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RESUMO 

Ambientes costeiros apresentam elevados adensamentos populacionais, exercendo uma pressão 
seletiva, principalmente quando há a falta de estrutura sanitária adequada. Efluentes podem carrear 
bactérias patogênicas e antibióticos, gerando uma pressão seletiva aos microrganismos autóctones e 
criando resistomas. Desta forma, é importante o monitoramento de indicadores de contaminação, 
como Escherichia coli e Enterococcus sp. Além disto, faz-se importante o estudo dos mecanismos de 
resistência em áreas ambientais, uma vez que representam um sério risco à saúde pública global. O 
presente trabalho avaliou a diversidade e perfil de resistência de Enterobacteriales isolados de três 
áreas com diferentes níveis de contaminação: Praia da Fazenda (Ubatuba/SP), Baía do Araçá (São 
Sebastião/SP) and Ponta da Praia (Santos/SP).. Entre 2016 e 2018, foram coletadas amostras de água 
e sedimento para a avaliação da qualidade ambiental (densidades de E. coli e Enterococcus sp.) e 
diversidade de Enterobacteriales. As cepas de Enterobacteriales foram isoladas, purificadas e 
identificadas (bioquímica e molecular), e tiveram seu perfil de suceptibilidade avaliado para nove 
antibióticos, incluindo ertapenem (ERT), meropenem (MPM) e imipenem (IPM).   
Concomitantemente, as cepas resistentes à carbapenemicos (ERT, IPM e/ou MPM) foram avaliadas 
para verificar que mecanismo (enzimático ou proteínas da membrana externa) atuava em sua 
resistência. Os resultados apresentam que nos meses de verão, a Baía do Araçá e Ponta da Praia 
sofreram influência antrópica, apresentando densidades de E. coli e Enterococcus sp. acima da 
legislação permitida para água. Uma vez que não há nenhuma legislação específica para sedimento, 
as amostras de sedimento foram comparadas entre si e com relação aos limites apresentados para 
amostras de água. Tanto a Ponta da Praia, como a Baía do Araçá, apresentaram maiores densidades 
para as amostras de sedimento. Ambas apresentaram maiores densidades no verão, tanto para 
amostras de água, quanto para sedimento. Quanto a diversidade de espécies, a Baía do Araçá 
apresentou uma riqueza maior de espécies quando comparada com a Ponta da Praia. As amostras de 
Santos apresentaram uma maior abundância de bactérias patogênicas (e.g. Klebisiella pneumoniae), 
sendo um sério risco à saúde pública e economia local. Por fim, o perfil de suceptibilidade demonstrou 
que as cepas isoladas de Santos apresentam maior resistência aos antibióticos estudados. Foram 
detectadas 11 cepas que eram possíveis produtoras de carbapenemase. Contudo, após as análises 
moleculares, constatou-se que apresentavam mutações e/ou deleções em algumas Omps, conferindo 
assim resistência à carbapenêmicos. Em conclusão, pode-se verificar que a contaminação ambiental 
teve relação direta com o perfil de suceptibilidade das Enterobacteriales estudadas, bem como na sua 
diversidade. Entretanto, mais estudos fazem-se necessários para uma melhor avaliação de locais 
menos contaminados, e compreender a variação temporal a longo prazo da comunidade microbiana. 
O estudo também demonstrou a necessidade de políticas públicas mais rigorosas com relação à 
ambientes costeiros, especialmente com relação aos sedimentos. 
  
PALAVRAS-CHAVE: qualidade microbiológica; balneabilidade; resistencia; Enterobacteriaceae.   



 

 

 

 

ABSTRACT 

 
Coastal environments have high population densities, exerting selective pressure, especially when 
there is a lack of sanitary structure. Effluents can carry pathogenic bacteria and antibiotics, generating 
a selective pressure on indigenous microorganisms, influencing on the creation of resistomas. 
Therefore, it is important to monitor contamination indicators, such as Escherichia coli and 
Enterococcus sp. In addition, it is important to study resistance mechanisms in environmental areas, 
since they represent a serious risk to global public health. The present work aimed to evaluate the 
diversity and resistance profile of Enterobacteriales isolated from three areas with different levels of 
contamination: Fazenda Beach (Ubatuba/SP), Araça Bay (São Sebastião/SP) and Ponta da Praia 
(Santos/SP). Between 2016 and 2018, water and sediment samples were collected to assess 
environmental quality (densities of E. coli and Enterococcus sp.) and diversity of Enterobacteriales. 
The Enterobacteriales strains were isolated, purified and identified (biochemical and molecular 
methods), and their susceptibility profile was evaluated for nine antibiotics, including ertapenem 
(ERT), meropenem (MPM) and imipenem (IPM). Concomitantly, strains resistant to carbapenems 
(ERT, IPM and / or MPM) were evaluated to verify which mechanism (enzyme or outer membrane 
proteins) acted on their resistance. The results demonstrated that in the summer, Araçá Bay and Ponta 
da Praia suffered anthropic influence, presenting densities of E. coli and Enterococcus sp. above the 
permitted water legislation. Since there is no specific legislation for sediment, these samples were 
compared among themselves and compared to the limits for water samples. Both Ponta da Praia and 
Araçá Bay showed higher densities for sediment samples, when compared to water samples. 
Regarding the diversity, the Araçá Bay presented a greater species richness when compared to Ponta 
da Praia. Santos showed a greater abundance of pathogenic bacteria (e.g. Klebisiella pneumoniae), 
being a serious risk to public health and the local economy. Finally, the susceptibility profile of 
Santos’isolates have greater resistance to the studied antibiotics, especially to carbapenems. Eleven 
strains that were possible producers of carbapenemase were detected. However, after molecular 
analysis, it was found that they had mutations and / or deletions in some Omps, thus conferring 
resistance to carbapenems. In conclusion, environmental contamination was directly related to the 
susceptibility profile of the studied Enterobacteriales, as well as their diversity. However, more 
studies are needed to understand the long-term temporal variation of the microbial community. The 
study also demonstrated the need for stricter public policies related to coastal environments, 
especially regarding sediments. 
 
