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BACTÉRIAS ASSOCIADAS À FERIDAS CUTÂNEAS AGUDAS E CRÔNICAS EM 
CÃES 

 
 

RESUMO - Lesões na pele podem resultar em feridas que, dependendo do tempo 
de reparação tissular podem ser classificadas como agudas ou crônicas, sendo 
crônicas aquelas que não apresentaram cicatrização dentro do período de quatro 
semanas. A ferida é contaminada por diferentes espécies bacterianas, sendo o 
sistema imunológico da pele o responsável por impedir que tais contaminações 
evoluam para infecções. No entanto, muitas vezes o quadro infeccioso é instalado, 
havendo necessidade de tratamento com antimicrobianos. Tendo em vista que o 
mau uso de antimicrobianos provoca resistência a multidrogas em estirpes 
bacterianas potencialmente patogênicas, este trabalho teve como objetivo identificar 
as bactérias prevalentes em feridas agudas e crônicas de cães por meio de 
sequenciamento da região 16S rRNA e testar a sensibilidade dos isolados a 
diferentes antimicrobianos. Para tanto, foram amostradas 20 feridas, sendo cada 
uma de um cão atendido no Hospital Veterinário da UNESP, Câmpus de 
Jaboticabal. De cada ferida foram obtidos dez isolados, os quais foram selecionados 
para o sequenciamento de DNA por meio de comparação entre os perfis genéticos 
obtidos pelo emprego de marcador molecular randômico. Foram sequenciados 74 
isolados identificados como pertencentes a oito gêneros de bactérias gram-
negativas, Proteus mirabilis, Escherichia coli, Pseudomonas aeruginosa, 
Enterobacter spp., Acinetobacter baumannii, Klebsiella spp., Kluyvera georgiana e 
Providencia stuartii, e três de gram-positivas, Enterococcus sp., Staphylococcus spp. 
e Bacillus spp. Casos de cães com feridas agudas ou crônicas, associadas a mais 
de um gênero bacteriano, foram de 85,7% e 30,7%, respectivamente. Isolados da 
espécie S. aureus apresentaram amplificação para quatro genes codificadores das 
enterotoxinas sea, seh, see e hlg, enquanto um isolado de B. cereus foi positivo para 
a presença dos genes hblA, hblC, hblD, nheA, nheB, nheC e entFM. Dois dos 
isolados de E. coli (6%) apresentaram o gene blaCTX-M-2 e provaram ser 
resistentes à cefotaxima, um antibiótico do grupo dos β-lactâmicos. Todos os 
isolados avaliados apresentaram resistência a pelo menos um dos antimicrobianos 
testados, sendo  metronidazol, cefalexina e cefazolina, aqueles pelos quais os 
isolados mostraram maior resistência. Cinco pacientes que estavam sob 
antibioticoterapia no momento da coleta possuíam estirpes resistentes aos 
antimicrobianos pelos quais estavam sendo tratados. Tendo em vista que há uma 
grande diversidade bacteriana resistente à multidrogas colonizando feridas cutâneas 
agudas e crônicas de cães, a implantação de antibiogramas previamente à 
recomendação de antimicrobianos é prática imprescindível e deve ser implantada 
para preservação da saúde animal e, consequentemente, pública. 
 
 
 
Palavras-chave: antibiograma, resistência bacteriana, enterotoxinas, genes de β-
lactamases, pele, sequenciamento da região 16S rRNA.  
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BACTERIA ASSOCIATED WITH ACUTE AND CHRONIC SKIN WOUNDS IN 

DOGS 

 

ABSTRACT - Skin lesions can result in cutaneous wounds that may be classified as 

acute or chronic depending on the period of time spent in tissue repairment. Wounds 

that have not healed within four weeks are generally classified as chronic. The 

wound is contaminated by different bacterial species and the immune system of the 

skin is responsible for preventing infections. Nonetheless, the infectious process is 

often developed and antimicrobial treatment become necessary. Considering that the 

misuse of antimicrobials provokes multidrug resistance in potentially pathogenic 

bacterial strains, this work aimed to identify prevalent bacteria in acute and chronic 

wounds of dogs by 16S rRNA sequencing and to test the sensitivity of the isolates to 

different antimicrobials. For that, 20 wounds were sampled, each one from a dog 

admitted at the Veterinary Hospital of UNESP, Jaboticabal, São Paulo, Brazil. From 

each wound ten isolates were obtained, which were selected for DNA sequencing 

through genetic profiles comparison by applying a random molecular marker. 

Seventy-five isolates were identified as belonging to eight Gram-negative bacteria 

genera, Proteus mirabilis, Escherichia coli, Pseudomonas aeruginosa, Enterobacter 

spp., Acinetobacter baumannii, Klebsiella spp., Kluyvera georgiana and Providencia 

stuartii, and to three gram-positive bacteria genera, Enterococcus sp., 

Staphylococcus spp. and Bacillus spp. Cases of dogs with acute or chronic wounds 

associated to more than one bacterial genus were 85.7% and 30.7%, respectively. 

Staphylococcus aureus isolates presented amplification to four enterotoxin encoding 

the genes sea, seh, see and hlg, whereas a B. cereus isolate was positive for hblA, 

hblC, hblD, nheA, nheB, nheC and entFM genes. Two of the E. coli isolates (6%) 

presented the blaCTX-M-2 gene and proved to be resistant to cefotaxime, a β-lactam 

antibiotic. All isolates evaluated were resistant to at least one of the antimicrobials 

tested, being metronidazole, cephalexin and cefazolin the ones for those the isolates 

showed to be more resistant. Five patients undergoing antibiotic therapy at the same 

period of sampling presented resistants bacterial strains to the antibiotics by which 

the patients were being treated. Considering that there is great multidrug resistant 

bacterial diversity colonizing acute and chronic cutaneous wounds of dogs, the 

implantation of antibiograms prior to the antimicrobials recommendation is a practice 

to be implemented in order to preserve animal and, consequently, public health. 

 

KEYWORDS: antibiogram, bacterial resistence, enterotoxins, genes encoding β-
lactamases, skin, 16S rRNA sequencing. 
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1. INTRODUÇÃO  

 

 A pele atua como barreira física, imunológica e microbiana muito eficaz na 

proteção do corpo contra desidratação e injúrias ambientais constantes (TORRES et 

al., 2017). Portanto, rupturas nesta barreira podem resultar em feridas e infecções. 

Feridas cutâneas são geralmente secundárias à mordedura, incisões cirúrgicas, 

queimaduras, injúrias, abrasões, lacerações dentre outras causas. Dependendo do 

tempo de cicatrização, as feridas cutâneas são classificadas como agudas ou 

crônicas, sendo as crônicas aquelas que não apresentam cicatrização dentro do 

período de quatro semanas (KORTING; SCHÖLLMANN; WHITE, 2011). 

 No entanto, uma das principais complicações de uma ferida aberta é a 

possibilidade de evolução para o quadro infeccioso. Os tecidos cutâneos expostos 

garantem ambiente propício para a proliferação bacteriana. A presença de bactérias 

nas feridas, mesmo sob ausência de infecção, provoca uma série de respostas 

locais e sistêmicas no hospedeiro que conduzem a um retardo na cicatrização, o que 

resulta em maior exposição da lesão à contaminação por diferentes espécies 

bacterianas (SIBBALD et al., 2003).   

 Espécies de bactérias produtoras de toxinas podem estimular a produção 

de mediadores inflamatórios locais, potencializar a proliferação bacteriana de várias 

outras espécies, além de reduzir a efetividade da terapia antimicrobiana (COHEN et 

al., 2016; RUDKIN et al., 2017).  

 A falta de cuidado com infecções de feridas em cães e mesmo o mau uso 

de antimicrobianos representam uma ameaça potencial para saúde humana, uma 

vez que estudos já comprovaram a possível transmissão de bactérias de animais de 

companhia para humanos, incluindo aquelas patogênicas e com resistência a 

antimicrobianos (TIWARI et al., 2013; VINCZE et al., 2014). Mesmo os 

microrganismos comensais e aqueles pertencentes à microbiota normal da pele 

podem ser reservatórios de genes codificadores de toxinas e enzimas responsáveis 

pela resistência destes microrganismos a antimicrobianos (SALYERS; GUPTA; 

WANG, 2004).  
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 A distinção entre microrganismos comensais e patogênicos depende 

diretamente da capacidade da pele do hospedeiro de resistir à infecção (COGEN; 

NIZET; GALLO, 2008).  Desta forma, a identificação de gêneros e espécies 

bacterianas que podem estar associados aos diferentes tipos de ferida é 

imprescindível para a escolha do tratamento apropriado, evitando-se a evolução 

para o quadro infeccioso. Em cães, há poucos estudos sobre os possíveis agentes 

colonizadores de feridas cutâneas agudas e crônicas, tampouco estudos 

moleculares envolvendo a avaliação da diversidade genética de microrganismos 

presentes nessas feridas. Assim, este trabalho objetivou isolar bactérias residentes 

em feridas cutâneas agudas e crônicas de cães, identificar os isolados por 

sequenciamento de DNA, avaliar a presença de genes codificadores de toxinas, 

quando possível, e a presença de isolados resistentes aos antimicrobianos mais 

utilizados na rotina clínica veterinária. 
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2. REVISÃO DE LITERATURA 

 

2.1. Feridas cutâneas  

 

Feridas são rupturas da estrutura e função anatômica normal da pele e 

resultam de processos patológicos. A quebra da integridade da pele pode resultar 

em feridas classificadas de diversas maneiras. De acordo com o tempo de 

cicatrização, as feridas cutâneas podem ser classificadas em agudas ou crônicas 

(KORTING; SCHÖLLMANN; WHITE, 2011). 

 Feridas agudas referem-se àquelas com instalação rápida da lesão e curso 

relativamente rápido de reparação, cujas fases de cicatrização ocorrem em menos 

de quatro semanas (TALLMAN et al., 1997; DAVIDSON, 1998; KORTING; 

SCHÖLLMANN; WHITE, 2011). Tais feridas podem ser superficiais, envolvendo 

tanto a epiderme como a camada superficial da derme, ou até a espessura total da 

pele, onde a camada subcutânea é comprometida. Lesões deste tipo são, 

geralmente, ocasionadas por incisões cirúrgicas, queimaduras, abrasões ou 

lacerações (KORTING; SCHÖLLMANN; WHITE, 2011).   

 O processo de cicatrização inclui uma fase inflamatória, que envolve 

neutrófilos, macrófagos e migração de linfócitos para a região da lesão, o que 

produz inflamação local que dura cerca de duas semanas (LI; CHEN; KIRSNER, 

2007). O reparo da lesão é regulado por citocinas e fatores de crescimento liberados 

próximos ao leito da ferida (GREAVES et al., 2013). Nessa fase, durante as 

primeiras 48 a 72 horas, o risco de infecção é maior (McGUCKIN et al., 2003). Após 

a fase inflamatória, ocorre a fase proliferativa que é caracterizada pela granulação, 

formação do tecido epitelial (re-epitelização) e restauração da rede vascular. Os 

queratinócitos estão envolvidos na reparação da barreira epidérmica enquanto que 

os fibroblastos e as células endoteliais são responsáveis pela angiogênese e 

produção da matriz extracelular. A fase final, de remodelação, envolve 

reorganização e contração da matriz recém-formada, podendo durar por vários anos 

(MENKE et al., 2007; WILGUS, 2012). 

 Desta forma, o processo cicatricial envolve várias etapas e, a qualquer 

momento, pode ser interrompido, levando a uma possível complicação do quadro 
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inflamatório, seguido de infecção. Se esta condição persistir por meses ou anos, a 

ferida passa a ser classificada como crônica (TALLMAN et al., 1997). As feridas 

cutâneas crônicas estão relacionadas à problemas de cicatrização de todas as 

camadas da pele, mesmo com o uso de terapia antimicrobiana adequada e curativos 

(SWAIM; HENDERSON; PIDGEON, 1990). Podem ocorrer em qualquer parte do 

corpo e estão frequentemente associadas com infecções locais, corpos estranhos, 

neoplasias, imunossupressão ou doenças metabólicas como o Diabetes Mellitus ou 

o hipotireoidismo (LUCROY; EDWARDS; MADEWELL, 1999). A morbidade de 

feridas crônicas em humanos é alta, afetando em torno de 2,4 a 4,5 milhões de 

pessoas somente nos Estados Unidos (BROWNRIGG et al., 2013; RICHMOND; 

MADERAL; VIVAS, 2013), cujos tratamentos geram custos que vão além de 25 

bilhões de dólares por ano (SEN et al., 2009). 

   

2.2. Microbiota cutânea  

 

 A microbiota presente em qualquer local do corpo de um organismo 

saudável é conhecida como microbiota normal. A microbiota normal da pele é 

composta principalmente por bactérias, as quais são necessárias para a 

manutenção do equilíbrio do órgão, protegendo o hospedeiro, sendo responsável 

por modular a resposta imune inata e prevenir a colonização da pele por 

microrganismos potencialmente patogênicos (GRICE; SEGRE, 2011; WANKE et al., 

2011; OH et al., 2014). 

 Um estudo com abordagem molecular da diversidade bacteriana da pele de 

humanos evidenciou que a microbiota é dependente do local do corpo em que ela 

reside. Os autores demonstraram que a colonização bacteriana depende da 

fisiologia local da pele. Bactérias específicas estão associadas às condições 

ambientais de cada local do corpo, como ambientes úmidos, secos ou ricos em 

glândulas sebáceas (GRICE; SEGRE, 2011).  

 De forma similar, em animais, a composição da microbiota normal da pele 

pode variar de acordo com a sua espécie, alimentação e condições de alojamento 

em que vive, incluindo a densidade populacional (SORUM; SUNDE, 2001). Cada 

região do corpo difere entre si e cria um ambiente seletivo de gêneros bacterianos 
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(GRICE; SEGRE, 2011). Os órgãos dos mamíferos que contêm a maior diversidade 

e mais complexa microbiota bacteriana são a pele e o sistema digestório. Em 

comparação, existe maior número de bactérias gram-positivas na pele do que na 

microbiota intestinal de animais (SORUM; SUNDE, 2001). 

