resultando em um decréscimo da concentração de H+, tornando a urina mais 

alcalina. Essa mudança do pH, como descrito anteriormente, contribui efetivamente para a 

solubilidade da estruvita e do fosfato de cálcio, porém a solubilidade do oxalato de cálcio não 

é afetada. A análise do tipo de incrustações formadas em diferentes valores de pH mostraram 

que, em pH mais ácido que 6,8 o composto predominante é o oxalato de cálcio, em pH mais 

alcalino que 6,8 o principal composto é a estruvita. A deposição de estruvita ocorre em 

frequência dez vezes maior em pH maior que 6,8 que a de oxalato em pH menor que 6,8 

(MORRIS; STICKLER, 1998). O estudo das incrustações de bloqueadores de cateteres quase 

invariavelmente mostra a presença de Proteus sp., e quando a infecção por essa bactéria é 

erradicada, a tendência de bloqueio nos cateteres é abolida (JACOBSEN et al., 2008) 

comprovando assim, que a colonização por Proteus é de extrema importância no bloqueio de 

cateteres. Segundo Morris & Stickler (1998) o processo de incrustação segue alguns dos 

passos descritos na formação de cálculos e envolve 7 etapas descritas abaixo:  
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1 Adsorção de proteínas do hospedeiro no biomaterial. Isso é dependente, 

além da energia da superfície do biomaterial, de temperatura (febre) e da 

composição da urina;  

2 Formação do filme primário, quando moléculas são depositadas no 

substrato protéico;  

3 Aproximação e adesão bacteriana inicial. A partir desse ponto o processo 

é irreversível;  

4 Colonização, crescimento e formação do biofilme bacteriano. A bactéria 

torna-se imobilizada na matriz polissacarídica e iniciam a produção de 

urease;  

5 O pH urinário e do biofilme aumenta devido à produção dos íons 

amônio;  

6 Os íons Ca2+ e Mg2+ são atraídos para a matriz. Este fato e a 

solubilidade diminuída do fosfato de cálcio e da estruvita resultam na 

próxima etapa;  

7 Precipitação de cristais;  
 

As bactérias contidas na camada de incrustação mostram características 

diferentes daquelas na urina. Enquanto as da urina, conhecidas como bactérias planctônicas, 

são móveis e metabolicamente ativas e relativamente sensíveis aos agentes antimicrobianos, 

dentro da camada de biofilme as bactérias são fenotipicamente distintas; são imóveis, 

metabolicamente menos ativas e a transferência de plasmídeos, incluindo os que conferem 

resistência aos antimicrobianos, é facilitada. Uma vez que o biofilme está estabelecido, a 

erradicação das espécies bacterianas de seu interior torna-se muito mais difícil (SHAW; 

CHOONG; FRY, 2005).  

A formação de cálculos urinários durante ITU causada por Proteus sp. é 

característica deste tipo de infecção e é um processo crítico para o desenvolvimento do 

biofilme cristalino. Cálculos representam mais de 30% de todos os cálculos do trato urinário e 

representam cerca de 80% dos cálculos urinários classificados como coraliformes 

(HOCREITER; KNOLL; HESS, 2003).  

Pedras no trato urinário superior são classificadas como cálculos 

coraliformes se à formação de pedra ocorrer na pelve renal e estender-se a pelo menos um dos 

cálices renais (MENG; STOLLER; MINOR, 2005). 
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Figura 5 – Material cristalino que bloqueou cateter de um paciente após 4 dias. Os grandes cristais em 
forma de caixão (estruvita) (A), e os agregados microcristalinos são de fosfato de cálcio 
(apatita) (B). Adaptado de JACOBSEN et al. (2008). 
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A superfície luminal dos cateteres, particularmente os de látex, é 

extremamente irregular, principalmente nas bordas dos lumens (COX, 1990). Experimentos 

em modelos artificiais de bexigas sondadas nas quais os cateteres foram removidos em 

diferentes intervalos de tempo após infecção com P. mirabilis, para acompanhar os estágios 

iniciais da incrustação, demonstram a vulnerabilidade dos lumens à colonização (STICKLER, 

2008).  

Uma vez que o biofilme se desenvolve na superfície das células uroepiteliais 

ou cateteres, organismos dentro da estrutura típica em forma de cogumelo comunicam-se uns 

com os outros, utilizando sinais químicos que regulam uma grande variedade de funções 

celulares (STURGILL; RATHER, 2004). No entanto, o papel destas moléculas sinalizadoras 

no processo de formação do biofilme ou swarming durante as ITU ou CAUTIs não é claro. 