KEYWORDS: microbial quality; bathing; resistance; Enterobacteriaceae. 
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1. INTRODUÇÃO 

 Segundo definição da Convenção das Nações Unidas sobre o Direito do Mar de 

1982, poluição é a introdução, pelo homem, direta ou indiretamente, de substâncias ou 

energia no ambiente marinho, que podem resultar em efeitos deletérios (e.g. queda na 

qualidade da água; danos aos recursos e à vida marinha, incluindo a pesca.). Entretanto, 

devido às lacunas no conhecimento sobre contamicação costeira e oceânica, t6em 

dificultado a implementação efetiva do gerenciamento da poluição marinha (ISLAM & 

TANAKA, 2004). 

 Ecossistemas marinhos e estuarinos apresentam grande importância 

socioeconômica devido aos seus possíveis usos (e.g. pesca e turismo) e elevada 

importância ambiental, sendo de suma importância a qualidade da água e do sedimento 

destes locais (OLIVEIRA, 2009; ALMEIDA et al., 2012). Entretanto, estas regiões 

apresentam grandes concentrações humanas, como, por exemplo, no Brasil, onde cerca 

de 70% da população situa-se na região costeira (IBAMA, 1993; FAGUNDES et al., 2007). 

Muitas áreas costeiras ao redor do mundo, têm sofrido danos por causa da poluição, 

afetando significativamente a pesca e o comércio nestas áreas. Portanto, o controle da 

poluição aquática deve ser considerado como primeira necessidade, para a conservação 

ambiental e dos recursos aquáticos (ISLAM & TANAKA, 2004). 

 A ocupação humana das regiões costeiras é a causa de diversos impactos 

ambientais, como por exemplo descarga de efluentes nos corpos hídricos, muitas vezes 

sem tratamento prévio (DALFIOR, 2005; BURUEM et al., 2013). Esgotos domésticos 

dispostos em regiões costeiras podem carrear diversos microrganismos patogênicos, 

como bactérias, vírus e protozoários, além de compostos químicos, tais como antibióticos 

e metais pesados, expondo os usuários destas áreas ao risco de contrair diversas doenças 

(OLIVEIRI 1982; WHO, 1998; HIRSCH, 1999; ISLAM & TANAKA, 2004).  
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 Além do impacto gerado pela disposição indevida de efluentes, o aumento da 

população nas regiões costeiras durante o verão eleva a descarga orgânica nos corpos 

d’água e, consequentemente, altera a composição qualitativa e quantitativa de 

microrganismos, entre eles os patogênicos (PIANETTI et al., 2004; SATO et al., 2005; 

OLIVEIRA & PINHATA, 2008, OLIVEIRA et al., 2009). Quando estes patógenos atingem as  

águas e areias de praias e regiões costeiras, expõem os banhistas a possibilidade de 

contrair várias doenças, entretanto a incidência destas doenças depende de uma variedade 

de fatores, tais como os níveis de poluição na água ou areia, a natureza e tempo de 

exposição; e as condições do sistema imune do banhista (BARTRAM & REES, 2000). No 

caso das areias de praias e sedimentos, estes mostram-se ambientes mais favoráveis às 

bactérias, uma vez que apresentam proteção contra a luz solar, nutrientes e proteção 

contra predadores (ANDRADE et al., 2015;  PIANETTI et al., 2004; DAVIES & BAVOR, 2000; 

DAVIES-COLLEY et al., 1999; VILLAR et al., 1999; DAVIES et al., 1995;   SINTON et al., 

1994), porém nenhuma legislação vigente faz a regulamentação da qualidade deste 

compartimento ambiental. 

 Diversos estudos demonstraram concentrações de microrganismos, incluindo 

bactérias patogênicas, mais elevadas em amostras de areia e sedimentos do que na coluna 

d’água (ANDRADE et al., 2015; WHITMAN et al., 2014; OLIVEIRA & PINHATA, 2008; 

MUDRYK, 2005; ALM et al., 2003;  WHITMAN & NEVERS, 2003; PAPADAKIS et al., 1997). 

Entretanto, os organismos patogênicos, oriundos de esgotos, principalmente domésticos, 

não afetam apenas os humanos, mas também organismos marinhos. Segundo pesquisa de 

Grillo, et al. (2001), diversos mamíferos marinhos (e.g. cetáceos e pinípedes) 

apresentaram contaminações por patógenos humanos, sendo principalmente afetados por 

bactérias da ordem Enterobacteriales. Além disso, também pode afetar diretamente 

recursos pesqueiros, como bivalves, uma vez que são organismos filtradores e podem 
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concentrar elevadas densidades de compostos químicos e microrganismos em seus 

tecidos, incluindo patógenos (DAME, 1996; MIGNANI et al., 2013). 

 Locais onde a coleta e o tratamento de esgoto são inficientes, precários ou até 

mesmo inexistente, são extremamente suceptíveis à elevação da concentração de 

microrganismos, incluindo organismos patogênicos, sendo assim, a qualidade da água 

deste ambiente é fundamental para que seus usos não acarretem prejuízos ao meio 

ambiente e à saúde da população (OLIVEIRA, 2009). Entretanto, a legislação brasileira 

referente a qualidade microbiológica de águas recreacionais (balneabilidade), Resolução 

CONAMA nº 274 (Brasil, 2000), prevê apenas os padrões microbiológicos para águas 

recreacionais, através da análise de indicadores de contaminação fecal, sendo eles: 

coliformes termotolerantes, Escherichia coli e Enterococcus. É sabido que as bactérias 

do grupo Enterococcus, são mais tolerantes à diferentes condições ambientais, como 

salinidade, baixo pH e outras variáveis, sendo reconhecidas como melhores indicadores 

de qualidade de águas marinhas (CABELLI, 1983; INGHAN et al., 2000; HANCOCK & 

GILMORE, 2006). 