 A microbiota é, sobretudo, rica e abundante em partes quentes e úmidas da 

pele de humanos. A maioria dos microrganismos é encontrada nas camadas mais 

superficiais da epiderme e nas porções superiores dos folículos pilosos (GRICE; 

SEGRE, 2011). Aqueles microrganismos encontrados na superfície da pele que 

estão muito raramente associados a doenças são tipicamente referidos como 

comensais (SORUM; SUNDE, 2001; COGEN; NIZET; GALLO, 2008). Em humanos, 

estudo com sequenciamento metagenômico da região 16S rDNA, revelou que a 

maioria das bactérias da pele fazem parte de quatro diferentes filos: Actinobacteria, 

Firmicutes, Bacteroidetes e Proteobacteria. Além disso, os pesquisadores 

concluíram que a pele possui baixa diversidade em nível de filo, mas alta 

diversidade em espécies (GAO et al., 2007). Já as espécies bacterianas mais 

frequentemente encontrados na pele de humanos são Staphylococcus epidermidis, 

S. aureus, S. warneri, Streptococcus pyogenes, S. mitis, Propionibacterium acnes, 

Corynebacterium spp., Acinetobacter johnsonii e Pseudomonas aeruginosa, as quais 

foram classificadas como ocasionalmente patogênicos, com exceção das espécies 

S. aureus e S. pyogenes, que foram consideradas usualmente patogênicas (DEKIO 

et al., 2005; GAO et al., 2007).  

 Em relação à microbiota da pele de cães, estudo metagenômico com cães 

saudáveis e alérgicos revelou uma alta variabilidade bacteriana individual entre 

amostras coletadas de diferentes pacientes e partes do corpo (HOFFMANN et al., 

2014). Maior riqueza de espécies e diversidade microbiana foi observada em locais 

com quantidade maior de pelo, quando comparada com superfícies mucosas ou 

junções mucocutâneas, como as narinas e a conjuntiva. Nas diferentes regiões da 

pele e superfícies mucosas, o filo mais abundantemente encontrado foi 

Proteobacteria, seguido de Firmicutes, Actinobacteria, Bacteroidetes e 

Cyanobacteria. Já a família Oxalobacteriaceae (Filo Proteobacteria; Classe 

Betaproteobacteria; Ordem Burkholderiales) foi a mais abundante na maioria das 

amostras, cujo gênero Ralstonia spp. foi o mais encontrado. A comissura labial 
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mostrou ser predominantemente colonizada por bactérias da família 

Porphyromonadaceae e gênero Porphyromonas spp. Outros gêneros que foram 

comumente encontrados na maioria das amostras de pele e junções mucocutâneas 

foram Bacillus spp., Corynebacterium spp., Macrococcus spp. e Pseudomonas spp. 

A pele de cães alérgicos apresentou menor riqueza de espécies quando comparada 

à de cães saudáveis (HOFFMANN et al., 2014). Tal achado corrobora àqueles 

obtidos em estudos com humanos que sugeriram que a interrupção da exposição 

microbiana da pele pode resultar em doença alérgica (NOVERR; HUFFNAGLE, 

2005).  

 Desta forma, é conhecido que a pele dos mamíferos, como o cão, possui 

uma rica microbiota composta por microrganismos com diferentes graus de relações 

simbióticas entre si. Podendo existir relações simbióticas em que apenas um 

organismo se beneficia enquanto o outro é prejudicado, como é o caso do 

parasitismo, da predação, do amensalismo e da competição. Já a relação de 

comensalismo é caracterizada quando um organismo se beneficia e nenhum dano 

ocorre ao outro e quando há mutualismo ambos são beneficiados (COGEN; NIZET; 

GALLO, 2008). Por exemplo, Staphylococcus epidermidis possui um importante 

papel protetivo na pele por influenciar a resposta imune inata de queratinócitos 

através da sinalização dos receptores toll-like (TLR), que reconhecem padrões 

moleculares associados aos patógenos. No entanto, o fator mais importante é 

reconhecer que a distinção entre o que é considerado como pertencente à flora 

inofensiva ou como agente patogênico, geralmente, reside na capacidade da pele de 

resistir à infecção e não nas propriedades inerentes ao microrganismo (COGEN; 

NIZET; GALLO, 2008).  

    

2.3. Infecções bacterianas associadas às feridas cutâneas  

 

Quando a resposta imune do hospedeiro é insuficiente, microrganismos 

comensais e/ou potencialmente patogênicos presentes nas feridas se replicam e 

provocam uma série de respostas locais e sistêmicas que conduzem a um retardo 

na cicatrização (HEGGERS, 1998; BOWLER; DUERDEN; ARMSTRONG, 2001; 

SIBBALD et al., 2003). Além de estar relacionada com a resposta imune do 
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hospedeiro, a variedade de agentes microbianos envolvidos na etiologia da infecção 

da ferida é influenciada pela sua localização no corpo, pela profundidade dos tecidos 

afetados e pela qualidade e intensidade da perfusão tecidual (ROBSON, 1997; 

ERON, 1999). Adicionalmente, embora muitas vezes seja necessário o emprego de 

antimicrobianos, estes, podem remover microrganismos comensais importantes, 

como é o caso do S. epidermidis, permitindo que organismos potencialmente 

patogênicos colonizem a ferida mais efetivamente (COGEN; NIZET; GALLO, 2008).  

 A diversidade de espécies bacterianas associada às feridas em cães 

também está relacionada com o tipo de injúria tecidual. Infecções em feridas 

cirúrgicas, assim como aquelas de origem traumática, possuem etiologia 

polimicrobiana, envolvendo microrganismos anaeróbios e aeróbios (WINDAHL et al., 

2015), provenientes principalmente de mucosas, da cavidade oral e do intestino 

(ROBSON, 1997; BROOK; FRAZIER, 1998). Já feridas ocasionadas por mordedura 

de cães, apesar de também terem etiologia polimicrobiana, geralmente são 

colonizadas por uma quantidade maior de microrganismos aeróbios (MOURO; 

VILELA; NIZA, 2010).  

Os contaminantes presentes nas feridas podem ser originários de três fontes 

principais: (i) do meio ambiente, sendo estes microrganismos exógenos do ar ou 

aqueles introduzidos por lesão traumática, (ii) da pele circundante, ou seja, 

microrganismos que fazem parte da microbiota normal da pele, e (iii) de fontes 

endógenas, que incluem as mucosas, em especial a gastrointestinal, a orofaríngea e 

a geniturinária (DUERDEN, 1994; SCHULTZ et al., 2003). 

 Diversos estudos demonstraram grande diversidade de organismos 

colonizando o leito tanto de feridas agudas como de crônicas em humanos e cães 

(SORUM; SUNDE, 2001; MEYERS et al., 2008; MOURO; VILELA; NIZA, 2010; 

ANGEL et al., 2011; URUMOVA et al., 2012). Um estudo envolvendo cultura 

bacteriana e análises moleculares mostrou que os tecidos profundos de feridas 

clinicamente não infectadas de humanos abrigava uma microbiota diversificada de 

organismos potencialmente patogênicos, com predominância de gêneros como 

Pseudomonas e Staphylococcus, presentes em mais de 70% das feridas estudadas, 

incluindo também espécies anaeróbicas, como Peptostreptococcus (DAVIES et al., 

2001).  
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 Patógenos aeróbios ou facultativos, como o S. aureus, P. aeruginosa e 

Streptococcus β-hemolítico são comumente isolados de feridas infectadas e não 

infectadas de cães (MEYERS et al., 2008). Staphylococcus aureus pode causar 

desde infecções cutâneas menores e auto-limitadas a doenças invasivas e que 

ameaçam a vida. As infecções cutâneas causadas por S. aureus incluem impetigo, 

foliculite, furúnculos e abscessos subcutâneos, além da síndrome da pele escaldada 

estafilococócica em caso de estirpes produtoras de toxinas esfoliativas. Além disso, 

esta bactéria pode causar sérias infecções invasivas como artrite séptica, 

osteomielite, pneumonia, meningite, septicemia e endocardite (LOWY, 1998; 

IWATSUKI et al., 2006).  

 Bastonetes aeróbios gram-negativos, tais como Pseudomonas spp., fazem 

parte de um dos grupos de organismos encontrados mais tardiamente no leito das 

feridas. Eles tendem a não invadir os tecidos mais profundos, porém, podem causar 

significativa deterioração local devido à produção de enzimas antifagocíticas, lesivas 

aos tecidos, além de exo e endotoxinas (KINGSLEY, 2003; SCHULTZ et al., 2003). 

Por sua vez, Streptococcus β-hemolítico está associado a infecções cutâneas mais 

profundas, como celulite e erisipela, infecções do tecido conjuntivo e tecido adiposo 

subjacente (COGEN; NIZET; GALLO, 2008). 

 Um estudo microbiológico de feridas infectadas de cães apontou a 

diversidade de espécies bacterianas que podem ser encontradas. Foram 

identificadas espécies como S. intermedius, Streptococcus β-hemolítico, 

actinobactérias, enterobactérias, Escherichia coli, Klebsiella pneumoniae, Proteus 

mirabilis, Citrobacter spp., Pasteurella multocida, Pseudomonas aeruginosa e 

Prevotella melaninogenica, sendo a espécie S. intermedius a que apresentou maior 

prevalência (URUMOVA et al., 2012). Já em outro estudo, identificou-se a presença 

de microrganismos tais como Staphylococus coagulase negativo, S. intermedius, 

Streptococcus spp., S. canis, Streptococcus piogênico, Bacillus spp., Actinomyces 

spp., Corynebacterium spp., Pasteurella multocida, Pasteurella canis, 

enterobactérias e da família Vibrionaceae, entre outros, em 50 cães acometidos por 

feridas secundárias à mordedura (MEYERS et al., 2008). 
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2.4. Espécies bacterianas produtoras de enterotoxinas 

 

 A secreção de toxinas tem como papel principal danificar o tecido 

hospedeiro e é parte integrante dos processos infecciosos de muitos agentes 

patogênicos bacterianos (PINCHUK; BESWICK; REYES, 2010; RUDKIN et al., 

2017). Algumas vezes a secreção de toxinas não beneficia diretamente a bactéria, 

possuindo papel de evasão imunológica (FOSTER, 2005; RUDKIN et al., 2017). 

Como exemplo, podemos citar os superantígenos, que são uma classe de toxinas 

produzidas por vários gêneros bacterianos tais como Streptococcus e 

Staphylococcus, e atuam no processo imune, que resulta na liberação sistêmica 

maciça de citocinas pró-inflamatórias, o que pode levar à febre, choque e morte do 

paciente (RUDKIN et al., 2017).  

 Toxinas bacterianas têm efeito direto na necrose tecidual e estimulam a 

produção de mediadores inflamatórios locais, como citocinas e proteases, que são 

conhecidos por prejudicar significativamente o processo cicatricial. Bactérias que 

produzem toxinas são mais virulentas do que aquelas que não as produzem ou que 

produzem toxinas menos potentes (OVINGTON, 2003). Nesse contexto, as feridas 

crônicas são colonizadas, na maioria das vezes, por estirpes bacterianas mais 

virulentas além de apresentarem microbiota mais diversificada em relação àquelas 

que apresentaram menor tempo de cicatrização (WALL et al., 2002; BOWLER, 2003; 

SCHULTZ et al., 2003). Tais relatos são coincidentes com os resultados de um 

experimento no qual, pulmões de ratos foram infectados com variedades de 

espécies bacterianas de forma individual e em co-infecção com S. aureus. Os 

pesquisadores descobriram que a α-toxina, produzida por S. aureus, potencializa a 

proliferação de bactérias gram-negativas, sua disseminação sistêmica e a letalidade 

aos animais por evitar a acidificação das bactérias que possuem fagossomas nos 

macrófagos, reduzindo efetivamente a morte tanto de bactérias gram-negativas 

quanto da própria espécie, S. aureus (COHEN et al., 2016).  

 Staphylococcus aureus é um anaeróbio facultativo que pode secretar várias 

enzimas, tais como citotoxinas, exotoxinas, como as enterotoxinas, e toxinas 

esfoliativas. Tal característica faz desta bactéria um patógeno versátil capaz de 

causar diferentes tipos de doenças (MORANDI et al., 2009; PINCHUK; BESWICK; 
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REYES, 2010). As enterotoxinas estafilococócicas são membros de uma família de 

mais de vinte diferentes exotoxinas estafilococócicas e estreptococócicas que estão 

funcionalmente relacionadas e são codificadas por genes que possuem sequências 

de DNA homólogas. Estas proteínas bacterianas são conhecidas por serem 

pirogênicas e estão relacionadas à significativas doenças em humanos que incluem 

intoxicação alimentar e síndrome do choque tóxico (PINCHUK; BESWICK; REYES, 

2010). Algumas das enterotoxinas estafilococócicas de grande importância que 

podem atuar como superantígenos são sea, seb, sec, sed, see, seg, seh, sei, sej, 

leucocidina de Panton-Valentine (pvl), toxina da síndrome do choque tóxico 1 (tsst-

1), toxina esfolitiva (eta e etb) (PANIAGUA-CONTRERAS et al., 2012) e quatro 

hemolisinas (alfa-, beta-, gamma-, e delta-hemolisina) (NILSSON et al., 1999). 

 Bacillus cereus também é outra espécie bacteriana comumente isolada de 

feridas pós-traumáticas e pós-cirúrgicas, sendo o cateter intravenoso o grande 

responsável pela contaminação causada por espécies deste gênero em humanos 

(ÅKESSON; HEDSTRÖUM; RIPA, 1991; GURLER et al., 2012). Os esporos de 

Bacillus são encontrados em abundância no solo, água doce, no ambiente hospitalar 

e na flora gastrointestinal normal de pacientes hospitalizados por período prolongado 

(GURLER et al., 2012). É considerada uma bactéria que ocorre de forma ubíqua na 

natureza, cujas estirpes podem funcionar tanto como probióticos ou como 

patógenos, produzindo endosporos resistentes ao calor e capaz de formar biofilmes 

(WIJMAN et al., 2007; STENFORS ARNESEN; FAGERLUND; GRANUM, 2008; 

NAM et al., 2014).  

 O principal efeito lesivo relacionado à Bacillus é sua capacidade de produzir 

toxinas (JEβBERGER et al., 2015). Infecções por Bacillus estão associadas a casos 

de gastroenterites agudas em intoxicações alimentares, as quais são, na maioria das 

vezes, autolimitantes e benignas (DROBNIEWSKI, 1993; BOTTONE, 2010). 

Entretanto, esta espécie bacteriana pode causar infecções sistêmicas fatais em 

neonatos, pacientes imunossuprimidos e usuários de drogas intravenosas 

(BOTTONE, 2010; GURLER et al., 2012), além de doenças severas como meningite, 

endocardite e osteomielite (GURLER et al., 2012; TATARA et al., 2013).  