Como somente algumas proteínas envolvidas nesse processo em P. mirabilis foram 

identificadas, incluindo a urease, mais estudos precisam ser concluídos. 
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4 OBJETIVOS  

 

 

4.1 OBJETIVO GERAL  

 

 

• Verificar a capacidade de formação e comparar a estrutura do biofilme em 

cateteres urinários por P. mirabilis, em presença de urina humana e em meio de cultura 

laboratorial.  

 

 

4.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS  

 

 

•  Quantificar a formação de biofilme dos isolados em microplacas 
de poliestireno;  

•  Analisar a formação e estrutura do biofilme na superfície e no 
lúmen de cateter urinário por microscopia eletrônica de varredura.  
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Resumo  
Pacientes submetidos a cateterismo de demora freqüentemente apresentam episódios 
complicados de infecção por espécies de Proteus, principalmente Proteus mirabilis. A espécie 
coloniza tanto o meato uretral como cateteres e forma biofilme na superfície e interior deste. 
A quebra da uréia pelo P. mirabilis resulta em amônia, ocorrendo assim a elevação do pH da 
urina e sob estas condições alcalinas, precipitam-se cristais de estruvita e apatita, os quais 
podem ficar agregados ao biofilme. Com o desenvolvimento do biofilme o fluxo de urina é 
obstruído, podendo causar incontinência urinária ou retenção de urina na bexiga. O objetivo 
deste estudo foi verificar as características de biofilme produzido por P. mirabilis em cateter 
mantido em urina humana e em meio de cultivo de bactérias. A estrutura do biofilme da cepa 
P. mirabilis HU49 (fortemente aderente no teste em microplaca de poliestireno) e da cepa 
HU117 (não aderente) foram comparadas por microscopia eletrônica de varredura. Biofilmes 
formados no cateter na presença de urina humana apresentam estrutura cristalina em 24 horas 
diferentemente do observado naqueles cultivos em Caldo Triptona de Soja. Este estudo 
demonstrou que duas estruturas marcadamente diferentes de biofilme são formadas, 
dependendo do meio de cultivo utilizado.  
 
Palavras-chave: Proteus mirabilis. Cateter urinário. Biofilme. Urina.  

 

Abstract  
The care of many patients undergoing long-term bladder catheterization is frequently 
complicated by infection with Proteus mirabilis. These organisms colonize the catheter, 
forming surface biofilm communities, and their urease activity generates alkaline conditions 
under which crystals of magnesium ammonium phosphate and calcium phosphate are formed 
and become trapped in the biofilm. As the biofilm develops it obstructs the flow of urine 
through the catheter, causing either incontinence due to leakage of urine around the catheter 
or retention of urine in the bladder. The aim of this study was to determine the characteristics 
P. mirabilis biofilm in urinary catheter in human urine and standard laboratory media. The 
structure of P. mirabilis HU49 (strongly adherent) and HU117 (nonadherent) biofilms were 
compared by scanning electron microscopy. Human urine biofilms were observed to form a 
crystalline structure at 24 h differently to the observed in biofilms produced in TSB. This 
study has demonstrated that two markedly different biofilm structures are formed, depending 
on the growth media utilized.  
 
Keywords Proteus mirabilis. Urinary catheter. Biofilm. Urine. 
                                                 
1  Universidade Estadual de Londrina, Departamento de Microbiologia, Campus Universitário, Cx. Postal 6001, 

86051-990 Londrina, PR, Brasil. 
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Introdução  

 

Proteus mirabilis é um microrganismo freqüentemente isolado de infecções 

no trato urinário e possui uma notável capacidade de diferenciação celular. Esse processo 

envolve a diferenciação de células swimmer (2μm) em células swarmer (10-30μm) (Rather, 

2005). Após a diferenciação esta bactéria movimenta-se mais facilmente, sobre diferentes 

superfícies (Jones et al., 2004). Esses conjuntos multicelulares produzem polissacarídeos que 

liberados, agem como lubrificante e auxiliam nesse movimento. Além disso, esse produto 

extracelular produzido durante o swarming pode conter putrescina (Sturgill & Rather, 2004), 

a qual foi descrita como composto que auxilia na sinalização celular. Segundo Rather (2005) 

as células swarmer eventualmente se diferenciam em célula swimmer na etapa de 

consolidação. A célula swarmer é também associada à expressão de genes que controlam a 

produção de urease. Essa enzima catalisa a hidrólise da uréia formando amônia e dióxido de 

carbono. Essa reação enzimática alcaliniza a urina e nessas condições, vários cristais, 

incluindo fosfato de magnésio, são produzidos. Esses cristais são depositados diretamente na 

superfície do cateter ou nos biofilmes microbianos.  