 Apesar de diversos estudos com relação à qualidade das águas recreacionais, há 

um déficit com relação ao número de trabalhos relacionados à qualidade dos sedimentos 

encontrados em praias. É de suma importância a comparação desde dois compartimentos, 

água do mar e sedimentos de praia, uma vez que diversos estudos comprovaram que há 

uma maior concentração de microrganismos nos sedimentos, local onde os banhistas 

passam a maior parte do tempo (MENDES et al., 1993; PAPADAKIS et al., 1997; MUDRYK, 

2005; OLIVEIRA & PINHATA, 2008; WHITMAN et al., 2014; ANDRADE et al., 2015). 

 Além de sedimentos serem locais mais propícios ao crescimento microbiano, a 

legislação brasileira não prevê padrões, nem limites para a qualidade microbiológica deste 
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compartimento, o que é de extrema importância para a balneabilidade de uma praia e 

assegurar a qualidade ambiental deste local. 

 Comumente, os organismos utilizados para a análise de balneabilidade de corpos 

hídricos, são bactérias de origem entérica, na sua maioria Enterobacteriales. Porém, a 

detecção de microrganismos, especialmente patogênicos, no ambiente, é limitada, difícil 

e onerosa. Por isto, são utilizados indicadores (e. g. Escherichia coli), que permitem 

facilmente detectar a presença de contaminação fecal recente e podem indicar o risco da 

presença de microrganismos patogênicos (FIELD & SAMADPOUR, 2007; SAMPAIO, 2010). 

Todavia, segundo o indicador fecal deve estar correlacionado com a presença do 

patógeno, devendo ter um perfil de sobrevivência semelhante ao do patógeno, o que 

muitas das vezes não é possível, como no caso da Escherichia coli (indicador) e da 

Salmonella spp. (patógeno) (LEMARCHAND & LEBARON, 2003; FIELD & SAMADPOUR, 

2007). 

 A contaminação por microrganismos, principalmente por bactérias, acarreta em 

sérios riscos ao ambiente, aos recursos, à vida marinha e à saúde pública. Sendo assim, 

faz-se necessária a identificação dos enteropatógenos nas águas e sedimentos de praias, 

uma vez que representam recursos hídricos (ALMEIDA et al., 2012). Apesar do uso de 

indicadores de contaminação fecal para avaliar a qualidade ambiental e a balneabilidade, 

a detecção e avaliação dos demais microrganismos patogénicos no ambiente é 

extremamente importante (SAMPAIO, 2010), uma vez, que aparecem intermitantemente 

no meio ambiente e em baixas densidades (SAVICHTCHEVA & OKABE, 2006). Além disto, 

na sua grande maioria, estes patógenos são ignorados pelos órgãos fiscalizadores e são 

potencialmente perigosos ao ecossistema, recursos pesqueiros e à vida marinha local. 
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2. REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

2.1. Enterobacteriales 

 Descrita inicialmente por Rahn (1937), a família das Enterobacteriaceae (ordem 

Enterobacteriales) é a mais extensivamente estudada e apresenta algumas espécies 

patógenas para humanos, animais e plantas, que podem afetar economicamente diversas 

atividades (FRANCINO et al., 2006; TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014; MORALES-

LÓPEZ et al., 2019). Anteriormente, a ordem Enterobacteriales contava apenas com uma 

única família, a Enterobacteriaceae. Entretanto, recentemente, devido aos avanços nas 

técnicas moleculares de identificação, novas famílias foram propostas para a ordem 

Enterobacteriales: Enterobacteriaceae, Erwiniaceae, Pectobacteriaceae, Yerniaceae, 

Hafniaceae, Morganellaceae e Budviciaceae (ADEOLU et al., 2016) (Figura 1).  

A ordem Enterobacteriales, apresenta mais de 60 gêneros e mais de 250 espécies 

publicadas (ALNAJAR & GUPTA, 2017). Caracterizam-se por serem bacilos gram-

negativos, anaeróbios facultativos, sem a formação de esporos e pertencem a classe de 

Proteobactérias (FRANCINO et al., 2006; TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014; ADEOLU 

et al., 2016; MORALES-LÓPEZ et al., 2019). São bactérias que estão presentes nos mais 

diversos ambientes, tais como solos, águas, em associação com animais e plantas 

(FRANCINO et al., 2006). Devido à algumas espécies patogênicas importantes, a ordem 

recebe grande atenção dos pesquisadores, especialmente na área de Microbiologia 

Clínica. Contudo, estes microrganismos patogênicos não se restringem aos seus 

hospedeiros, podendo ser encontrados no ambiente, sendo de suma importância o estudo 

desta ordem pelas diversas áreas da Microbiologia. 
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Figura 1 – Diagrama desenvolvido por Adeolu et al. (2016) demonstrando a nova classificação da ordem 
Enterobacteriales. CSI: “conserved signature insertion/deletion” 
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2.1.1. Família Enterobacteriaceae 

Maior e mais bem estudada família da ordem Enterobacteriales. É composta por 

29 gêneros (ADEOLU et al., 2016), entretanto, anteriormente, era composta por mais de 

60 gêneros, uma vez que era a única família pertencente a ordem Enterobacteriales 

(TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014). Dentre os 29 gêneros, podemos destacar Citrobacter 