 O grupo Bacillus cereus sensu lato compreende oito espécies de bactérias 

intimamente relacionadas, tais como B. cereus, B. anthracis, B. thuringiensis, B. 
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weihenstephanensis, B. mycoides, B. pseudomycoides, B. cytotoxicus e B. 

toyonensis, as quais compreendem estirpes altamente tóxicas e não tóxicas 

(GUINEBRETIÈRE et al., 2008). As principais toxinas produzidas por Bacillus são: a 

enterotoxina não hemolítica (nhe) (LUND; GRANUM, 1996), a hemolisina BL (hbl) 

(BEECHER; MACMILLAN, 1991), a citotoxina K (cytK) (LUND; DE BUYSER; 

GRANUM, 2000), e as enterotoxinas FM (entFM) (ASANO et al., 1997) e T (bceT) 

(AGATA et al., 1995). Nhe e hbl, são subdivididas nos tipos nheA, nheB e nheC, e 

l2, l1 e b, respectivamente (STENFORS ARNESEN; FAGERLUND; GRANUM, 

2008). Acreditava-se que somente as enterotoxinas nhe, hbl e cytK estavam 

envolvidas com a intoxicação alimentar (GRANUM, 2001), mas, atualmente, foi 

relatado que as enterotoxinas entFM e bceT também são indutoras da doença 

diarreica e contribuem para o agravamento do quadro infeccioso (WALKER-YORK-

MOORE; MOORE; FOX, 2017). 

 Uma outra espécie bacteriana produtora de enterotoxinas de grande 

importância é a Escherichia coli. A estirpe enterohemorrágica é a principal causa de 

surtos de diarreia, síndrome hemolítica-urêmica e colite hemorrágica em humanos 

em animais no mundo todo (KWON; CHO, 2015). Estirpes com sorotipo O157:H7 

são mundialmente zoonóticas e são as maiores causadoras de infecções 

alimentares, sendo encontradas em cães e outros animais como o gado 

(HEUVELINK et al., 2002; JAY-RUSSELL et al., 2014). A shiga toxina (stx), uma 

potente citotoxina que esta estirpe produz, é o principal fator de virulência ligado aos 

casos de síndrome hemolítica-urêmica e colite hemorrágica (MOHAWK; O'BRIEN, 

2011). Outro fator de virulência atribuído ao patógeno inclui a produção de uma 

enterohemolisina codificada pelo gene eaeA (McDANIEL; KAPER, 1997). Estirpes 

portadoras do gene eaeA e stx são capazes de ocasionar doenças humanas graves, 

especialmente síndrome hemolítica-urêmica (OSWALD et al., 2000). 

 

2.5. Resistência bacteriana a antimicrobianos  

 

 Além do potencial patogênico relacionado à produção de toxinas, as bactérias 

podem apresentar resistência a antimicrobianos (SCHMITZ et al., 1997). O rápido 

aumento de estirpes bacterianas resistentes está ocorrendo em todo o mundo, 
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colocando em risco a eficácia de antibióticos e a vida de milhares de pessoas e 

animais (CDC NNIS System, 2004; WEESE, 2008; VENTOLA, 2015). A crise de 

resistência aos antimicrobianos tem sido atribuída tanto ao mau uso desses 

medicamentos quanto ao seu uso excessivo, assim como à falta de desenvolvimento 

de novas drogas pela indústria farmacêutica devido a redução no incentivo 

econômico e ao desafio dos requerimentos regulatórios de novas drogas (GOULD; 

BAL, 2013; SPELLBERG; GILBERT, 2014; VENTOLA, 2015).  

A resistência antimicrobiana limita as opções de tratamento e aumenta o risco 

de falha terapêutica. Além disso, a ocorrência de bactérias resistentes a 

antimicrobianos em cães representa uma ameaça potencial para a saúde humana 

(VINCZE et al., 2014). Evidências sugerem que o contato direto entre animais de 

companhia e seres humanos pode levar à transmissão de bactérias patogênicas dos 

animais para os humanos, incluindo aquelas com resistência antimicrobiana 

(GUARDABASSI; SCHWARZ; LLOYD, 2004; LLOYD, 2007; VINCZE et al., 2014). 

Em cães, infecções bacterianas, tais como gastroenterites, otites, piodermites, 

infecções respiratórias e do trato urinário (UTIs), e de feridas, são comumente 

tratadas com agentes antimicrobianos (PEDERSEN et al., 2007; WAYNE; 

MCCARTHY; LINDENMAYER, 2011; BOOTHE et al., 2012). 

A resistência a antimicrobianos pode ocorrer devido a propriedades 

intrínsecas, que são características fenotípicas naturais, ou pela aquisição de genes 

de resistência através de plasmídeos e transposons, ou, ainda, pela mutação 

genética (HEALTH AND CONSUMER PROTECTION DIRECTORATE-GENERAL 

OF THE EUROPEAN COMMISSION, 2002; EUROPEAN FOOD SAFETY 

AUTHORITY, 2012). Tais propriedades, intrínsecas ou adquiridas, podem tornar a 

bactéria capaz de inativar rapidamente antibióticos específicos pela degradação e 

expulsão da molécula antimicrobiana para fora da célula através do sistema de 

efluxo ou da alteração do sítio alvo do antibiótico (EUROPEAN FOOD SAFETY 

AUTHORITY, 2012; BUTAYE; DEVRIESE; HAESEBROUCK, 2003; HEALTH AND 

CONSUMER PROTECTION DIRECTORATE-GENERAL OF THE EUROPEAN 

COMMISSION, 2002). 

 As espécies S. aureus e S. pseudintermedius frequentemente apresentam 

resistência aos antimicrobianos comumente usados na rotina clínica. Desde a 
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emergência de estirpes produtoras de penicilinases ou β-lactamases na década de 

40, estafilococos, enterococos e estreptococos provaram sua capacidade em 

desenvolver ou adquirir mecanismos que conferem resistência a todas as classes 

antimicrobianas clinicamente disponíveis (WOODFORD, 2005). Tem havido um 

aumento dramático no número de cepas resistentes a antibióticos, incluindo S. 

aureus resistente à meticilina (MRSA) em ambientes hospitalares e comunitários, e 

até mesmo relatos de estirpes de S. aureus resistentes à vancomicina (VRSA) 

(HIRAMATSU, 2001; FOSTER, 2005). A emergência da resistência à meticilina é 

devido à aquisição de um elemento gênico transferível, carreador do gene mecA, 

que codifica a proteína PBP2a que se liga à meticilina (FOSTER, 2004). 

 Cefalosporinas de primeira geração, amoxicilina + ácido clavulânico, 

clindamicina, sulfametoxazol + trimetoprima e enrofloxacina são rotineiramente 

utilizados na prática de pequenos animais para tratamento de infecções 

estafilococócicas (MAY, 2006). Consequentemente, a crescente resistência a estes 

fármacos, particularmente entre MRSA, aumenta a probabilidade de falha no 

tratamento e representa um risco para a saúde pública (RUBIN; BALL; CHIRINO-

TREJO, 2011; VINCZE et al., 2014). Além disso, a maioria do MRSA são estirpes 

produtoras de toxinas (tsst-1, sea, seb, sed) (SCHMITZ et al., 1997). Assim, este 

patógeno multirresistente a drogas é uma das principais preocupações dos hospitais 

ao redor do mundo (PINCHUK; BESWICK; REYES, 2010). 

 Bactérias do gênero Bacillus spp. também são comprovadamente 

resistentes a diversos tipos de antimicrobianos, como cloranfenicol, tetraciclina, 

eritromicina, lincomicina, penicilina e estreptomicina (CIFFO, 1984; MAZZA; ZANI; 

MARTELLI, 1992; GREEN et al., 1999; HOA et al., 2000). Devido à sua capacidade 

de estimular o sistema imunológico e proteger o hospedeiro contra microrganismos 

patogênicos (D’ARIENZO et al., 2006; HUANG et al., 2008), o gênero Bacillus tem 

sido amplamente utilizado em aplicações biotecnológicas, como probióticos para 

seres humanos e inoculados na alimentação de animais. Existe, entretanto, uma 

crescente preocupação em saúde pública sobre a possibilidade desses 

microrganismos comensais agirem como reservatórios de genes de resistência a 

antibióticos e serem capazes de transferir tais genes para células do hospedeiro 

(WITTE, 2000; SALYERS; GUPTA; WANG, 2004). Mazza, Zani e Martelli (1992) 
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observaram que B. subtilis presentes no probiótico comercial Enterogermina, 

posteriormente reclassificado como B. clausii por Senesi et al. (2001), era resistente 

aos antibimicrobianos cloranfenicol, tetraciclina, rifampicina e estreptomicina. Já 

outro estudo sobre a susceptibilidade a antimicrobianos de Bacillus spp. isolados de 

frangos de corte, mostrou que duas das cepas isoladas, B. licheniformis e B. clausii, 

eram resistentes à eritromicina e à lincomicina (BARBOSA et al., 2005). 

  A espécie Escherichia coli é um organismo sentinela útil para monitorar a 

susceptibilidade antimicrobiana em cães e outras espécies (De GRAEF et al., 2004; 

BOOTHE et al., 2012). Algumas estirpes são comensais do trato intestinal de 

mamíferos, outras são potencialmente patogênicas e comumente isoladas na rotina 

clínica de animais de companhia (BEUTIN, 1999; THOMPSON et al., 2011), sendo 

causa mais comum de infecção do trato urinário em cães (BALL et al., 2008). Os 

mecanismos mais reconhecidos de resistência antimicrobiana foram detectados 

nessa espécie, sendo considerado um organismo que prontamente adquire 

resistência frente à pressão da seleção local (AARESTRUP, 2005; ERB et al., 2007). 

Assim, E. coli é uma fonte chave de genes de resistência antimicrobiana, podendo 

conferir resistência a outros agentes bacterianos patogênicos através de 

mecanismos de transferência horizontal (WEESE, 2008). O tratamento contra esse 

microrganismo inclui o uso de antimicrobianos, dentre os quais os β-lactâmicos são 

os mais comumente usados em Medicina Veterinária (PRESCOTT et al., 2002). Esta 

diversificada classe antimicrobiana inclui as penicilinas, as cefalosporinas, as 

cefamicinas, os carbapenem e as monobactamas (CATEGORIZATION OF 

ANTIMICROBIAL DRUGS BASED ON IMPORTANCE IN HUMAN MEDICINE, 

2009). 

 O aumento da resistência aos β-lactâmicos é preocupante. Em E. coli, a 

resistência aos β-lactâmicos mais frequentemente resulta da produção de enzimas 

degradativas, as β-lactamases (LIVERMORE; WOODFORD, 2006). β-lactamases de 

amplo espectro, incluindo as β-lactamases de espectro extendido (ESBL) e as 

enzimas do tipo AmpC (como CMY-2) são especialmente importantes devido à sua 

capacidade de degradar penicilinas (como ampicilina ou amoxicilina), cefalosporinas 

de primeira geração, cefalosporinas mais recentes como cefotaxime, ceftazidima, 

cefoxitina e ceftiofur, e aztreonam (LIVERMORE, 1995; PODSCHUN; ULLMANN, 
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1998; DESHPANDE; PFALLER; JONES, 2000; PATERSON et al., 2003; RUBIN; 

PITOUT, 2014). Desde meados dos anos 2000, a emergência dessas enzimas entre 

isolados presentes em humanos no Canadá tem sido dramática. Entre 2007 e 2011, 

a frequência de E. coli produtoras de ESBL entre humanos aumentou 

significativamente de 3,4% para 7,1%, sendo o CTX-M o tipo de enzima dominante 

(DENISUIK et al., 2013). 

 Outro gênero reconhecidamente produtor de ESBL muito encontrado em 

humanos é Klebsiella spp., sendo considerado, ainda, resistente a diversas outras 

drogas (LIVERMORE, 1995; PODSCHUN; ULLMANN, 1998; DESHPANDE; 

PFALLER; JONES, 2000; PATERSON et al., 2003). Resistência de Klebsiella spp. a 

tetraciclina, sulfametoxazol + trimetoprim, quinolonas e aminoglicosídeos são cada 

vez mais observadas em infecções nosocomiais de humanos (BRISSE et al., 2000; 

PATERSON et al., 2000; STOCK; WIEDEMANN, 2001; BOUZA; CERCENADO, 

2002). Brisse e van Duijkeren (2005) testaram a susceptibilidade de 100 isolados de 

Klebsiella a nove antimicrobianos ou combinações deles, em diversas espécies de 

animais, e observaram que todos os isolados, exceto um, obtido de bovino com 

mastite, foram resistentes à ampicilina, 43% dos isolados foram resistentes à 

cefalexina, 11% à tetraciclina, 7% à sulfametoxazol + trimetoprima, 7% à amoxicillina 

+ ácido clavulânico, 5% à enrofloxacina, 4% à gentamicina, 2% à ceftazidime e 2% à 

ceftiofur. 

 Em animais, assim como em humanos, ESBLs conferem altos níveis de 

resistência aos antibióticos β-lactâmicos de última geração, como ceftiofur e 

cefquinoma, que são cefalosporinas amplamente utilizadas em animais de produção, 

contra bactérias da família Enterobacteriaceae. Do mesmo modo que aconteceu na 

medicina humana, esta situação é especialmente devida ao sucesso epidemiológico 

de certos genes ESBL, em particular o gene blaCTX-M. Embora tais genes possam 

se espalhar através de clones de estirpes que os possui, dados recentes sugerem 

fortemente que os plasmídeos desempenham um papel fundamental na 

transferência horizontal desses genes (DAHMEN; HAENNI; MADEC, 2012; MADEC 

et al., 2012).   
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2.6. Diagnóstico molecular 

 

 A identificação rápida e precisa de isolados bacterianos é tarefa 

fundamental em microbiologia clínica, e fornece conhecimento sobre etiologias de 

doenças infecciosas e terapia apropriada (WOO et al., 2008). O emprego da PCR 

espécie-específica como única ferramenta para a identificação de microrganismos 

pode não ser completamente confiável. Oligonucleotídeos específicos para 

determinada espécie microbiana podem vir a amplificar banda de igual tamanho 

para outros microrganismos, resultando em falsos-positivos. Além disso, testar uma 

amostra com diversos oligonucleotídeos específicos pode tornar o trabalho oneroso 

e pouco prático. Desta forma, a identificação assertiva de gêneros e espécies de 

microrganismos é realizada por sequenciamento de DNA (SOUZA-POLLO et al., 

2016). Quando não se tem pistas da identificação de um isolado bacteriano, o 

sequenciamento da região 16S rDNA é uma boa abordagem para a identificação 

confiável de gêneros. Trata-se de região ribossomal conservada, presente em todos 

os procariotos, que agrega mutações resultantes da evolução das espécies 

(NERCESSIAN et al., 2005; MIZRAHI-MAN; DAVENPORT; GILAD, 2013; 

SRINIVASAN et al., 2015). O sequenciamento desta região permite a identificação 

de bactérias ao nível de gênero com 96% de acurácia e, em caso de espécies, pode 

apresentar até 87% de confiabilidade (SRINIVASAN et al., 2015). 