Os biofilmes são definidos na literatura como ‗microrganismos ligados a 

uma superfície e cobertos por exopolissacarídeo de origem microbiana‘ (Charackerlis & 

Marshall, 1990). A formação de biofilme é um processo de desenvolvimento, o qual envolve 

inicialmente a adesão das células bacterianas à superfície mediada por várias proteínas da 

superfície celular. Uma vez aderida à superfície, a bactéria submete-se a mudanças que 

envolvem ativação e regulação de genes que controlam produção do exopolissacarídeo. A 

estrutura desses biofilmes microbianos pode variar em resposta a condições ambientais, como 

limitação de nutrientes e pressão (Stoodley et al., 2002). Os biofilmes são observados em 

muitas infecções clínicas incluindo fibrose cística, endocardite e infecções decorrentes do uso 

de cateter urinário.  

P. mirabilis freqüentemente forma biofilmes em cateteres urinários. Devido 

à deposição de cristais nesses biofilmes, pode ocorrer o bloqueio dos cateteres urinários e 

levar a retenção de urina na bexiga e episódios de bacteriúria. Esses episódios de bacteriúria 

possibilitam a ocorrência de febre e sepse (Stickler & Zimakoff, 1994) e outros sinais de 

cistite. A incrustação nos cateteres pode causar traumas na mucosa da bexiga e da uretra após 

a remoção. (Stickler & Zimakoff, 1994).  

A microscopia eletrônica de varredura (MEV) é um método muito útil para 

observar os biofilmes cristalinos de Proteus mirabilis nos cateteres urinários (Stickler et al., 
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1998). A hipótese deste estudo era que a estrutura do biofilme de Proteus mirabilis cultivado 

com urina humana difere quando comparado com o cultivo em meio de cultura rico, como o 

caldo de triptona de soja (TSB), bem como quanto ao tipo de cepa utilizada. O objetivo foi 

verificar as características do biofilme de P. mirabilis em cateter urinário em dois diferentes 

meios de crescimento.  

 

Materiais e métodos  

 

Cepas bacterianas e cultivo  

 

As 226 cepas de Proteus mirabilis utilizadas nesse estudo, sendo 39 isoladas 

da urina de pacientes com infecção do trato urinário de origem comunitária, atendidos no 

Hospital Universitário de Londrina, entre Abril de 2001 e Maio de 2002, 32 isoladas da urina 

de crianças com bexiga neurogênica, atendidas no Ambulatório de Bexiga Neurogênica da 

Universidade Estadual de Londrina entre 2006 e 2007, 112 isoladas da urina de pacientes com 

infecção do trato urinário de origem comunitária e hospitalar, atendidos no Hospital 

universitário de Londrina, entre Janeiro de 2009 e Outubro de 2009, 42 isoladas da 

(UNICAMP) e a cepa padrão P. mirabilis HI4320 (Mobley & Warren, 1987) foram 

identificadas bioquimicamente através dos meios EPM (Toledo et al., 1982a), MILi (Toledo et 

al., 1982b) e Citrato de Simmons (Merck, Darmstadt, Germany). Para o ensaio de formação de 

biofilme em microplacas de poliestireno as cepas foram cultivadas em caldo infuso de cérebro 

e coração (BHIB) (Acumedia, Lansing, MI, USA) preparado em tampão salina-fosfato (PBS), 

pH 7.2, ao invés de água, e a turbidez monitorada a DO550. Nos ensaios in vitro de formação 

de biofilme em cateter, as cepas foram cultivadas em “pool＂ de urina humana, esterilizada 

por filtração e em caldo triptona de soja (TSB) (Acumedia, Lansing, MI, USA).  

 

Quantificação de formação de biofilme  

 

As bactérias estudadas quanto à de formação do biofilme utilizando método 

descrito por Stepanović et al. (2000), com as modificações deste trabalho. As culturas foram 

diluídas 1:200 em BHIB (Acumedia, Lansing, MI, USA) e 200μL dessa suspensão foram 

transferidos em triplicata para placas de poliestireno, de fundo chato, de 96 poços, incluindo o 

controle negativo (BHIB - Acumedia, Lansing, MI, USA), e então incubadas a 37°C por 24 
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horas. O conteúdo de cada poço foi aspirado e cada um lavado três vezes com 250μL de 

solução fisiológica a 0,9%.  