(WERKMAN & GILLEN, 1932), Enterobacter (RAHN, 1937), Klebsiella 

(DRANCOURT et al., 2001), Salmonella (LIGNIERES, 1900), Shigella (CASTELLANI 

& CHALMERS, 1919) e, o gênero mais conhecido e bem estudado, Escherichia 

(CASTELLANI & CHALMERS, 1919; TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014; ADEOLU et 

al., 2016; MORALES-LÓPEZ et al., 2019). Além dos gêneros conhecidos, recentemente, 

novos gêneros foram descobertos como Atlantibacter (HATA et al., 2016) e Kosakonia 

(BRADY et al., 2011; MORALES-LÓPEZ et al., 2019). Com base em análises 

moleculares e filogenéticas (genomas e múltiplos genes), Adeolu et al. (2016) agrupou 

estes gêneros em um cluster monofilético, devido a 21 assinaturas conservadas em 

proteínas, incluindo enzimas importantes para o metabolismo bacteriano. Todas bactérias 

desta família são catalase positivas e oxidase negativas. Encontram-se distribuídas pelos 

mais diversos habitats, desde amostras de solo e água, até humanos (TEIXEIRA & 

MERQUIOR, 2014; RIBEIRO et al., 2017). 

 

2.1.1.1. Citrobacter spp. 

O gênero foi descrito pela primeira vez por Werkman & Gillen (1932), e 

compreende até o momento 14 espécies: C. freundii (WERKMAN & GILLEN, 1932), C. 

koseri (BRENNER et al., 1999), C. amalonaticus (YOUNG et al., 1971), C. farmeri 

(BRENNER et al., 1999), C. youngae (BRENNER et al., 1999), C. braakii (BRENNER 

et al., 1998), C. werkmanii (BRENNER et al., 1999), C. sedlakii (BRENNER et al., 1999), 
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C. rodentium (BORENSHTEIN & SCHAUER, 2006), C. gillenii (BRENNER et al., 

1999), C. murliniae (BRENNER et al., 1999), C. europaeus (RIBEIRO et al., 2017), C. 

pasteurii (CLERMONT et al., 2015), C. portucalensis (RIBEIRO et al., 2017). 

As bactérias deste gênero apresentam flagelos, que permitem a motilidade destes 

microrganismos. Ademais, são bactérias que são negativas para o teste de Voges-

Proskauer, fenilanina desaminase e lisina descarboxilase, enquanto que são positivas para 

indol, vermelho de metil e podem utilizar citrato como fonte de carbono. (TEIXEIRA & 

MERQUIOR, 2014). As principais diferenças bioquímicas entre as espécies deste gênero 

são apresentadas na Tabela 1. Além da reclassificação realizada por Adeolu et al. (2016), 

podemos observar, por meio de análises moleculares de 16S rRNA (WARREN et al., 

2000; CLERMONT et al., 2015) a subdivisão do gênero Citrobacter em três grupos 

distintos: grupo I (C. freudii, C. youngae, C. braakii, C. werkmanii, C. gillenii e C. 

murliniae), grupo II (C. amalonaticus, C. farmeri, C. sedlakii e C. rodentium) e grupo III 

(C. koseri). 

As espécies deste gênero podem ser encontradas em uma grande variedade de 

hábitats (BORENSHTEIN & SCHAUER, 2006), porém algumas espécies podem ser 

patógenas oportunistas e estão associados com diversas infecções em humanos 

(SAMONIS et al., 2009; CHOWDHRY & COHEN, 2012; CLERMONT et al., 2015). 

No caso de C. freudii, é encontrado principalmente em água do mar, alimentos, 

animais (e.g. mamíferos, aves) e também pode ser encontrado em efluentes (TORANZO 

et al., 1994; MERUVU & DONTHIREDDY, 2013; TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014). 

Esta espécie pode ser um patógeno oportunista, podendo causar diversas infecções em 

humanos (DRELICHMAN & BAND, 1985; WHALEN et al., 2007; CHEN & JI, 2018; 

LALAOUI et al., 2019), ou até mesmo em peixes, comprometendo assim a pesca e/ou 
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aquicultura (TORANZO et al., 1994; SVETLANA et al., 2003; APUN et al., 2010; GU 

et al., 2019; SAMUEL et al., 2019). 

A espécie C. koseri é parte da microbiota intestinal de diversos animais, incluindo 

humanos (PARTE, 2014; EKWANZALA et al., 2020), porém também podem ser 

patógenos secundários e causar infecções em humanos (GROSS et al., 1973; GROSS & 

ROWE, 1983; UNDERWOOD & AVISON, 2004; ANDO et al., 2019; YUAN et al., 

2019; LEE et al., 2020). Cepas patogênicas, que apresentavam genes de resistência a 

carbapenêmicos já foram isoladas de esgotos (EKWANZALA et al., 2020), mas também 

já foram isoladas cepas resistentes de lençóis freáticos (WU et al., 2019), o que representa 

um sério risco à saúde pública e à economia. 

Já as espécies C. europaeus, C. portucalensis e C. pasteurii, são as espécies 

descritas mais recentemente, apresentando poucas publicações envolvendo-as. São 

bactérias naturais da microbiota intestinal de humanos e outros animais, porém também 

podem ser patógenos oportunistas (CLEREMONT et al., 2015; RIBEIRO et al., 2017a; 

RIBEIRO et al., 2017b). Há alguns relatos de cepas multirresistentes (RIBEIRO et al., 

2017a; IGBINOSA et al., 2018; HASAN et al., 2019), podendo representar uma 

preocupação para a saúde pública.  
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Tabela 1 – Características fenotípicas para a diferenciação de bactérias do gênero Citrobacter. -: 0% a 10% 
de positivas; (-): 10% a 20% de positivas; v: 20% a 80% de positivas; (+): 80% a 90% de positivas; +: 90% 
a 100% de positivas.  (Adaptado de TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014) 
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Indol (-) + + (-) v - + + - - + 
Citrato de 
Simmons 