 No entanto, seguir com o diagnóstico microbiológico resultará em perda 

significativa do conhecimento da diversidade bacteriana presente em uma 

determinada amostra (DAVIES et al., 2001; HILL et al., 2003; VARTOUKIAN; 

PALMER; WADE, 2010). A realização do cultivo bacteriano é necessária para o 

isolamento de colônias puras e subsequente realização de testes de sensibilidade a 

antimicrobianos (HEGGERS, 1998; BOWLER; DUERDEN; ARMSTRONG, 2001), 

Estudo comparativo entre técnicas microbiológicas e moleculares para pesquisa de 

espécies bacterianas em feridas de humanos mostrou resultados diferentes e 

conflitantes entre elas (RHOADS et al., 2012). De fato, os métodos moleculares 

produzem resultados mais confiáveis do que a identificação presuntiva de um 

microrganismo por análise morfológica das células ou mesmo por testes 

bioquímicos. Desta forma, na atualidade, as ferramentas moleculares são 
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indispensáveis em estudos envolvendo diversidade microbiana e complementam os 

resultados obtidos por outras técnicas (LAVIGNE et al., 2015). 

 

3. MATERIAL E MÉTODOS 

 

3.1. Locais de coleta e processamento das amostras e ética no uso de animais  

 

As coletas das amostras foram realizadas no setor de Cirurgia do Hospital 

Veterinário “Governador Laudo Natel” da Faculdade de Ciências Agrárias e 

Veterinárias (FCAV), da Universidade Estadual Paulista ‘Júlio de Mesquita Filho’, 

UNESP, Câmpus de Jaboticabal. Já os procedimentos de microbiologia e biologia 

molecular foram realizados no Laboratório de Epidemiologia Molecular, do 

Departamento de Medicina Veterinária Preventiva e Reprodução Animal também 

localizado na FCAV. 

A pesquisa foi realizada após aprovação pela CEUA - Comissão de Ética no 

Uso de Animais, sob protocolo de número 013690/17 da FCAV, e sob a concessão 

dos tutores dos pacientes. 

 

3.2. Amostragem 

 

 Foram amostradas 20 feridas cutâneas, sendo uma de cada cão, de raças 

variadas, machos ou fêmeas, atendidos junto ao Setor de Clínica Cirúrgica do 

Hospital Veterinário “Governador Laudo Natel”. Tais feridas apresentavam-se com 

ou sem presença de secreções, sangue ou sujidades e estavam localizadas em 

diferentes regiões do corpo do paciente. As feridas foram classificadas como agudas 

e crônicas, de acordo com o tempo decorrido de cicatrização após a injúria tecidual, 

sendo consideradas como agudas as feridas com menos de quatro semanas de 

evolução e crônicas aquelas com tempo de cicatrização superior a este período, 

segundo propõe a literatura (TALLMAN et al., 1997; DAVIDSON, 1998; KORTING; 

SCHÖLLMANN; WHITE, 2011).  

 Previamente à coleta, foi realizada antissepsia ao redor da lesão com álcool 

etílico 70% (v/v) e solução salina 0,9% (v/v). A amostragem das feridas foi realizada 
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com o auxílio de suabe estéril de acordo com o método Levine (ANGEL et al., 2011) 

ou com micropipeta estéril de 10 µL em caso de presença de secreção. Os suabes 

e/ou alíquotas de secreções foram depositados em tubos de ensaio contendo 5,0 mL 

de caldo BHI estéril (Brain Heart Infusion Broth, Oxoid, Waltham, USA). Os tubos 

foram transportados em isopor com gelo para o Laboratório de Epidemiologia 

Molecular, onde a multiplicação bacteriana ocorreu em estufa bacteriológica em 

aerobiose a 37°C por 24 horas. 

  

3.3. Obtenção dos isolados  

 

As amostras que apresentaram multiplicação bacteriana foram submetidas à 

diluição seriada para isolamento de colônias puras. Para tal, 0,1 mL de cada 

amostra foi transferido para tubos de ensaio contendo 1,9 mL de caldo BHI estéril 

(diluição 10-1), utilizado para as demais diluições, até a diluição 10-7. De cada uma 

das diluições, 10-6 e 10-7, foram transferidas alíquotas de 100 µL para placas de Petri 

contendo Ágar BHI (Oxoid, Waltham, USA), as quais foram espalhadas de forma 

homogênea com o auxílio de alças de Drigalski estéreis. As placas foram então 

incubadas a 37°C por 24 horas. Após o aparecimento de colônias individuais nas 

placas, foram selecionadas dez colônias por placa de cada amostra das feridas para 

posterior identificação dos gêneros bacterianos. Todos os isolados foram 

armazenados em freezer -80°C em glicerol 20% (v/v). 

 

3.4. Extração de DNA dos isolados 

 

A extração de DNA dos isolados bacterianos foi baseada no protocolo 

proposto por Bag et al. (2016). Para tanto, alíquotas de 1,0 mL do cultivo bacteriano 

de cada isolado foram centrifugadas a 10000 x g por 3 minutos para obtenção de um 

pellet de células. O meio de cultura foi descartado e o pellet bacteriano foi 

ressuspendido em 450 µL de tampão de extração [Tris-HCl 160 mM pH 8,0; EDTA 

50 mM pH 8,0; NaCl 20 mM e SDS 0,5% (p/v)]. A lise celular ocorreu em banho seco 

Thermomixer (Eppendorf, Hamburgo, Alemanha) a 65ºC por 30 minutos. 

Posteriormente, foram acrescentados à solução 180 µL de acetato de potássio 5 M a 
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qual, após homogeinização, foi mantida no gelo por 15 minutos. A purificação foi 

realizada com 400 µL de clorofórmio: álcool isoamílico 24:1 (v/v) sob centrifugação a 

12000 x g por 10 minutos. O sobrenadante foi transferido para tubos novos aos 

quais foram acrescentados 1000 µL de álcool etílico absoluto gelado. A solução foi 

misturada e mantida em freezer a -20ºC por 12 horas para precipitação do DNA. 

Posteriormente, realizou-se a centrifugação dos tubos a 12.000 x g por 18 minutos 

para obtenção do pellet de DNA, o qual foi lavado com 1000 µL de álcool etílico 70% 

(v/v), seco em estufa e ressuspendido em 30 µL de tampão TE 10:1 (Tris-HCl 10 mM 

pH 8,0; EDTA 1 mM pH 8,0). As amostras de DNA foram quantificadas em 

espectrofotômetro NanoDropOne (Thermo Scientific, Waltham, EUA). 

 

3.5. Seleção dos isolados por RAPD 

 

Para o sequenciamento da região 16S rRNA, os isolados representativos da 

coleção foram selecionados de acordo com o seu perfil genético, empregando-se a 

técnica de RAPD (Random Amplified of Polymorphic DNA). Para tanto, foram 

testados os seguintes oligonucleotídeos randômicos: OPP1 ao OPP20, OPA1 ao 

OPA12, OPA17, OPG1 ao OPG10, OPG15, OPG19, OPI4, OPI7, OPJ1 ao OPJ4, 

OPJ6, OPM2, OPM4, OPM7, OPM18, OPN1 ao OPN5, OPO2, OPO6 OPO15, 

OPQ1, OPQ2, OPQ4, OPQ7, OPQ18, OPR2, OPR8, OPR13, OPR14, OPR18 e 

OPR20 (Operon Technologies, California, EUA). O oligonucleotídeo selecionado foi 

aquele que resultou em amplificação de bandas definidas e polimórficas para os 

diferentes isolados obtidos, sendo este o OPP7 (5′ GTCCATGCCA 3′). As reações 

de PCR foram compostas por tampão 1X (20mM Tris-HCl pH 8,4; 50mM KCl), 2,5 

mM de MgCl2; 0,2 mM de dNTP, 0,5 U de Taq DNA polimerase (Invitrogen, 

Waltham, EUA), 5 pmol do oligonucleotídeo, 60 ng de DNA e água pura estéril para 

20 L. A amplificação foi realizada em termociclador Nexus (Eppendorf, Hamburgo, 

Alemanha), programado para realizar um ciclo a 92ºC por 3 minutos; 45 ciclos a 

92ºC por 60 segundos; 36ºC por um minuto e 45 segundos e 72ºC por um minuto e 

45 segundos, e, para finalizar, um ciclo a 72ºC por 10 minutos. As amostras foram 

submetidas à eletroforese em gel de agarose 1% (p/v), contendo brometo de etídio 

(0,5 g/mL) e padrão de tamanho molecular 1kb DNA Ladder Plus (Invitrogen, 
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Waltham, EUA). Representantes de cada um dos perfis genéticos observados foram 

submetidos ao sequenciamento de DNA. 

 

3.6. Sequenciamento da região 16S rRNA 

 

A amplificação da região 16S rRNA foi realizada utilizando-se os 

oligonucleotídeos 8F (5’ - AGAGTTTGATYMTGGCTCAG - 3’) e 907R (5’ - 

CCGTCAATTCMTTTRAGTTT - 3’) (NERCESSIAN et al., 2005). As reações foram 

compostas por tampão 1X (20mM Tris-HCl pH 8,4; 50mM KCl), 2 mM de MgCl2; 0,2 

mM de dNTP, 0,5 U de Platinum® Taq DNA polimerase (Invitrogen, Waltham, EUA), 

4 pmol de cada oligonucleotídeo, 60 ng de DNA e água pura estéril para 20 L. A 

amplificação foi realizada em termociclador Nexus (Eppendorf, Hamburgo, 

Alemanha), programado para realizar um ciclo a 95ºC por 3 minutos; 35 ciclos a 

94ºC por 30 segundos; 50ºC por 30 segundos e 72ºC por 40 segundos, e, para 

finalizar, um ciclo a 72ºC por 10 minutos. As amostras foram submetidas à 

eletroforese em gel de agarose 1% (p/v), contendo brometo de etídio (0,5 g/mL) e 

padrão de tamanho molecular 1kb DNA Ladder Plus (Invitrogen, Waltham, EUA) 

para confirmação da amplificação.  

Os produtos de PCR obtidos foram então submetidos à PCR de 

sequenciamento, utilizando-se o kit do Big Dye Terminator v3.1 (Applied Biosystems, 

Waltham, EUA), seguindo-se as instruções do fabricante, e os mesmos 

oligonucleotídeos utilizados para obtenção dos produtos de PCR. O sequenciamento 

foi realizado em um sequenciador ABI3130 (Applied Biosystems, Waltham, USA).  

 Os eletroferogramas obtidos foram previamente preparados pelo software 

DNA Sequencing Analysis Versão 6.0 e, posteriormente, analisados pelo pacote de 

programas Phred/Phrap/Consed (GREEN, 1996; EWING; GREEN, 1998; GORDON; 

ABAJIAN; GREEN, 1998), para obtenção das sequências consenso e corte das 

extremidades, considerando apenas bases com qualidade phred maior que 20. As 

sequências de DNA qualificadas foram comparadas com as demais sequências 

depositadas no GenBank (www.ncbi.nlm.nih.gov/Genbank), empregando-se a 

ferramenta BLAST (ALTSCHUL et al., 1997).  
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 As sequências de DNA do estudo e demais sequências obtidas do banco de 

dados foram alinhadas pela ferramenta MUSCLE (EDGAR, 2004). As árvores 

filogenéticas foram obtidas pelo software MrBayes 3.2.3 (RONQUIST; 

HUELSENBECK, 2003) utilizando-se o algoritmo Markov Chain Monte Carlo 

(MCMC), o modelo de substituição 6 e distribuição gamma, segundo o Critério de 

Informação de Akaike (AIC) obtido pelo software jModelTest v2.1.7 (DARRIBA, 

2012). Foram realizadas quatro corridas independentes com 10.000.000 de 

gerações, sendo as cadeias amostradas a cada 200 gerações. Ao final das análises, 

obtendo-se desvio padrão inferior a 0,01%, 25% das árvores geradas inicialmente 

foram descartadas. O filograma gerado pelo MrBayes foi editado graficamente pelo 

software TreeGaph 2.3.0 (STÖVER; MÜLLER, 2010). 

 

3.7. PCR espécie-específico para Staphylococcus spp. e Bacillus spp. e 

identificação de genes codificadores de toxinas em isolados de 

Staphylococcus, Bacillus e E. coli 

 

 Os isolados identificados como Staphylococcus pelo sequenciamento da 

região 16S rRNA foram submetidos a uma PCR multiplex para identificação das 

espécies S. aureus, S. intermedius, S. schleiferi, S. delphini grupo A e B, S. 

pseudointermedius e S. hyicus (SASAKI et al., 2010, Anexo 1). Aqueles isolados 

identificados como S. aureus foram então testados quanto à presença dos genes 

codificadores das enterotoxinas sea, seb, sec, sed, see, seg, seh, sei, tst, eta, 

pvl e hlg (PANIAGUA-CONTRERAS et al., 2012). Para tanto, na PCR foram 

utilizados DNAs de estirpes positivas para tais genes1. 

 Já os isolados identificados como pertencentes ao gênero Bacillus foram 

testados com um par de oligonucleotídeos específicos para B. cereus (MANZANO et 

al., 2003, Anexo 1). Além disso, tais isolados foram testados quanto à presença dos 

genes codificadores das enterotoxinas hblA, hblC, hblD, nheA, nheB, nheC, cytK, 

entFM e bceT (THAENTHANEE; WONG; PANBANGRED, 2005; 

NGAMWONGSATIT et al., 2008; MTENGA et al., 2012, Anexo 1). Os isolados 

                                                           
1 Estirpes de S. aureus utilizadas como controle positivo: S. aureus (ATCC6538); sea e sed (ATCC23235); seb 

(ATCC14458); sec, seh, sei e hlg (ATCC19095); see (ATCC27664); seg, tst e pvl (ATCC25923); eta (TC-142). 
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identificados como E. coli, segundo o sequenciamento de DNA, foram testados 

quanto à presença dos genes de virulência eaeA, stx1 e stx22 (CHINA; PIRSON; 

MAINIL, 1996, Anexo 1). 