As bactérias aderidas foram fixadas com 200μL de metanol PA por 15 

minutos e depois de secas, foram coradas com 200μL de solução de cristal violeta de Hucker 

2% por 5 minutos. O excesso de corante foi lavado em água corrente e após secagem foi 

medida a densidade óptica em leitor de ELISA (Micro-ELISA Autoreader) (Multiskan EX, 

Labsystems, Uniscience) a 550nm.  

O valor da absorbância de cada amostra (DOa) foi obtido da média 

aritmética dos três valores de cada amostra. Esse valor foi comparado com a absorbância do 

BHIB (DO). Para determinar o grau de aderência dos isolados foi utilizada a seguinte 

classificação:  

 

 
 

Microscopia eletrônica de varredura 

 

Foi utilizada uma cepa de P. mirabilis que aderiu fortemente (Pm 49HU) e 

uma, não aderente (Pm 117HU) no ensaio da microplaca de poliestireno, para a realização da 

MEV e verificação de sua capacidade de formar biofilme na superfície do cateter vesical. As 

cepas foram cultivadas em 3 mL de urina humana filtrada e em TSB (Acumedia, Lansing, MI, 

USA) por 4, 12 e 24 horas a 37°C, sob intensa agitação. Uma secção de um centímetro de 

cateter vesical de 2,7 mm de diâmetro foi colocada em cada tubo e retirada nos respectivos 

tempos descritos acima.  

Nos diferentes tempos de crescimento, os cateteres foram lavados 3 vezes 

com PBS 0,01M (pH 7,2) e realizou-se a fixação do material com 1,5mL de glutaraldeído 

3,0% e tampão cacodilato de sódio 0,1M por 16 horas a 4°C. Passado esse tempo, realizou-se 

3 banhos de 10 minutos cada com 1,5mL de tampão cacodilato de sódio 0,1M.  

Logo após, os cateteres receberam tratamento com 1,5mL de Tetróxido de 

Ósmio (OsO4) por 1 hora, no escuro. Retirou-se então o tetróxido de ósmio e repetiram-se os 
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3 banhos de 10 minutos cada com tampão cacodilato de sódio 0,1M e posteriormente foram 

desidratados em gradiente crescente de concentração de Etanol (70% - 100%). Após a 

desidratação completa, as amostras foram colocadas no secador de ponto crítico (Bal-Tec 

CPD 030 Critical Point Dryer), para retirada completa do etanol das amostras e sua 

substituição por CO2. Os cateteres foram montados imediatamente em Stabs e após secarem, 

cobertos com uma camada de ouro em pulverizador catódico (Bal-Tec SCD 050 Sputter 

Coater) por 200 segundos para facilitar a observação em microscópio eletrônico de varredura 

(Phillips, FEI Quanta 200).  

 

Quantificação de formação de biofilme  

 

A aderência é o primeiro passo na formação de biofilme. P. mirabilis 

demonstrou grande capacidade em aderir a material abiótico, o qual é o principal problema no 

tratamento de pacientes que requerem uso de cateter. A aderência a substratos abióticos é 

influenciada por vários fatores ambientais e outros produzidos pelos microrganismos. Forças 

de atração e repulsão como interações eletrostáticas, forças de van der Walls, interações 

dipolo e interações hidrofóbicas são importantes para a adesão inicial de microrganismos a 

essas superfícies abióticas (McEldowney & Fletcher, 1986). De acordo com Mobley et al. 

(1988) fatores de P. mirabilis, como a fímbria MR/K podem influenciar na adesão da bactéria 

a cateteres. Hawthorn & Reid (1990) observaram alta afinidade de cepas de P. mirabilis ao 

substratos poliméricos usados na produção do cateter, por exemplo, etileno, propileno, 

poliestireno e poliestireno sulfonado. Foi relatada também a aderência significativa de cepas 

de P. mirabilis a polimetilmetacrilato (PMMA) (material artificial usado em artroplastia) e 

PMMA contendo gentamicina (Chang & Merretti, 1991). A aderência dos microrganismos 

torna-se muito firme quando a matriz do biofilme é produzida, protegendo a comunidade de 

células e produzindo um microambiente favorável às interações entre as bactérias.  