+ + + + (+) + + v v + + 

Produção de 
H2S 

v - (-) (+) v + - - - (+) v 

Urease v v + v v + + v + - v 
Arginina 
desaminase 

+ + + + + + + + - (+) (+) 

Descarboxilase 
de ornitina 

(-) + + - (+) - + + + - - 

Motilidade (+) + + + v + + + v (+) + 
KCN + - + + + + + + - + + 
Malonato (-) + - - - + + - + + - 
D-Glicose (gás) (+) + (+) (+) (+) + + + + + + 
Produção de 
ácido a partir 
de: 

           

Lactose + (+) + (+) (+) v + + + (+) + 
Sacarose v v - v (-) - - + - (-) v 
Dulcitol v v - v v - + - - - + 
Salicina (-) (+) + - - - v + + v v 
Rafinose (+) - - - v - - + - (-) (-) 
Celobiose (+) + + v + (+) + + + (+) + 
a-CH3-

glucosídeo 
v (+) (-) - v - - + - - - 

Esculina (-) v v - - - v v (+) v + 
Melibiose + - - - + - + + - (+) v 
Glicerol + + v + + + (+) v v (+) + 

Acetato de 
sódio 

(+) + + (+) v + (+) + v (-) + 

Redução de 
nitrato 

+ + + + + + + + + + + 

ONPG + + + + (+) + + + + + + 
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2.1.1.2. Enterobacter spp. 

Hormaeche & Edwards (1960) descreveram pela primeira vez o gênero 

Enterobacter, e apresenta 36 espécies, além de cinco subespécies (TEIXEIRA & 

MERQUIOR, 2014; PARTE, 2014): E. aerogenes (HORMAECHE & EDWARDS, 

1960), E. amnigenus (IZARD et al., 1981), E. arachidis (MADHAIYAN et al., 2010), E. 

asburiae (BRENNER et al., 1988), E. bugandensis (DOIJAD et al., 2016), E. 

cancerogenus (UROSEVIC, 1966), E. cloacae subsp. cloacae (JORDAN, 1890; 

HORMAECHE & EDWARDS, 1960; HOFFMANN et al., 2005a), E. cloacae subsp. 

dissolvens (ROSEN, 1922; HOFFMANN et al., 2005a), E. gergoviae (BRENNER et al., 

1980), E. helveticus (STEPHAN et al., 2007), E. hormaechei subsp. steigerwaltii 

(HOFFMANN et al., 2005b), E. hormaechei subsp. oharae (HOFFMANN et al., 2005b), 

E. hormaechei subsp. hormaechei (HOFFMANN et al., 2005b), E. intermedius (IZARD 

et al., 1980), E. kobei (HOFFMANN et al., 2005a), E. ludwigii (HOFFMANN et al., 

2005c), E. massiliensis (LAGIER et al., 2013), E. mori (ZHU et al., 2011), E. muelleri 

(KAMPFER et al., 2005), E. nimipressuralis (BRENNER et al., 1988), E. oryzae (PENG 

et al., 2009), E. oryzendophyticus (HARDOIM et al., 2015), E. oryziphilus (HARDOIM 

et al., 2015), E. pulveris (STEPHAN et al., 2008), E. pyrinus (CHUNG et al., 1993), E. 

sacchari (ZHU et al., 2013), E. sakazakii (FARMER et al., 1980), E. siamensis 

(KHUNTHONGPAN et al., 2014), E. soli (MANTER et al., 2011), E. tabaci (DUAN et 

al., 2016), E. taylorae (FARMER et al., 1985), E. turicensis (STEPHAN et al., 2007) e 

E. xiangfangensis (GU et al., 2014).  

As principais características deste grupo são a produção de ácido e gás a partir de 

glicose e lactose, positivas para Voges-Proskauer, negativas para a produção de H2S, 

fenilalanina desaminase e o teste de vermelho de metil (TEIXEIRA & MERQUIOR, 
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2014). As principais características para diferenciar as principais espécies deste gênero 

estão descritas na Tabela 2. 

 Como a Escherichia coli, as bactérias do grupo Enterobacter, são coliformes 

termotolerantes, associadas ao trato gastrointestinal de mamíferos e aves (DAUGA & 

BREEUWER, 2008; DAVIN-REGLI et al., 2019). Contudo, também podem ser 

encontrados em amostras de solo e água (WU et al., 2018; DAVIN-REGLI et al., 2019). 

Podem ser patógenos oportunistas, especialmente a espécie E. sakazakii (NAZAROWEC 

& FARBER, 1997; IVERSEN et al., 2007; DAUGA & BREEUWER, 2008; DAVIN-

REGLI et al., 2019). 

 Por ser um microrganismo associado ao trato gastrointestinal de animais 

homeotermos diversos, especialmente mamíferos, associa-se a presença de determinadas 

espécies nos ambientes como contaminantes, sendo o grupo dos coliformes 

termotolerantes muito utilizado para medir a qualidade ambiental, especialmente de 

ambientes costeiros (CHAN et al., 1979; CONAMA, 2000; DAVIN-REGLI et al., 2019). 