 As PCRs para identificação de espécies bacterianas e genes codificadores de 

toxinas foram realizadas conforme protocolo descrito no item 3.6 para amplificação 

da região 16S rRNA. 

  

3.8. PCR para identificação de genes codificadores de enzimas que conferem 

resistência a antimicrobianos  

  

 Os isolados confirmados como pertencentes à espécie S. aureus foram 

submetidos à PCR para identificação do gene mecA, responsável pela resistência à 

meticilina, utilizando-se os oligonucleotídeos mecA1 (5’-AAAATC GAT GGT AAA 

GGT TGG C-3’) e mecA (5’-AGT TCT GCA GTA CCG GAT TTG C-3’) (MURAKAMI 

et al., 1991).   

 Para testar a presença de genes de resistência a antibióticos do grupo dos β-

lactâmicos nos isolados identificados como pertencentes à família 

Enterobacteriaceae, foram utilizados oligonucleotídeos para identificação dos 

seguintes genes: blaTEM1 e 2, blaSHV-0 e 1, blaOXA-1, 4 e 30, blaCTX-M Grupos 

1, 2, 9 e 8/25 (DALLENNE et al., 2010, Anexo 2). Para a realização do teste, os 

isolados foram submetidos à extração de DNA pelo método de fervura, no qual a lise 

celular ocorre a 99°C, a fim de preservar o material genético dos plasmídeos, onde 

geralmente tais genes estão localizados.  

 Nesta etapa para identificação de genes de resistência a antimicrobianos, foi 

aplicado o mesmo protocolo de PCR mencionado no item 3.6 para amplificação da 

região 16S rRNA. 

 

 

 

 

 
                                                           
2 Estirpe de E. coli utilizada como controle positivo: EcL 6611 
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3.9. Testes de sensibilidade a antimicrobianos 

 

 Para a realização dos antibiogramas, os isolados foram repicados para tubos 

contendo 3 mL de caldo BHI, os quais foram incubados a 37ºC por 24 horas. Após o 

cultivo bacteriano, a densidade óptica (DO) de cada cultura foi calibrada para 0,1, 

medindo-se a absorbância a 600 nm em um equipamento biofotômetro (Eppendorf, 

Hamburgo, Alemanha). As culturas com DO padrão foram semeadas em duplicata 

em placas de Petri contendo 20 mL de Ágar Mueller-Hinton com o auxílio de suabes 

estéreis. Posteriormente, foram depositados seis discos em cada placa contendo os 

seguintes antimicrobianos (Cefar, São Paulo, São Paulo): Amoxicilina + Ácido 

Clavulânico 30 µg, Cefalexina 30 µg, Cefalotina 30 µg, Cefazolina 30 µg, Ceftiofur 30 

µg, Ciprofloxacina 5 µg, Cloranfenicol 30 µg, Enrofloxacina 5 µg, Gentamicina 10 µg, 

Metronidazol 50 µg, Sulfametoxazol + Trimetoprima 25 µg e Tetraciclina 30 µg. As 

placas foram incubadas a 37ºC por 24 horas para avaliar a sensibilidade dos 

isolados aos antimicrobianos. 

 Após o período de incubação, os diâmetros dos halos de inibição da 

multiplicação bacteriana foram mensurados com o auxílio de uma régua e 

analisados de acordo com a tabela padrão fornecida pelo fabricante (baseada na 

CLSI, 2015), por meio da qual os isolados foram classificados como sensíveis ou 

resistentes aos antimicrobianos testados. Quanto ao antimicrobiano cefalexina, não 

existem critérios interpretativos na tabela padrão, portanto, neste caso, os isolados 

que apresentaram qualquer multiplicação celular foram classificados como 

resistentes, enquanto aqueles com ausência de multiplicação foram considerados 

como sensíveis.  

 Foram submetidos aos testes de sensibilidade aos antimicrobianos do grupo 

dos β-lactâmicos os isolados que apresentaram amplificação para algum dos genes 

que conferem resistência a essa classe, e alguns isolados que não apresentaram 

amplificação gênica como controle negativo do teste. Para tanto, as culturas com DO 

padrão de 0,1 medida a 600 nm foram semeadas em placas de Petri contendo ágar 

MacConkey (Oxoid, Waltham, USA) suplementado com 1mg/L de cefotaxima, uma 

cefalosporina de terceira geração, em duplicata. As placas foram incubadas por 24 



24 

 

horas à 37ºC e posteriormente avaliadas quanto à presença e/ou ausência de 

multiplicação bacteriana.  

 

 

4. RESULTADOS 

 

4.1. Isolados obtidos, seleção dos isolados e identificação por 

sequenciamento da região 16S rRNA 

 

 Dentre as 20 amostras de feridas avaliadas, sete foram classificadas como 

agudas e 13 como crônicas. Todas as amostras resultaram em cultivo bacteriano, 

mesmo aquelas que não apresentaram secreção, o que possibilitou a obtenção de 

dez isolados por cão, totalizando 200 isolados. Mediante comparação entre os perfis 

genéticos dos dez isolados obtidos de cada paciente (Figura 1), foram selecionados 

aqueles representantes para o sequenciamento.  

 Desta forma, dos 200 isolados obtidos, 74 tiveram a região 16S rRNA 

sequenciada. Embora esta região do DNA apresente maior especificidade para 

identificação de bactérias em gênero, alguns isolados puderam ser identificados em 

espécie (SRINIVASAN et al., 2015) (Figuras 2 e 3). Como o marcador molecular 

OPP7 mostrou uma nítida distinção entre os perfis genéticos de isolados 

pertencentes a diferentes gêneros e espécies bacterianas, foi possível identificar 

todos os isolados com base nos resultados do sequenciamento (Figura 1, Tabela 1).   
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Figura 1. Perfil genético de isolados bacterianos obtidos de feridas 
cutâneas de cães, segundo PCR-RAPD com o 
oligonucleotídeo OPP7. PM: padrão de tamanho molecular 
1kb plus (Invitrogen); F16.1: Staphylococcus sp.; F17.7: 
Staphylococcus aureus; F18.2 e F18.3: Klebsiella 
pneumoniae; F18.7 e F18.8: Escherichia coli; F19.1: Bacillus 
cereus; F19.2 a F19.5: Enterococcus sp.; F7.1, F7.3, F7.5 a 
F7.8: Proteus mirabilis; F7.2 e F7.4: Klebsiella pneumoniae; 
F7.9: Klebsiella variicola; F7.10: Providencia stuartii. CN: 
controle negativo. 
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Figura 2. Agrupamento filogenético dos isolados obtidos de feridas cutâneas 
de cães, com destaque para as bactérias Gram-negativas. Os 
números entrenós referem-se à confiabilidade dos ramos. 
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Figura 3. Agrupamento filogenético dos isolados obtidos de feridas cutâneas 
de cães, com destaque para as bactérias Gram-positivas. Os 
números entrenós referem-se à confiabilidade dos ramos. 
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Tabela 1. Características dos pacientes como raça, idade, uso de antibioticoterapia, tipo de ferida amostrada, localização da ferida 
no corpo, causa da lesão e isolados bacterianos identificados por sequenciamento da região 16S rRNA dos 20 cães 
avaliados no presente estudo. 

Pacientes Raça/Idade 
Antibiotico

-terapia 

Tipo de 

Ferida/Secreção 

Localização da 

Ferida no Corpo 
Causa 

Espécie ou Gênero encontrado (nº 

de isolados) 

F1 SRD*/4 anos Sim 
Crônica/Sem 

secreção 

Face (região de 

focinho) 

Queimadura 

(eletrocoagulação) 
Enterobacter spp. (10) 

F2 SRD*/4 meses Sim 
Crônica/Sem 

secreção 

Membro Torácico 

Direito 

Necrose por 

aplicação 
Pseudomonas aeruginosa (10) 

F3 Shih tzu/5 anos Sim Aguda/ Purulenta 
Membro Torácico 

Direito 
Mordedura 

Enterobacter spp. (4) 

Enterobacter hormaechei (6) 

F4 
Yorkshire Terrier/9 

anos 
Sim Crônica/ Purulenta Pelve 

Deiscência de 

Pontos (amputação) 

Proteus mirabilis (1) 

Escherichia coli (9) 

F5 
Golden Retriever/9 

anos 
Sim Aguda/ Purulenta Pelve 

Deiscência de 

pontos (amputação 

de membro) 

Enterococcus spp. (9) 

Bacillus megaterium (1) 

F6 SRD*/9 anos Sim 
Crônica/ Sem 

secreção 

Membro Torácico 

Esquerdo 

Necrose por 

aplicação 
Enterococcus spp. (10) 

F7 SRD*/adulto Sim 
Aguda/ Sem 

secreção 

Membro Pélvico 

Direito 
Desconhecida 

Proteus mirabilis (6) 

Klebsiella pneumoniae (2) 

Klebsiella variicola (1) 

Providencia stuartii (1) 

*SRD: sem raça definida 2
8
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Pacientes 
Raça/Idade 

Antibiotico

-terapia 

Tipo de 

Ferida/Secreção 

Localização da 

Ferida no Corpo 
Causa 

Espécie ou Gênero encontrado (nº 

de isolados) 

F8 Poodle/8 anos Sim Crônica/ Purulenta Mama Ulceração de tumor 
Escherichia coli (10) 

 

F9 SRD*/2 anos Não 
Aguda/ 

Serosanguinolenta 
Cauda 

Trauma 

(desconhecido) 

Klebsiella pneumoniae (1) 

Klebsiella aerogenes (3) 

Pseudomonas aeruginosa (6) 

 

F10 Poodle/2 anos Sim Crônica/ Purulenta Face Fístula Oral 

Escherichia coli (1) 

Klebsiella pneumoniae (1) 

Enterococcus spp. (2) 

Enterococcus faecalis (2) 

Enterobacter spp. (2) 

Kluyvera georgiana (2) 

 

F11 
Pastor 

Alemão/9anos 
Sim 

Crônica/ 

Serosanguinolenta 

Membro Pélvico 

Direito 

Arraste de membro 

(lesão em coluna) 
Pseudomonas aeruginosa (10) 

F12 Poodle/10 anos Sim 
Aguda/ Sem 

secreção 

Região Inguinal 

Direita 

Trauma por 

atropelamento 

Escherichia coli (4) 

Proteus mirabilis (6) 

 

F13 

American Pit Bull/ 

8 anos 
Sim 

Crônica/ 

Sanguinolenta 
Prepúcio Ulceração de tumor 

 

Pseudomonas aeruginosa (10) 

Continuação da Tabela 1 

 

2
9
 

* SRD: Sem raça definida. 
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Pacientes Raça/Idade 
Antibiotico

-terapia 

Tipo de 

Ferida/Secreção 

Localização da 

Ferida no Corpo 
Causa 

 

Espécie ou Gênero encontrado (nº 

de isolados) 

F14 
American Pit Bull/ 

7 anos 
Sim Crônica/ Purulenta Mama Ulceração de tumor Proteus mirabilis (10) 

F15 SRD*/12 anos Sim Crônica/ Purulenta Olho Direito Tumor palpebral Enterococcus faecalis (10) 

F16 
American Pit Bull/ 

8 anos 
Sim 

Crônica/ Sem 

secreção 
Mama Ulceração de tumor 

Proteus mirabilis (8) 

Enterococcus faecalis (2) 

F17 
American Pit Bull/ 

7 anos 
Sim 

Crônica/ 

Sanguinolenta 
Mama Ulceração de tumor 

Staphylococcus aureus (9) 

Enterococcus faecalis (1) 

F18 Shih tzu/45 dias Não 
Aguda/ Sem 

secreção 
Região Inguinal Lambedura 

Klebsiella pneumoniae (3) 

Enterococcus faecalis (1) 

Escherichia coli (6) 

F19 
American Pit Bull/ 

8 anos 
Sim 

Aguda/ Sem 

secreção 
Escroto 

Picada de aranha de 

espécie 

desconhecida 

Bacillus cereus (1) 

Enterococcus spp. (8) 

Staphylococcus epidermidis (1) 

F20 Poodle/10 anos Sim 
Crônica/ 

Sanguinolenta 
Mama Ulceração de tumor Acinetobacter baumannii (10) 

* SRD: Sem raça definida. 

3
0
 

Continuação da Tabela 1 
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 Foram encontradas bactérias pertencentes a dois filos, Proteobacteria e 

Firmicutes. Ao todo, foram identificados 11 gêneros bacterianos pertencentes a 

cinco famílias: (i) Enterobacteriacea: Proteus mirabilis (15.5%), Escherichia coli 

(15%), Enterococcus sp. (14.5%), Enterobacter spp. (8%), Enterococcus 

faecalis (8%), Klebsiella pneumoniae (3.5%), Enterobacter hormaechei (3%), 

Klebsiella aerogenes (1.5%), Kluyvera georgiana (1%), Klebsiella variicola 

(0.5%), Providencia stuartii (0.5%); (ii) Pseudomonadaceae: Pseudomonas 

aeruginosa (18%); (iii) Bacillaceae: Bacillus megaterium (0.5%), Bacillus sp. 

(0.5%); (iv) Staphylococcaceae: Staphylococcus aureus (4.5%) e 

Staphylococcus epidermidis (0.5%), e (v) Moraxellaceae: Acinetobacter 

baumannii (5%). 

 Ambos os pacientes (F10 e F18) que apresentaram feridas cutâneas 

secundárias à contaminação por secreção salivar, sendo fístula oral e 

lambedura, respectivamente, apresentaram a identificação de pelo menos três 

espécies similares, como Klebsiella pneumoniae, Enterococcus faecalis e 

Escherichia coli. Dentre os cinco pacientes amostrados com ulceração de 

tumor em região de mama, três (F14, F16 e F17) apresentaram pelo menos 

uma das seguintes espécies bacterianas em comum Proteus mirabilis e 

Enterococcus faecalis. 

 Casos de cães com feridas agudas ou crônicas, associadas a mais de 

um gênero bacteriano, foram de 85,7% e 30,7%, respectivamente. Dentre as 

18 espécies bacterianas identificadas, sete foram encontradas apenas em 

feridas agudas e quatro apenas em feridas crônicas (Figura 4). Apesar desta 

discrepância em termos de espécies, foram encontrados exatamente nove 

gêneros bacterianos diferentes tanto em feridas agudas quanto em crônicas.  

 Já em relação à idade dos pacientes, notou-se que ao dividi-los em dois 

grupos, de 45 dias a 5 anos e de 7 a 12 anos de idade, havia relação da faixa 

etária do paciente com o tipo de ferida e, inclusive, com a presença de certos 

gêneros/espécies bacterianas. O grupo dos pacientes mais novos apresentou 

57% de feridas classificadas como agudas e 43% como crônicas. Os gêneros 

Enterobacter e Klebsiella foram obtidos apenas em cães com esta faixa etária. 