Das 226 cepas testadas, somente duas (aprox. 1%) não aderiram ao 

poliestireno. Dentre as 224 (99%) cepas que aderiram ao poliestireno, 77 (33%) foram 

fracamente aderentes, 126 (56%) moderadamente aderentes e 21 (11%) fortemente aderentes 

(Figura 6).  
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Microscopia eletrônica de varredura  

 

A MEV revelou que após 4 horas de crescimento em meio TSB, as cepas 

Pm49HU e Pm117HU já estavam aderidas a superfície do cateter, em pequena quantidade e 

sem produção de matriz. Com 12 horas de crescimento em TSB o número de bactérias 

aderidas era muito maior, a cepa Pm49HU apresentou um biofilme mais estruturado com 

bactérias ligadas como rede, ao contrário da cepa Pm117HU. Em 24 horas de crescimento em 

TSB as bactérias se apresentaram embebidas nas matrizes extracelulares que já estão bem 

formadas, porém melhor caracterizadas na cepa Pm49HU. É possível notar a presença de 

algumas células swarmer. 

No cultivo em “pool＂ de urina humana a cepa Pm49HU iniciou em 4 horas 

o processo de formação da matriz e formou aglomerados menos organizados do que os 

encontrados no cultivo em TSB. É possível ver células alongadas por entre os aglomerados 

celulares. Resultado semelhante foi descrito por Jones et al. (2007), que por imagens 3-D 

verificaram que em biofilmes cultivados em urina artificial as células swarmer estão ligadas 

ao biofilme e não sobre a superfície. Em 12 horas de crescimento a matriz extracelular já está 

bem definida e em ambas as cepas, sendo possível verificar a presença de agregados 

cristalinos, iniciando a incrustação, como descrito por Stickler et al. (2006), os quais 

desenvolveram um sensor para detectar a formação de biofilme cristalino a fim de evitar o 

bloqueio do cateter. Este sensor é resultante da mudança de pH que ocorre quando o biofilme 

de P. mirabilis é formado e a presença desses agregados confirma que o pH urinário já está 

mais alcalino. É possível observar grandes cristais de estruvita, em forma de caixão como o 

visto por Stickler et al. (1993). Em 24 horas de cultivo o biofilme já está bem desenvolvido e 

com deposição de cristais sobre toda a superfície, luminal e externa do cateter. Na cepa 

Pm49HU é possível ver bactérias aderidas a um provável cristal de estruvita e não há 

diferença, no que diz respeito às ligações célula-a-célula e célula-a-substrato entre as duas 

cepas nesse tempo. Stickler et al. (2003) observaram as etapas de formação de biofilme de P. 

mirabilis sobre cateter de Foley e verificaram, assim como no presente trabalho, que, a partir 

de 4 horas, bactérias começam a aderir à superfície e formar microcolônias, em torno de 8 a 

12 horas agregados microcristalinos são depositados no biofilme, e com 20-24 horas o 

biofilme já se estende pelo cateter. Resultado semelhante foi observado por Stickler e Morgan 

(2006), que mostram a grande deposição de cristais no biofilme, após 24 horas de cultivo.  

A diferença na estrutura do biofilme quando cultivado em urina e em meio 

de cultura foi observado por Jones et al. (2007), os quais observaram, embora usando urina 
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artificial e meio de cultura caldo Luria-Bertani (LB), que o biofilme formou-se rapidamente 

nos dois meios e que no meio LB ele começou de forma mais organizada e manteve-se assim 

durante as horas seguintes. Segundo os mesmos autores a estrutura do biofilme cultivado em 

urina é diferente, pois a deposição de cristais dificulta a formação da estrutura de cogumelo e 

também a formação de canais de nutrientes, resultando uma camada de aspecto irregular.  

A presença de poucas células swarmer sugere a possibilidade de que essas 

formas de diferenciação não são necessárias para o desenvolvimento do biofilme e sim na 

procura de novos sítios com maior número de nutrientes. Isto está de acordo com trabalhos 

realizados por Jansen et al. (2003) e Jones et al. (2005), os quais mostraram, respectivamente, 

que a formas swarmer de P. mirabilis não estavam presentes nas infecções ascendentes do 

trato urinário e que as células swarmer não eram necessárias para a adesão na superfície.  