Assim, diversas pesquisas ao longo dos anos detectaram a presença de Enterobacter em 

ambientes costeiros, incluindo cepas multirresistentes, podendo contaminar, inclusive, 

alimentos de origem marinha (KERRY, 1990; PATEL et al., 2016; MADEC et al., 2017; 

VU et al., 2018).  
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Tabela 2 – Características fenotípicas para a diferenciação de bactérias do gênero Enterobacter. -: 0% a 10% de positivas; (-): 10% a 20% de positivas; v: 20% a 80% de 
positivas; (+): 80% a 90% de positivas; +: 90% a 100% de positivas.  (Adaptado de TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014) 
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E.
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E.
 so

lis
 

E.
 tu
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Hidrólise de 
aesculina 

+ + - +  + v + + + - - (-) + + - + + ND + 

Arginina 
dihidrolase 

- v + v  + + + - - v + + + (-) + - - + - 

Descarboxilase da 
lisina 

+ - - -  - - - + - - - - + - + - + - - 

Vermelho de metil - v - +  - - - - + - - - - - + + - ND + 
Motilidade + + + v  + + (-) + + v (+) + + - + + v + + 
Descarboxilase da 
ornitina 

+ v + +  + + + + - + + + + + + - + + - 

Voges-Proskauer + + + +  + + + + - + + + + + + - + (+) - 
Utilização de:                     

1-O-Metil-a-
galactopiranosida 

(+) + + (+)  - + + + + - + + v - ND + - ND + 

Citrato + + + +  + + + + - + + + + + + - - + - 
D-Arabitol + - + -  - v - + - (-) - - + - - + - ND - 
D-Sorbitol + v + +  - + + - - (-) + + + + + - - + - 
L-Fucose - - + -  + - v v - + - v v - + - - ND - 
Melibiose + + - -  - (+) + + + (-) + + + + + + - + + 

Muco + v - v  + v + - + + v + + (+) + +  ND + 
Putrescina v - - (-)  + + + v + - v - + - - - + ND - 
Sacarose + v + +  - + + + - + + + + - + + + ND - 
a-Ramnose + + + (+)  + + (+) + + + + + + + - + + + + 



 

 

 

27 

Apesar de apresentar espécies descritas há mais de 50 anos, o gênero Enterobacter 

apresenta algumas espécies descritas recentemente como a E. bugandensis. Mesmo com 

a recente descrição, E. bugandensis apresenta um sério risco para a saúde pública, uma 

vez que já foram reportadas cepas resistentes e que afetaram humanos (DOIJAD et al., 

2016; DAVIN-REGLI et al., 2019). Deve-se mencionar, que o risco é maior, uma vez que 

estas bactérias podem colonizar os mais diversos habitats. 

2.1.1.3. Escherichia spp. 

O gênero Escherichia é o mais amplamente estudado de todas as bactérias, 

possuindo oito espécies descritas: E. adecarboxylata (LECLERC, 1962), E. albertii 

(HUYS et al., 2003), E. blattae (BURGESS et al., 1973), E. coli (CASTELLANI & 

CHALMERS, 1919), E. fergusonii (FARMER et al., 1985), E. hermannii (BRENNER et 

al., 1982a), E. marmotae (LIU et al., 2015) e E. vulneris (BRENNER et al., 1982b). A 

Tabela 3 apresenta os testes bioquímicos para a diferenciação das espécies de Escherichia 

spp. 

 

Tabela 3 – Testes bioquímicos para a diferenciação de espécies do gênero Escherichia. +: de 85% a 100% 
das cepas positivas; (+): de 50 a 80% das cepas positivas; (-): de 50 a 80% das cepas negativas; -: de 85% 
a 100% das cepas negativas (TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014). 

Reação E. albertii E. coli E. fergusonii E. hermanii E. vulneris 
Indol - + + + - 
Lisina + + + - + 
Ornitina + (+) + + - 
Crescimento em KCN - - - + - 
Fermentação de:      

Lactose - + - (-) - 
D-Manitol + + + + + 
Adonitol - - + - - 

D-Sorbitol - + - - - 
Rafinose - (+) - (-) + 

L-Ramnose - (+) + + + 
D-Xilose - + + + + 
Celobiose - - + + + 
D-Arabitol - - + - - 

Utilização de acetato + + + (+) (-) 
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 Como mencionado anteriormente, as bactérias deste gênero estão agrupadas, junto 

com Enterobacter spp., no grupo dos coliformes termotolerantes, e são amplamente 

utilizadas como indicadores de contaminação fecal, especialmente em ambientes 

aquáticos (FIKSDAL et al., 1997; CONAMA, 2000; FOPPEN & SCHIJVEN, 2006; 

LOURENÇO et al., 2007; HACHICH et al., 2012; KELLER et al., 2019). 

Dentre todas as espécies do gênero, Escherichia coli é, sem dúvida, a melhor 

estudada. São encontradas associadas ao trato gastrointestinal de animais homeotermos, 

sendo muito utilizadas como indicadoras de contaminação fecal (FOPPEN & 

SCHIJVEN, 2006; HACHICH et al., 2012; ANDRADE et al., 2015). Apesar de serem 

parte da microbiota, podem ser patógenos oportunistas para humanos e demais animais, 

causando diversas infecções, algumas muito graves. Dentre as cepas mais virtulentas, 

temo a Escherichia coli serotipo O157:H7, responsável pela diarreia hemorrágica, 

podendo ser letal (BRESSER et al., 1993; MEAD & GRIFFIN, 1998; PERNA et al., 

2001; RANGEL et al., 2005; PENNINGTON, 2010). Além do serotipo O157:H7, 

diversas cepas de E. coli multirresistentes vêem sendo reportadas em ambientes 

aquáticos, incluindo ambientes costeiros (e.g. praias), representando um sério risco para 

a saúde pública e economia destes locais (MACLELLAN, 2004; ISHII et al., 2007; 

WALK et al., 2007; FIGUEIRA et al., 2011; ANDRADE et al., 2015). 

Outra espécie importante do gênero é E. fergusonii, que é considerada um 

patógeno emergente, responsável por infecções oportunistas (FARMER et al., 1985; 

GAASTRA et al., 2014). Apresenta diversos artigos associando este microrganismo com 

uma ampla gama de infecções em humanos e animais, incluindo infecções do trato 

urinário, diarreia e até bacteremia, sendo considerada uma bactéria com potencial risco 

para a saúde humana e para a economia (BAIN & GREEN, 1999; FEGAN et al., 2006; 
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WRAGG et al., 2009; WEISS et al., 2011; MAIFRENI et al., 2013; GOKHALE et al., 

2014; GAASTRA et al., 2014). 