Ao passo que, nos pacientes mais velhos, 77% das feridas eram crônicas e 
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23% agudas e, espécies dos gêneros Bacillus e Staphylococcus foram 

encontradas apenas em cães deste grupo (Figura 4). 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4. Diagramas de Venn indicando a distribuição de gêneros e espécies 
bacterianas encontradas em feridas agudas e crônicas, e em 
pacientes com diferentes faixas etárias.  
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4.2. PCR espécie-específico para Staphylococcus spp. e Bacillus spp. e 

identificação de genes codificadores de toxinas de Staphylococcus, 

Bacillus e E. coli 

 

 Dentre os dez isolados identificados como pertencentes ao gênero 

Staphylococcus pelo sequenciamento da região 16S rRNA, nove (F17.1, F17.2, 

F17.3, F17.4, F17.5, F17.6, F17.7, F17.9 e F17.10) apresentaram amplificação 

com os oligonucleotídeos específicos para a espécie S. aureus. Com exceção 

do isolado F17.7, os demais já haviam sido identificados como pertencentes a 

esta espécie pelo sequenciamento. Já os isolados F16.1 e F19.6 não 

apresentaram amplificação para as espécies testadas por oligonucleotídeos 

específicos, no entanto, o isolado F19.6 foi identificado pelo sequenciamento 

como pertencente à espécie S. epidermidis.  

 Com relação às toxinas estafilococócicas, todos os nove isolados de S. 

aureus obtidos apresentaram amplificação para os genes sea e seh, oito 

isolados (F17.1, F17.3, F17.4, F17.5, F17.6, F17.7, F17.9 e F17.10) foram 

positivos para o gene see e também oito (F17.1, F17.2, F17.3, F17.4, F17.6, 

F17.7, F17.9 e F17.10) para o gene hlg. Desta forma, sete isolados 

apresentaram a associação dos genes sea + seh + see + hlg (F17.1, F17.3, 

F17.4, F17.6, F17.7, F17.9 e F17.10), enquanto o isolado F17.2 apresentou a 

associação de três genes (sea + seh + hlg), assim como o isolado F17.5 que 

também amplificou para três genes (sea + seh + see). 

 Dentre os dois isolados pertencentes ao gênero Bacillus spp. 

submetidos à identificação por PCR espécie-específico, apenas o F19.1 

mostrou-se positivo para a espécie B. cereus. Tal resultado coincide com 

aquele obtido pelo sequenciamento de DNA no qual o isolado F5.6 já havia 

sido identificado como pertencente à espécie B. megaterium. Ambos foram 

submetidos aos testes de presença de genes codificadores de toxinas. Apenas 

o isolado F19.1 apresentou amplificação para os genes hblA, hblC, hblD, nheA, 

nheB, nheC e entFM. 
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 Todos os 30 isolados identificados como E. coli foram submetidos aos 

testes para presença dos genes stx e eaeA, no entanto, nenhum dos isolados 

apresentou amplificação com os oligonucleotídeos específicos. 

 

4.3. PCR para identificação de genes codificadores de enzimas que 

conferem resistência a antimicrobianos 

 

  Todos os nove isolados positivos para a espécie S. aureus não 

amplificaram para o gene mecA, de resistência à meticilina. 

 Já dentre os 200 isolados testados para a presença de genes 

responsáveis pela resistência à antibióticos do grupo dos β-lactâmicos, apenas 

dois (F4.7 e F4.9) apresentaram amplificação com os oligonucleotídeos 

específicos para o gene blaCTX-M-2. A fim de se certificar do resultado, os 

produtos de amplificação dos dois isolados foram submetidos ao 

sequenciamento de DNA para comparação com o banco de dados Genbank. O 

resultado foi confirmatório para a presença do gene blaCTX-M-2 nos dois 

isolados. 

 

4.4. Teste de sensibilidade a antimicrobianos 

 

 Dos 200 isolados avaliados, foram encontrados 70% de resistência por 

parte dos isolados obtidos de feridas agudas e 63% por parte daqueles 

oriundos de feridas crônicas. Dentre os isolados presentes em feridas agudas 

avaliados, 60% apresentaram resistência ao cloranfenicol, 67% à cefalotina, 

54% à enrofloxacina, 73% ao sulfametoxazol + trimetoprima, 50% à 

gentamicina, 60% ao ceftiofur, 94% à cefalexina, 69% à amoxicilina + ácido 

clavulânico, 80% à tetraciclina, 90% à cefazolina, 52% à ciprofloxacina e 100% 

ao metronidazol. Já dentre os isolados de feridas crônicas testados, 68% 

apresentaram resistência ao cloranfenicol, 86% à cefalotina, 31% à 

enrofloxacina, 63% ao sulfametoxazol + trimetoprima, 7% à gentamicina, 57% 

ao ceftiofur, 89% à cefalexina, 61% à amoxicilina + ácido clavulânico, 70% à 

tetraciclina, 94% à cefazolina, 26% à ciprofloxacina e 100% ao metronidazol 
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(Tabela 2). Assim, todos os isolados apresentaram resistência ao metronidazol, 

inclusive o isolado da espécie B. megaterium que apresentou resistência a 

apenas este antibiótico.  

 Os isolados bacterianos de feridas agudas, de diferentes gêneros e 

espécies, apresentaram maior resistência à cefalexina (94% dos isolados). Já 

os isolados de feridas crônicas apresentaram maior resistência à cefazolina 

(94% dos isolados) e, em segundo lugar, também à cefalexina (89% dos 

isolados). Por outro lado, a gentamicina, foi o antimicrobiano pelo qual os 

isolados apresentaram menor resistência, tanto aqueles oriundos de feridas 

agudas (50% dos isolados), quanto aqueles de feridas crônicas (7% dos 

isolados).  

 Também, houve casos individuais de alta resistência aos 

antimicrobianos testados. Os dez isolados obtidos do paciente F3, da espécie 

Enterobacter hormaechei, mostraram resistência aos doze antimicrobianos, 

assim como o isolado F5.8, do gênero Enterococcus sp. Tanto a ferida do cão 

F3 quanto do F5 foram classificadas como agudas e apresentavam secreção 

purulenta no momento da coleta, variando apenas a causa da lesão, no caso 

do paciente F3 foi devido à mordedura e do F5, deiscência de pontos.  

 Comparando-se a resistência antimicrobiana de isolados obtidos de 

feridas agudas e crônicas observou-se que, com exceção do cloranfenicol, 

cefalotina e cefazolina, os isolados de feridas agudas apresentaram maior 

percentual de resistência aos antimicrobianos testados em detrimento daqueles 

de feridas crônicas. Como exemplo, todos os isolados do gênero Enterobacter 

spp. obtidos de feridas agudas apresentaram resistência aos antimicrobianos 

testados, sendo que o mesmo não foi observado para aqueles pertencentes ao 

mesmo gênero obtidos de feridas crônicas. 

 Em relação aos isolados de S. aureus que apresentaram amplificação 

para genes codificadores de toxinas, notou-se que os isolados que tiveram 

associação dos genes sea + seh + see + hlg (F17.4 e F17.9) apresentaram 

resistência a cinco dos antibióticos testados, sulfametoxazol + trimetoprima, 

cefalexina, tetraciclina, cefazolina e metronidazol, assim como o isolado F17.5 

que apresentou associação dos genes sea + seh + see. Já o isolado F17.7 que 
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também apresentou associação dos quatro genes citados primeiramente 

mostrou resistência apenas aos antibióticos cefalexina, tetraciclina e 

metronidazol.  

 Já o isolado F19.1 de B. cereus, que mostrou amplificação para sete dos 

nove genes de virulência testados, apresentou resistência a seis 

antimicrobianos, sulfametoxazol + trimetoprima, ceftiofur, cefalexina, 

amoxicilina + ácido clavulânico, cefazolina e metronidazol. 

            Os isolados F4.7 e F4.9 da espécie E. coli, supostamente resistentes à 

antibióticos do grupo dos β-lactâmicos por terem apresentado amplificação 

para o gene blaCTX-M-2, provaram ser de fato resistentes quando submetidos 

ao teste de sensibilidade ao antibiótico cefotaxima. Outros isolados do estudo, 

que não apresentaram amplificação para o gene, utilizados como controle 

negativo, não se multiplicaram nas placas com esse antibiótico. 

Adicionalmente, os isolados F4.7 e F4.9 apresentaram resistência a outros 10 

dos antimicrobianos testados, como cloranfenicol, cefalotina, enrofloxacina, 

sulfametoxazol + trimetoprima, ceftiofur, cefalexina, tetraciclina, cefazolina, 

ciprofloxacina e metronidazol.  

 Dos 18 pacientes incluídos neste estudo que fizeram uso de 

antimicrobianos, apenas cinco (F2, F3, F4, F10 e F12) estavam sob tratamento 

no momento da coleta, sendo que para os demais já havia sido suspendido. 

Todos os cinco pacientes possuíam estirpes bacterianas resistentes aos 

antimicrobianos pelos quais estavam fazendo uso. O paciente F2 estava sendo 

tratado com cefalexina, o paciente F3 estava fazendo uso de cefalexina e 

metronidazol, ao paciente F10 foram prescritos amoxicilina + ácido clavulânico, 

e aos pacientes F4 e F12 estavam sendo ministrados cefazolina e 

metronidazol. Todos os dez isolados obtidos de cada um dos pacientes F2, F3 

e F4 mostraram resistência aos antimicrobianos pelos quais estavam sendo 

tratados, assim como seis dos dez isolados testados do paciente F12 e cinco 

dentre os nove isolados testados do paciente F10.   
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Tabela 2. Porcentagem de isolados bacterianos obtidos de feridas agudas e crônicas de cães resistentes a antibióticos das 

classes das penicilinas, das cefalosporinas, das fluorquinolonas, dos aminoglicosídeos, dos nitroimidazólicos, 

das sulfonamidas e das tetraciclinas.  

AMC, Amoxicilina + Ácido Clavulânico; CFE, Cefalexina; CFL, Cefalotina; CFZ, Cefazolina; CTF, Ceftiofur; CIP, Ciprofloxacina; CLO, Cloranfenicol; 
ENO, Enrofloxacina GEN, Gentamicina; MTZ, Metronidazol; SUT, Sulfametoxazol + Trimetoprima; TET, tetraciclina. 
- = sensibilidade 

 

Tipo 

de 

ferida 

Gêneros/espécies 

bacterianas (nº de isolados 

testados) 

% de isolados resistentes aos antibióticos 

  AMC CFE CFL CFZ CTF CIP CLO ENO GEN MTZ SUT TET 

Aguda 

Bacillus cereus (1) 100% 100% - 100% 100% - - - - 100% 100% - 

Bacillus megaterium (1) - - - - - - - - - 100% - - 

Enterobacter sp. (4) 100% 100% 100% 100% 100% 100% 100% 100% 100% 100% 100% 100% 

Enterobacter hormaechei (6) 100% 100% 100% 100% 100% 100% 100% 100% 100% 100% 100% 100% 

Enterococcus sp. (22) 83.3% 100% 100% 100% 95.5% 86.4% 9% 95.5% 72.7% 100% 100% 100% 

Enterococcus faecalis (1) - 100% 100% 100% 100% - 100% - 100% 100% 100% 100% 

Escherichia coli (10) 30% 100% 70% 60% 50% 80% 90% 10% 10% 100% 50% 70% 

Klebsiella aerogenes (3) 100% 100% 100% 100% 66.7% - 66.7% 33.3% - 100% 66.7% 66.7% 

Klebsiella pneumoniae (6) 16.7% 100% 33.3% 83.3% 16.7% - 66.7% 16.7% - 100% 50% 100% 

Klebsiella variicola (1) 100% 100% 100% 100% - - 100% - 100% 100% - 100% 

Providencia stuartii (1) 100% 100% - 100% - - - - - 100% - 100% 

Proteus mirabilis (12) 33.3% 100% 33.3% 91.7% - - 16.7% 16.7% 8.3% 100% - 100% 

Pseudomonas aeruginosa (6) 50% 100% 100% 100% 50% - 100% 50% - 100% 100% 50% 

Staphylococcus epidermidis (1) - 100% 100% - 100% 100% - 100% 100% 100% 100% - 

3
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Tipo de 

ferida 

Gêneros/espécies 

bacterianas (nº de isolados 

testados) 

% de isolados resistentes aos antibióticos 

  AMC CFE CFL CFZ CTF CIP CLO ENO GEN MTZ SUT TET 

 Acinetobacter baumannii (10) 20% 100% 100% 100% 100% - 100% - - 100% - - 

 Enterobacter sp. (12) 83.3% 100% 100% 100% - 16.7% - 8.3% 8.3% 100% 8.3% 16.7% 

 

Crônica 

Enterococcus sp. (7) 100% 100% 100% 100% 100% 71.4% 28.6%% 100% 28.6% 100% 100% 100% 

Enterococcus faecalis (15) 46.7% 100% 80% 100% 60% - 40% 53.3% 46.7% 100% 73.3% 93.3% 

Escherichia coli (20) 25% 100% 75% 70% 45% 80% 80% 45% - 100% 45% 75% 

Klebsiela pneumoniae (1) - 100% - 100% - 100% 100% - - 100% - 100% 

Kluyvera georgiana (2) 100% 100% 100% 100% 100% - 100% 100% - 100% 100% 100% 

Proteus mirabilis (19) 52.6% 100% 79% 100% 52.6% - 52.6% - 5.3% 100% 100% 100% 

Pseudomonas aeruginosa (30) 100% 100% 100% 100% 100% - 100% 43.3% - 100% 100% 100% 

Staphylococcus aureus (9) 11% 100% 11% 88.9% 11% - 11% - - 100% 44.4% 100% 

AMC, Amoxicilina + Ácido Clavulânico; CFE, Cefalexina; CFL, Cefalotina; CFZ, Cefazolina; CTF, Ceftiofur; CIP, Ciprofloxacina; CLO, Cloranfenicol; 
ENO, Enrofloxacina GEN, Gentamicina; MTZ, Metronidazol; SUT, Sulfametoxazol + Trimetoprima; TET, tetraciclina; -, sensibilidade. 