A diferença na estrutura do biofilme entre as cepas Pm49HU e Pm117HU 

foi sutil, tanto no cultivo com TSB quanto na urina humana, pelo menos nas etapas inicias, 

porém o cultivo em urina apresentou maior deposição de cristais no biofilme formado pela 

cepa Pm49HU, talvez por esta ser supostamente mais aderente que a cepa Pm117HU levando-

se em conta os resultados obtidos por Dumanski et al. (1994) e Rozalski et al. (1997), que 

observaram a importância da adesão na produção de cálculos e adesão de minerais.  

Um dado interessante foi que apesar da cepa Pm117HU apresentar-se como 

não aderente à microplaca de poliestireno, no teste desenvolvido por Stepanović et al. (2000), 

apresentou resultado diferente quando testada em cateter urinário, o qual contém poliestireno 

em sua composição. Essa bactéria aderiu à superfície abiótica do cateter, apresentando, em 24 

horas de incubação, estrutura semelhante à cepa Pm49HU, que no teste da microplaca 

mostrou-se como fortemente aderente.  

Em conclusão foi possível verificar que P. mirabilis produz tipos diferentes 

de biofilme, dependendo do meio em que são cultivados e que a capacidade de adesão a 

superfícies abióticas tem relativa importância, pelo menos nos estágios iniciais da 

colonização. Devido à grande importância e riscos que essas incrustações causam como os 

danos ao epitélio do trato urinário, bloqueio do cateter e impacto na eficácia de 

antimicrobianos, se faz necessário promover alternativas para sanar esse problema. Estudos 

usando substâncias que modulam a estrutura do biofilme de P. mirabilis já foram iniciados, 

porém a utilização prática desse fenômeno ainda não foi alcançada, pois o biofilme inicia-se 

muito rápido e normalmente nos primeiro dias o paciente ainda não apresenta sintoma algum. 

A utilização de cateteres cobertos com antibióticos se tornou uma boa alternativa, pelo menos 

enquanto as cepas estejam sensíveis. Alternativas como utilizar extratos vegetais e substâncias 



 51

biológicas que modificariam esse biofilme também são interessantes, porém mais estudos 

devem ser realizados.  
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Figura 6 –  MEV de Proteus mirabilis na superfície de cateter urinário, incubado em TSB por 4 horas. 

A e B: Pm49HU, em 12000x e 6000x de aumento, respectivamente. C e D: Pm117HU, em 
12000x e 6000x de aumento, respectivamente. Nota-se baixo número de bactérias aderidas 
e em C podemos ver um processo de divisão celular.  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 56

 
Figura 7 –  MEV de Proteus mirabilis na superfície de cateter urinário, incubado em TSB por 12 

horas. A, B e C: Pm49HU, em 24000x, 12000x e 6000x de aumento, respectivamente. D, 
E e F: Pm117HU, em 24000x, 12000x e 6000x de aumento, respectivamente. Nesse 
tempo observa-se a estrutura mais organizada de ligação na cepa Pm49HU e maior 
número de ligações entre as células.  
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Figura 8 –  MEV de Proteus mirabilis na superfície de cateter urinário, incubado em TSB por 24 
horas. A e C: Pm49HU, em 12000x e 6000x de aumento, respectivamente. B e D: 
Pm117HU, em 12000x e 6000x de aumento, respectivamente. Nesse tempo observa-se as 
células embebidas na matriz do biofilme.  
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Figura 9 –  MEV de Proteus mirabilis na superfície de cateter urinário, incubado em urina humana 

por 4 horas. A e B: Pm49HU, em 12000x e 24000x de aumento, respectivamente. Em B 
nota-se a presença de células alongadas agregadas ao grupo de células  
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Figura 10 – MEV de Proteus mirabilis na superfície de cateter urinário, incubado em urina humana 
por 12 horas. A e B: Pm49HU, em 6000x e 12000x de aumento, respectivamente. C e D: 
Pm117HU, em 3000x e 12000x de aumento, respectivamente. Em A e C nota-se a 
presença de cristais em forma de caixão e agregados microcristalinos. Em B e D a matriz 
cobre quase totalmente as células bacterianas.  
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Figura 11 –  MEV de Proteus mirabilis na superfície de cateter urinário, incubado em urina humana 

por 24 horas. A, B e C: Pm117HU, em 6000x, 12000x e 24000x de aumento, 
respectivamente. D, E e F: Pm49HU, em 6000x, 12000x e 24000x de aumento, 
respectivamente. Ambas as cepas desenvolveram biofilme semelhantes em 24 horas  

 