 

2.1.1.4. Klebsiella spp. 

O gênero Klebsiella é um dos mais importantes dentre todas as bactérias da ordem 

Enterobacteriales, uma vez que apresenta diversas bactérias patogênicas 

multirresistentes, e está presente em uma ampla gama de ambientes (e.g. água, solo, 

animais e humanos) (TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014). O gênero foi descrito por 

Trevisan (1885) e seu nome dado em homenagem ao bacteriologista alemão Edwin Klebs 

(TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014). Possui 11 espécies e cinco subespécies: K. alba (XU 

et al., 2015), K. aerogenes (TINDALL et al., 2017), K. granulomatis (ARAGÃO & 

VIANA, 1913; CARTER et al., 1999), K. grimontii (PASSET & BRISSE, 2018), K. 

michiganensis (SAHA et al., 2013), K. oxytoca (FLÜGGE, 1886; LAUTROP, 1956), K. 

pneumoniae subsp. ozaenae (ABEL, 1893; BERGEY et al., 1925; ØRSKOV, 1984), K. 

pneumoniae subsp. pneumoniae (SCHROETER, 1886; TREVISAN, 1887; ØRSKOV, 

1984), K. pneumoniae subsp. rhinoscleromatis (TREVISAN, 1887; ØRSKOV, 1984), K. 

quasipneumoniae subsp. quasipneumoniae (BRISSE et al., 2014), K. quasipneumoniae 

subsp. similipneumoniae (BRISSE et al., 2014), K. singaporensis (LI et al., 2004). A 

Tabela 4 apresenta a diferenciação bioquímica entre as principais espécies do gênero. 
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Tabela 4 – Diferenciação bioquímica das diferentes espécies de Klebsiella. +: de 85% a 100% das cepas 
positivas; (+): de 50 a 80% das cepas positivas; (-): de 50 a 80% das cepas negativas; -: de 85% a 100% 
das cepas negativas (Adaptado de TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014)  
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Indol (+) + + - - - - 
Gás de lactose à 44,5ºC + - - + + + - 
Crescimento à 10ºC + + + - - - + 
Vermelho de metil - - - - + + - 
Voges-Proskauer + + + + - - + 
Utilização de:        

Palatinose ND ND + + - - - 
L-Sorbose + ND + - - - - 

Urease + - + + - - + 
 

Dentre todas as espécies do gênero, a K. pneumoniae é a que mais recebe atenção, 

uma vez que, apesar de ser uma parte da microbiota natural da boca, pele e trato gastro 

intestinal de humanos, está associada com diversas infecções (BRUN-BUISSON et al., 

1987; WANG et al., 1998; YIGIT et al., 2001; KO et al., 2002; GASIK et al., 2009; 

PATEL et al., 2015). Ademais, diversos registros nos últimos 15 anos, demonstram que 

mais cepas de K. pneumoniae apresentam genes que conferem resistência à 

carbapenemases (KPC), sendo um sério problema para a saúde pública (WEI et al., 2006; 

ANDERSON et al., 2007; NORDMANN et al., 2009; MUNOZ-PRICE et al., 2013). 

Outro ponto importante, é o acometimento de animais (e.g peixes e frutos do mar), 

afetando diretamente a economia (e.g. pesca), além de expor os consumidores ao risco de 

contaminação (TAYLOR et al., 1979; SINGH & KULSHRESHTHA, 1992; ZHANG et 

al., 2018; GHAFUR et al., 2019; MANSOOR et al., 2019). Quando isoladas do ambiente, 

são associadas à contaminação, principalmente por fezes de animais homeotermos, 

incluindo humanos, podendo ser um forte indicativo de contaminação por esgotos 

domésticos (FRAZZON, 2017; HLADICZ et al., 2017; HENRIOT et al., 2019). 
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2.1.1.5. Raoutella spp. 

Descrito recentemente (DRANCOURT et al., 2001), o gênero Raoutella era 

classificado como três espécies do gênero Klebsiella, porém com os avanços moleculares, 

foi possível identificar que era um novo gênero (TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014). 

Atualmente é composto por quatro espécies:R. electrica (KIMURA et al., 2014), R. 

ornithinolytica (SAKAZAKI et al., 1989; DRANCOURT et al., 2001), R. planticola 

(BAGLEY et al., 1982; DRANCOURT et al., 2001) e R. terrigena (IZARD et al., 1981; 

DRANCOURT et al., 2001). São microrganismos ubíquos, podendo estar presentes em 

amostras de solo, água, vegetais, e serem patógenos humanos (BAGLEY & BRENNER, 

1981; CASTANHEIRA et al., 2009; TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014). Caracterizam-

se por não apresentarem motilidade, possibilidade de crescimento a 10ºC (DRANCOURT 

et al., 2001). Importantes testes bioquímicos de diferenciação como utilização de citrato 

e glicose como fonte de carbono, reação positiva para o teste de Voges-Proskauer, 

produção ácido e gás a partir de glicose e a maioria das cepas produzirem 2-3-butanodiol 

a partir da fermentação da glicose, estão apresentados na Tabela 5 (DRANCOURT et al., 

2001; TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014).  