 

 

Continuação da Tabela 2 
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5. DISCUSSÃO 

  

 A microbiota normal da pele dos cães é muito rica em microrganismos que 

passam a ter contato com a ferida e podem vir a causar infecção dependendo da 

capacidade imunológica da pele do animal assim como do seu estado de saúde 

geral (COGEN; NIZET; GALLO, 2008; HOFFMANN et al., 2014). Neste estudo, 

observou-se que os casos de feridas crônicas em pacientes na faixa etária de sete a 

doze anos foram quase duas vezes maior do que nos pacientes com menos de 

cinco anos de idade, sendo este um indicativo de que o avanço da idade pode 

interferir no processo de cicatrização e viabilizar o surgimento de feridas crônicas. 

Além disso, notou-se que nas feridas dos pacientes mais velhos houve maior 

prevalência de bactérias gram-positivas em comparação com aquelas amostradas 

de pacientes que tinham até cinco anos de idade. De forma similar, os resultados de 

um estudo que correlacionou a faixa etária de humanos com a composição da 

microbiota da pele e das narinas, mostrou diferenças significativas de filo, gênero e 

espécies bacterianas que compunham a microbiota de crianças e adultos (OH et al., 

2012). Os pesquisadores sugeriram que esta discrepância se dá principalmente 

devido às mudanças hormonais que ocorrem com o passar dos anos.   

 As bactérias identificadas no presente estudo foram pertencentes ao filo 

Proteobacteria, em sua maioria, e ao filo Firmicutes. Embora a técnica utilizada 

permita a identificação apenas das bactérias mais prevalentes na ferida de cada um 

dos pacientes amostrados, tais resultados coincidem com um estudo metagenômico 

da pele de cães saudáveis de diferentes raças e idades que também apontou o filo 

Proteobacteria como o mais abundante, seguido de Firmicutes, Actinobacteria, 

Bacteroidetes e Cianobacteria (HOFFMANN et al., 2014). 

 Tanto as feridas agudas quanto crônicas amostradas apresentaram 

diversidade de gêneros e espécies bacterianas, com prevalência de bactérias gram-

negativas (71,5%) sobre as gram-positivas (28,5%). A literatura relata grande 

diversidade de espécies e gêneros bacterianos presentes em feridas cutâneas e é 

divergente quanto aos casos de prevalência de microrganismos gram-negativos e 

gram-positivos na pele, o que dificulta a escolha da terapia clínica (SORUM; 



40 

 

SUNDE, 2001; MEYERS et al., 2008; MOURO; VILELA; NIZA, 2010; URUMOVA et 

al., 2012).  

    Dentre as espécies gram-negativas identificadas, Proteus mirabilis e E. coli 

foram isoladas em um maior número de pacientes, ocorrendo em 25% dos casos, 

sendo, inclusive, encontradas em associação em dois pacientes do estudo. Essas 

espécies estão geralmente associadas a infecções no trato urinário (COHN et al., 

2003; BUBENIK et al., 2007) e a casos de otite externa crônica (ZAMANKHAN 

MALAYERI; JAMSHIDI; ZAHRAEI SALEHI, 2010), mas também já foram isoladas de 

feridas cirúrgicas infectadas de cães (WINDAHL et al., 2015). Por estarem presentes 

no solo, na água e no trato intestinal de mamíferos, podem ser consideradas 

grandes responsáveis por infecções nosocomiais em humanos (JACOBSEN; 

SHIRTLIFF, 2011). São gêneros bacterianos importantes, não somente sob o ponto 

de vista veterinário mas, principalmente, em saúde pública (HARADA et al., 2014).  

 A resistência de estirpes de E. coli aos antimicrobianos do grupo dos β-

lactâmicos constitui um sério problema, uma vez que tais antimicrobianos estão 

entre os mais modernos comumente utilizados na medicina humana e veterinária 

(PRESCOTT et al., 2002; EGUALE et al., 2017). Neste estudo, foram encontrados 

dois isolados de E. coli que apresentaram o gene blaCTX-M-2 e mostraram 

resistência in vitro à uma cefalosporina de terceira geração, assim como a vários 

outros antimicrobianos.  A literatura relata que estirpes ExPEC de E. coli (patogênica 

extra-intestinal), associadas a infecções do trato urinário, possuem maior 

prevalência dos genes blaTEM, blaSHV e blaCTX-M, respectivamente (BORA et al., 

2014; SEYEDJAVADI; GOUDARZI; SABZEHALI, 2016). Dados mais recentes 

apontam que, entre as β-lactamases de espectro extendido, o tipo blaCTX-M é o 

mais comum, sendo o filogrupo blaCTX-M-1 o mais amplamente distribuído em todo 

o mundo (BROLUND; SANDEGREN, 2016). Além disso, estirpes que possuem 

genes codificadores para β-lactamases são, geralmente, resistentes a vários outros 

antimicrobianos (COURTICE, R.; SNIATYNSKI, M.; RUBIN, 2016), assim como 

observado no presente estudo. A emergência de estirpes resistentes a 

antimicrobianos do grupo dos β-lactâmicos consiste em grande risco à saúde pública 

mundial por estar associada à transferência de resistência a multidrogas 
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(SEYEDJAVADI; GOUDARZI; SABZEHALI, 2016), e se deve, principalmente, ao uso 

indiscriminado de antibióticos (RODAS et al., 2011).  

  Ainda com relação às espécies gram-negativas encontradas neste estudo, a 

segunda mais abundante, identificada em 20% dos pacientes e correspondente à 

18% dos isolados obtidos, foi Pseudomonas aeruginosa. O gênero Pseudomonas 

spp. pode ser isolado da microbiota normal da pele (PETERSEN et al., 2002) e de 

feridas não infectadas (STEPHENS et al., 2003). No entanto, em cães, este gênero 

tem grande importância por estar relacionado a casos de otite crônica e piodermite 

crônica profunda (KROGH; KRISTENSEN, 1981; SEOL et al., 2002), podendo ter 

associação com outros patógenos, tais como Staphylococcus intermedius e E. coli 

(SCOTT; MILLER; GRIFFIN, 2001).  

 No presente estudo, a espécie P. aeruginosa foi identificada em 12% dos 

isolados obtidos de feridas agudas e em 23% dos isolados de feridas crônicas. De 

fato, a literatura relata que o gênero Pseudomonas spp. é encontrado mais 

tardiamente no leito de feridas em humanos, o qual tende a não invadir os tecidos 

mais profundos, porém, pode causar significativa deterioração local devido à 

produção de enzimas lesivas aos tecidos (SCHULTZ et al., 2003). Outro estudo, que 

utilizou abordagem metagenômica de feridas crônicas em humanos, mostrou uma 

relação significativa da antibioticoterapia com o aumento na abundância de bactérias 

da família Pseudomonadaceae (PRICE et al., 2009). De forma similar, no presente 

estudo, dentre os quatro pacientes nos quais a espécie P. aeruginosa foi 

identificada, três estavam sob uso de antimicrobianos. Além disso, destaca-se que o 

paciente F2, cuja ferida era crônica, apresentou prevalência de isolados dessa 

espécie bacteriana, os quais se mostraram resistentes ao antimicrobiano cefalexina, 

o qual estava sendo ministrado na ocasião da coleta das amostras.  

 Membros do gênero Enterobacter spp., por sua vez, foram identificados em 

11% dos isolados obtidos. Tais bactérias são comumente encontradas em 

ambientes terrestres e aquáticos, assim como no trato intestinal de mamíferos 

(DAVIN-REGLI; PAGÈS, 2015). Em humanos, Enterobacter spp. foi reportado como 

causa de infecções hospitalares, incluindo infecções do trato urinário, sepse, 

pneumonia e infecções no sítio operatório (YE et al., 2006; MANZUR et al., 2007). A 

espécie E. hormaechei, encontrada no presente trabalho, resistente a todos os 
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antimicrobianos testados, foi relatada em surtos hospitalares de infecção invasiva 

em vários pacientes (PAAUW et al., 2009).  

 Dentre as Enterobacteriaceaes, Klebsiella pneumoniae, identificada tanto em 

feridas agudas quanto em crônicas no presente estudo, está entre as causas mais 

importantes de infecções bacterianas hospitalares em humanos (SEKI et al., 2013) e 

o aumento de sua resistência a agentes antimicrobianos tem se tornado um 

problema cada vez mais relevante (PATERSON, 2006). De fato, os isolados desta 

espécie encontrados no presente estudo apresentaram alta resistência aos 

antimicrobianos testados, com exceção apenas da gentamicina. O gênero Klebsiella 

foi encontrado em quatro pacientes e totalizou 5,5% dos isolados obtidos. Klebsiella 

é uma bactéria comensal presente no intestino, entretanto, é um patógeno 

oportunista que pode estar relacionado com casos de mastite no gado (DAHMEN et 

al., 2013), abortos em éguas (FERRER; PALOMARES, 2017), sepse em bezerros 

(FECTEAU et al., 1997), pneumonia e infecções do trato urinário em cães, 

pneumonia e septicemia em potros (WILSON; MADIGAN, 1989) e poliartrites em 

crianças (BERNABE et al., 1998).  

 A espécie Kluyvera georgiana foi encontrada apenas no paciente F10 com 

ferida crônica, no qual foram encontradas outras cinco espécies bacterianas. Esta 

espécie está associada à graves infecções em humanos e a um alto nível de 

resistência a antimicrobianos (RIBEIRO et al., 2012), como de fato foi verificado no 

presente estudo. O gênero Kluyvera é responsável por casos de sepse, peritonite, 

infecções de tecidos moles e nos tratos urinário e gastrointestinal em humanos 

(SARRIA; VIDAL; KIMBROUGH, 2001; BROOKS; FELDMAN, 2003).  

 Acinetobacter baumannii, uma espécie também gram-negativa, é um 

patógeno oportunista que possui mecanismos de expressão gênica que os tornam 

multirresistentes a antibióticos (MUNOZ-PRICE; WEINSTEIN, 2008; ENDIMIANI et 

al., 2011), relato este comprovado pelos resultados da nossa pesquisa, na qual 70% 

dos isolados desta espécie foram resistentes a multidrogas. Esta espécie foi 

encontrada em apenas uma paciente diagnosticada com neoplasia em mama com 

ferida crônica com mais de um ano de evolução. A. baumannii é comumente 

responsável por infecções nosocomiais em pacientes humanos imunossuprimidos e 

severamente doentes (PELEG; SEIFERT; PATERSON, 2008), o que pode justificar 
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seu isolamento em uma paciente com doença crônica e de característica 

imunossupressiva. 

 Providencia stuartii foi encontrada em apenas um paciente com ferida aguda. 

Esta bactéria está intimamente relacionada aos gêneros Proteus sp. e Morganella 

sp. (O'HARA; BRENNER; MILLER, 2000), sendo isolada neste paciente juntamente 

com estirpes da espécie Proteus mirabilis. Em humanos, espécies de Providencia 

são uropatógenos comuns e contribuem para o desenvolvimento de urolitíase (WIE, 

2015), além de serem capazes de ocasionar gastroenterites (YOH et al., 2005). Em 

um relato de caso, P. stuartii, foi reportada ocasionando infecção em um cão com 

ulceração severa da pele e celulite (PAPADOGIANNAKIS et al., 2007). Como P. 

stuartii é comumente encontrada no trato urinário, os pesquisadores supuseram que 

a bactéria possa ter infectado a pele devido à sua disseminação via corrente 

sanguínea, o que não pôde ser confirmado neste estudo.  

 Dentre as bactérias gram-positivas encontradas, o gênero Staphylococcus é 

um dos mais citados na literatura como pertencente à microbiota da pele de cães e 

comumente encontrado em casos de feridas (SORUM; SUNDE, 2001; MEYERS et 

al., 2008; MOURO; VILELA; NIZA, 2010; URUMOVA et al., 2012). A espécie S. 

pseudointermedius faz parte da microbiota normal da pele do cão, colonizando até 

90% dos animais (RUSCHER et al., 2009). Espécies como S. aureus, S. 

intermedius, S. hyicus, S. schleiferi e S. pseudointermedius são as mais relatadas 

dentro do gênero como causadoras de doenças em pele e outros tecidos do corpo, 

além de cavidades (WINDAHL et al., 2015). S. aureus é o patógeno primário 

encontrado em humanos, enquanto que em cães, são as espécies S. intermedius e 

S. schleiferi. No entanto, no presente estudo, não foi observada uma prevalência 

significativa de isolados pertencentes a esse gênero nas feridas amostradas, 

estando presente em apenas dois pacientes e com baixa diversidade de espécies, 

como S. aureus e S. epidermidis, o que corrobora com estudo metagenômico 

realizados por Hoffmann e colaboradores (2014), os quais não identificaram isolados 

desse gênero na pele de cães. 

Os isolados da espécie S. aureus foram considerados resistentes a 

multidrogas. Nos estafilococos, a resistência aos macrolídeos, aminoglicosídeos, β-

lactâmicos e glicopeptídeos geralmente prejudica a escolha do tratamento 
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antimicrobiano (CARNEIRO; QUEIROZ; MERQUIOR, 2004). A espécie S. aureus 

ainda produz uma variedade de exoprodutos, como as enterotoxinas (CARNEIRO; 

QUEIROZ; MERQUIOR, 2004). A presença de toxinas em estirpes de 

Staphylococcus pode potencializar a proliferação de bactérias gram-negativas, sua 

disseminação sistêmica e a letalidade aos animais (COHEN et al., 2016).  

Bactérias produtoras de enterotoxinas têm sido amplamente estudadas, não 

somente pela possibilidade de infectar alimentos com suas toxinas, mas, 

principalmente, por serem encontradas em animais e seres humanos (PINCHUK; 

BESWICK; REYES, 2010). As enterotoxinas estafilococócicas encontradas no 

presente estudo estão relacionadas principalmente com infecções alimentares 

(MORRIS; CONWAY; EVERALL, 1972; NILSSON et al., 1999; CHEN; CHIOU; 

TSEN, 2004; IKEDA et al., 2005; PINCHUK; BESWICK; REYES, 2010). Ler, Lee e 

Gopalakrishnakone (2006) citam que as enterotoxinas estafilococócicas 

consideradas mais comuns são sea e seb. No presente trabalho, todos os isolados 

de S. aureus obtidos possuíam os genes sea e seh, enquanto alguns apresentaram 

associação destes com outros genes, see e hlg. O gene hlg foi encontrado em oito 

dos nove isolados de S. aureus obtidos, o que corrobora os dados da literatura de 

que 99% das cepas desta espécie secretam esta toxina (ANWAR et al., 2009).  

 Apesar da importância dos estafilococos, o gênero que mais se destacou 

dentre os gram-positivos foi Enterococcus spp., com prevalência em 40% dos 

pacientes e, correspondente à 22% dos isolados obtidos. Enterococcus é uma 

bactéria comensal dos tratos gastrointestinal e urogenital de humanos, inúmeras 

espécies de mamíferos e pássaros (KOCH et al., 2004). São comuns em ambientes 

contaminados com materiais fecais de humanos e animais, como esgoto, 

reservatórios de água e solos que receberam fertilizantes de origem animal, assim 

como em alimentos derivados de animais (FRANZ et al., 2001; ARCHIMBAUD et al., 

2002; KÜHN et al., 2003). Alguns isolados pertencentes a este gênero são utilizados 

como probióticos, tendo efeitos benéficos sobre uma série de doenças 

gastrointestinais e sistêmicas (OMAR et al., 2004). Entretanto, em algumas 

situações, podem causar doenças graves quando a relação de comensalismo com 

seus hospedeiros é interrompida (JETT; HUYCKE; GILMORE, 1994). E. faecium e 

E. faecalis, associados à colonização ou infecção em animais, são os maiores 
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causadores de infecções clínicas por enterococos em humanos, incluindo infecções 

nosocomiais, especialmente em pacientes imunossuprimidos (VERGIS et al., 2002). 

Estirpes de Enterococcus spp. costumam apresentar resistência a uma variedade de 

classes antimicrobianas, incluindo cefalosporinas, algumas penicilinas, clindamicina 

e trimetoprima, o que torna as implicações da resistência adquirida ainda maiores 

(WEESE, 2008). Em nosso estudo, isolados deste gênero apresentaram resistência 

a todas as classes de antimicrobianos testadas. 

 O gênero Bacillus spp. foi encontrado no presente estudo em apenas dois 

pacientes com feridas agudas, sendo duas espécies distintas, B. cereus e B. 

megaterium. Esta bactéria na forma de bacilo esporulado está associada a infecções 

cutâneas primárias, sendo a espécie B. anthracis, o agente causal do anthrax 

(DUNCAN; SMITH, 2011). A espécie B. megaterium já foi reportada em um relato de 

caso de ferida cutânea em humano com características semelhantes àquelas 

ocasionadas por B. anthracis (DUNCAN; SMITH, 2011). O isolado pertencente à 

espécie B. cereus apresentou resistência a 50% dos antibióticos, além de possuir 

sete dos nove genes de enterotoxinas testados, enquanto o isolado de B. 

megaterium, apresentou resistência apenas ao metronidazol e não amplificou para 

nenhum dos genes de enterotoxinas.  

 Dentre as feridas amostradas neste estudo, 65% foram classificadas como 

crônicas. Alguns experimentos relatam maior abundância e diversidade de 

microrganismos neste tipo de ferida (WALL et al., 2002; SCHULTZ et al., 2003; 

BOWLER, 2003). No entanto, neste trabalho, na maioria dos casos de cães com 

feridas agudas foram encontrados mais de um gênero bacteriano associado em 

detrimento daqueles com feridas crônicas. Tal resultado está, possivelmente, 

relacionado ao fato dos pacientes com feridas agudas não estarem sob tratamento 

antimicrobiano por um longo período de tempo. Nas feridas crônicas, foram 

encontradas bactérias que possuem histórico de resistência a antimicrobianos, o que 

corrobora o fato dos pacientes terem permanecido por longos períodos com as 

feridas mesmo sob antibioticoterapia.  

 O paciente F10, com ferida crônica, apresentou cinco gêneros bacterianos 

diferentes, sendo este o paciente com maior diversidade de microrganismos do 

estudo. Tal resultado converge, também, com o fato da ferida crônica do paciente 
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F10 estar localizada na face, onde pode haver uma maior diversidade de 

microrganismos advindos de diferentes partes do corpo do cão, principalmente da 

cavidade oral (GRICE; SEGRE, 2011; HOFFMANN et al., 2014). Apesar de 50% dos 

isolados testados advindos desse paciente terem sido sensíveis ao antimicrobiano 

com o qual o paciente estava sendo tratado, possivelmente as outras estirpes 

resistentes se sobressaíram e conseguiram se instalar e se multiplicar na ferida. 

            Dentre os outros quatro pacientes em tratamento com antibióticos no 

momento da coleta das amostras, coincidentemente, dois deles, F4 e F12, estavam 

fazendo uso da mesma terapia, com cefazolina e metronidazol, e de ambos foram 

obtidos isolados das espécies E. coli e P. mirabilis, que apresentaram resistência 

aos dois antimicrobianos em questão. Já do paciente F3, com o único caso de ferida 

secundária à mordedura do estudo, foram obtidos apenas isolados do gênero 

Enterobacter que apresentaram resistência a todos os antimicrobianos testados, 

incluindo àqueles com os quais estava sob tratamento (cefalexina e metronidazol). 

Este caso difere do que relatam outros pesquisadores, os quais indicam que feridas 

causadas por mordeduras de cães são geralmente contaminadas e/ou infectadas 

por uma grande diversidade de microrganismos de diferentes fontes (MEYERS et 

al., 2008; MOURO; VILELA; NIZA, 2010).  

 De forma geral, os isolados encontrados no presente estudo, de diferentes 

gêneros e espécies bacterianas, apresentaram resistência à maioria dos 

antimicrobianos testados, além de terem sido, inclusive, resistentes aos 

antimicrobianos pelos quais alguns dos pacientes estavam sendo tratados. Todos os 

isolados apresentaram resistência ao metronidazol, o que já era de se esperar, já 

que é um fármaco comumente utilizado para protozoários e bactérias anaeróbicas 

(LÖFMARK; EDLUND; NORD, 2010). Estes resultados são preocupantes porque o 

cão muitas vezes vive em contato com seu companheiro humano e às vezes 

compartilha casa e cama (WALTHER et al., 2012). Além disso, os cães foram 

apontados como fator de risco de transferência de estirpes bacterianas possuidoras 

de genes de β-lactamases para seus proprietários (MEYER et al., 2012), e em amplo 

espectro, podem transferir estirpes com vários genes de enterotoxinas e 

responsáveis por resistência a multidrogas. 
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6. CONCLUSÃO 

 

 O diagnóstico de resistência bacteriana através do antibiograma é prática, 

ainda, pouco utilizada na Medicina Veterinária. Apesar da técnica ser de simples 

realização e seu custo ser relativamente baixo, muitos profissionais preferem contar 

com a sorte e arriscar na escolha do tratamento contra infecções, sendo uma das 

principais causas de desenvolvimento de resistência à multidrogas e de bactérias 

portadoras de genes codificadores de toxinas. Por existir uma ampla gama de 

espécies colonizando feridas cutâneas agudas e crônicas de cães e, a grande 

maioria, apresentar resistência aos antimicrobianos mais utilizados na rotina clínica 

veterinária, a técnica deve ser de uso obrigatório e a escolha do tratamento, 

individualizada, para que, no futuro, não tenhamos organismos resistentes a todas 

às drogas disponíveis no mercado tanto para animais quanto para humanos. 
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Anexo 1. Oligonucleotídeos iniciadores utilizados para identificar espécies de 
Staphylococcus ssp., toxinas de Staphylococcus aureus, a espécie 
Bacillus cereus e suas toxinas e enterotoxinas de Escherichia coli. 

  

Espécie/gene Oligonucleotídeo/ Sequência (5’ → 3’) 
Tamanho 

(pb) 
Ref. 

Staphylococcus 

aureus 

auF3 - TCGCTTGCTATGATTGTGG 

aunucR - GCCAATGTTCTACCATAGC 
359 

1 

S. intermedius 
inF CATGTCATATTATTGCGAATGA 

inR3 AGGACCATCACCATTGACATATTGAAACC 
430 

S. schleiferi  
schF AATGGCTACAATGATAATCACTAA 

schR CATATCTGTCTTTCGGCGCG 
526 

S. delphini group A 
deaF TGAAGGCATATTGTAGAACAA 

deaR CGRTACTTTTCGTTAGGTCG 
661 

S. delphini group B 
debF GGAAGRTTCGTTTTTCCTAGAC 

debR4 TATGCGATTCAAGAACTGA 
1035 

S. pseudointermedius 
pseF2 TRGGCAGTAGGATTCGTTAA 

pseR5 CTTTTGTGCTYCMTTTTGG 
926 

S. hyicus 
hyF1 CATTATATGATTTGAACGTG 

hyR1 GAATCAATATCGTAAAGTTGC 
793 

S. aureus/sea 
 TTGCAGGGAACAGCTTTAGGCAATC 

 TGGTGTACCACCCGCACATTGA 
252 

2 

S. aureus/seb 
 GACATGATGCCTGCACCAGGAGA 

 AACAAATCGTTAAAAACGGCGACACAG 
355 

S. aureus/sec 
 CCCTACGCCAGATGAGTTGCACA 

 CGCCTGGTGCAGGCATCATATC 
602 

S. aureus/sed 
GAAAGTGAGCAAGTTGGATAGATTGCGGCTAG 

CCGCGCTGTATTTTTCCTCCGAGAG 
830 

S. aureus/see 
TGCCCTAACGTTGACAACAAGTCCA 

TCCGTGTAAATAATGCCTTGCCTGAA 
532 

S. aureus/seg 
TGCTCAACCCGATCCTAAATTAGACGA 

CCTCTTCCTTCAACAGGTGGAGACG 
117 

S. aureus/seh 
CATTCACATCATATGCGAAAGCAGAAG 

GCACCAATCACCCTTTCCTGTGC 
358 

S. aureus/sei 
TGGAGGGGCCACTTTATCAGGA 

TCCATATTCTTTGCCTTTACCAGTG 
220 

S. aureus/sej 
CTCCCTGACGTTAACACTACTAATAACCC 

TATGGTGGAGTAACACTGCATCAAAA 
432  
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Espécie/gene Oligonucleotídeo/ Sequência (5’ → 3’) 
Tamanho 

(pb) 
Ref. 

S. aureus/tst 
AGCCCTGCTTTTACAAAAGGGGAAAA 

CCAATAACCACCCGTTTTATCGCTTG 
306 

2 

S. aureus/eta 
CGCTGCGGACATTCCTACATGG 

TACATGCCCGCCACTTGCTTGT 
676 

S. aureus/etb 
GAAGCAGCCAAAAACCCATCGAA 

TGTTGTCCGCCTTTACCACTGTGAA 
419 

S. aureus/pvl 
TGCCAGACAATGAATTACCCCCATT 

TCTGCCATATGGTCCCCAACCA 
306 

S. aureus/hlg 
TTGGCTGGGGAGTTGAAGCACA 

CGCCTGCCCAGTAGAAGCCATT 
894 

Bacillus cereus 
BCFW1 GTTTCTGGTGGTTTACATGG 

BCRW1 CAACGTATGATTTAATTCCACC 
352 3 

B. cereus/hblD 
GAAACAGGGTCTCATATTCT 

CTGCATCTTTATGAATATCA 
487 4 

B. cereus/hblA 
GCAAAATCTATGAATGCCTA 

GCATCTGTTCGTAATGTTTT 
884 

5 

B. cereus/hblC 
CCTATCAATACTCTCGCAA 

TTTCCTTTGTTATACGCTGC 
695 

B. cereus/cytK 
CGACGTCACAAGTTGTAACA 

CGTGTGTAAATACCCCAGTT 
565 

B. cereus/nheA 
TAAGGAGGGGCAAACAGAAG 

TGAATGCGAAGAGCTGCTTC 
759 

B. cereus/nheB 
CAAGCTCCAGTTCATGCGG 

GATCCCATTGTGTACCATTG 
935 

B. cereus/nheC 
ACATCCTTTTGCAGCAGAAC 

CCACCAGCAATGACCATATC 
618 

B. cereus/entFM 
GTTCGTTCAGGTGCTGGTAC 

AGCTGGGCCTGTACGTACTT 
486 

B. cereus/bceT 
GACTACATTCACGATTACGCAGAA 

CTATGCTGACGAGCTACATCCATA 
303 6 

Escherichia coli/ eaeA 
AGGCTTCGTCACAGTTG 

CCATCGTCACCAGAGGA 
570 

7 E. coli/ stx1 
AGAGCGATGTTACGGTTTG 

TTGCCCCCAGAGTGGATG 
388 

E. coli/stx2 
TGGGTTTTTCTTCGGTATC 

GACATTCTGGTTGACTCTCTT 
807 
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Anexo 2.  Oligonucleotídeos utilizados para identificação de genes da β-lactamase 
em enterobactérias (Dallenne et al., 2010). 

 

PCR  Gene Alvo Oligonucleotídeo/ sequência 5’ → 3’ 
Tamanho 

(pb) 

Multiplex I 

TEM, SHV 

e OXA-1-

like 

Variantes TEM 

incluindo TEM-1 e 

TEM-2 

MultiTSO-T_for CATTTCCGTGTCGCCCTTATTC 

MultiTSO-T_rev CGTTCATCCATAGTTGCCTGAC 
800 

VariantesSHV 

incluindo SHV-1 

MultiTSO-T_for AGCCGCTTGAGCAAATTAAAC 

MultiTSO-T_rev ATCCCGCAGATAAATCACCAC 
713 

OXA-1, OXA-4 e 

OXA-30 

MultiTSO-T_for GGCACCAGATTCAACTTTCAAG 

MultiTSO-T_rev GACCCCAAGTTTCCTGTAAGTG 
564 

Multiplex 

II CTX-M 

grupo 1, 

grupo 2 e 

grupo 9 

Variantes CTX-M 

grupo 1 incluindo 

CTX-M-1, CTX-M-

3 e CTX-M-15 

MultiCTXMGp1_for TTAGGAARTGTGCCGCTGYA 

MultiCTXMGp1-2_rev CGATATCGTTGGTGGTRCCAT 
688 

Variantes CTX-M 

grupo 2 incluindo 

CTX-M-2 

MultiCTXMGp2_for CGTTAACGGCACGATGAC 

MultiCTXMGp1-2_rev CGATATCGTTGGTGGTRCCAT 
404 

Variantes CTX-M 

grupo 9 incluindo 

CTX-M-9 e CTX-

M-14 

MultiCTXMGp9_for TCAAGCCTGCCGATCTGGT 

MultiCTXMGp9_rev TGATTCTCGCCGCTGAAG 
561 

CTX-M 

grupo 

8/25 

CTX-M-8, CTX-M-

25, CTX-M-26 e 

CTX-M-39 a CTX-

M-41 

CTX-Mg8/25_for AACRCRCAGACGCTCTAC 

Mg8/25_rev TCGAGCCGGAASGTGTYAT 
326 

 