Tabela 5 – Diferenciação bioquímica das diferentes espécies de Raoutella spp. +: positivo, -: negativo. 
(Adaptado de: DRANCOURT et al., 2001; TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014) 

Reação R. plantiocola R. terrigena R. ornithinolytica 
Indol - + - 
Descarboxilase de ornitina + + - 
Utilização de:    

4-Aminobutirato - + - 
Benzoato - - + 

m-Cumarato - + - 
D-Glicosamina - - + 

Histamina - - + 
5-Cetogluconato - - + 

D-Melezitose - - + 
Fenilacetato - - + 
Putrescina - - + 
Quinato + + + 

L-Tartarato + + + 
D-Turanose - - + 
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Anteriormente classificada como Klebsiella plantiocola ou Klebsiella trevisanii, 

R. plantiocola foi reclassificada após análises comparativas de 16S rRNA e genes rpoB, 

(DRANCOURT et al., 2001; CHUN et al., 2014). São bactérias aeróbicas, sem motilidade 

e comumente são encontradas principalmente em ambientes aquáticos (WALCKENAER 

et al., 2004), porém alguns casos de infecção em humanos têm sido registrados, 

especialmente em pacientes imunocomprometidos (ALVES et al., 2007; OLSON et al., 

2013; PUERTA-FERNANDEZ et al., 2013; CHUNG et al., 2014; TSENG et al., 2014). 

Anteriormente classificada como Klebsiella terrigena, a espécie R. terrigena, é 

comumente encontrada em ambientes aquáticos e em amostras de solo (IZARD et al., 

1981; DRANCOURT et al., 2001; SEKOWSKA et al., 2018). Apesar de ser considerada 

uma bactéria ambiental, pode ocorrer como patógeno oportunista em humanos (SHAIKH 

& MORGAN, 2011; DEMIRAY et al., 2015; WANG et al., 2016; FAZAL et al., 2019; 

MAL et al., 2019). Ademais, também pode ocorrer como contaminante em alguns 

alimentos, incluindo alimentos de origem marinha, como peixes e frutos do mar 

(TANTASUTTIKUL & MAHAKARNCHANAKUL, 2019). Por si só, esta espécie não 

representa um grande risco à saúde pública, porém, com o surgimento de diversas cepas 

multirresistentes, há um elevado risco para que, além da contaminação, estes 

microrganismos funcionem como resistomas (DIXON et al., 2016; BRANDT et al., 

2017). 

R. ornithinolytica, anteriormente nomeada Klebsiella ornithinolytica, é uma das 

principais e mais estudadas espécies do gênero Raoutella (DRANCOURT et al., 2001; 

TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014). Assim como as demais espécies do gênero, é uma 

bactéria encontrada, principalmente em ambientes aquáticos, mas pode também ser 

isolada de peixes e insetos (PULIAN MORAIS et al., 2009; MAU & ROSS, 2010), porém 
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pode tornar-se um patógeno oportunista em pessoas com algum imunocomprometimento 

(PULIAN MORAIS et al., 2009; SANDAL & OZEN, 2014; NAKASONE et al., 2015). 

Alguns casos de bacteremia foram reportados, contudo, o principal fato alarmante é a 

presença de cepas resistentes, incluindo para carbapenemases (SUN et al., 2015; 

TRIVEDI et al., 2016; GALLER et al., 2017; LUO et al., 2017; ABBAS & AHMAD, 

2018).  

 

2.1.2. Família Erwiniaceae 

Segundo Adeolu et al. (2016), a família Erwiniaceae possui seis gêneros, sendo 

eles: Erwinia (HAUBEN et al., 1998), Buchnera (MUNSON et al., 1991), Pantoea 

(BRADY et al., 2010), Phaseolibacter (HALPERN et al., 2013), Taumella (HOLLIS et 

al., 1981) e Wigglesworthia (AKSOY, 1995), além de serem catalase-positiva, oxidase-

negativa, não produzirem indol ou hidrogênio dissulfido, Voges-Proskauer positivo 

(exceto Erwinia toletana, Erwinia typographi e algumas cepas de Erwinia oleae). Ainda 

segundo o autor (ADEOLU et al., 2016), estes gêneros foram agrupados em um cluster 

monofilético, devido à 12 assinaturas conservadas em algumas proteínas, tais como a 

glutamato-cisteína ligase e RNA helicase.  

 

2.1.2.1. Pantoea spp. 

O gênero Pantoea foi descrito por Gavini et al. (1989), sendo um grupo 

relativamente dispersos por diversos habitats, desde patógenos de plantas até patógenos 

de humanos (TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014). Apresenta 25 espécies e duas 

subespécies: P. agglomerans (EWING & FIFE, 1972; GAVINI et al., 1989), P. allii 

(BRADY et al., 2011), P. ananatis (SERRANO, 1928; MERGAET et al., 1993), P. 

anthophila (BRADY et al., 2009), P. brenneri (BRADY et al., 2010), P. coffeiphila 
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(GUEULE et al., 2015), P. conspicua (BRADY et al., 2010), P. cypripedii (BRADY et 

al., 2010), P. deleyi (BRADY et al., 2009), P. dispersa (GAVINI et al., 1989), P. eucalypti 

(BRADY et al., 2009), P. eucrina  (BRADY et al., 2010), P. rodasii (BRADY et al., 

2012), P. rwandensis (BRADY et al., 2012), P. septica (BRADY et al., 2010), P. stewartii 

subsp. indologenes (MERGAERT et al., 1993), P. stewartii subsp. stewartii (SMITH, 

1898; MERGAERT et al., 1993), P. vagans (BRADY et al., 2009) e P. wallisii (BRADY 

et al., 2012). 

Apesar de comumente associado à doenças de plantas (CRUZ et al., 2007; 

COUTINHO & VENTER, 2009; TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014), as bactérias deste 

gênero podem também ser isoladas de ambientes aquáticos e solos (WALTERSON & 

STAVRINIDES, 2015). Segundo WALTERSON & STAVRINIDES, o gênero Pantoea 

apresenta uma ampla gama de funções, incluindo potencial terapêutico e biorremediador, 

além de estar presente em uma ampla variedade de habitats (Figura 2). 
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Figure 2 – Esquema apresentando as diversas associações e aplicações do gênero Pantoea (Traduzido de 
WALTERSON & STAVRINIDES, 2015) 
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Tabela 6 -Testes bioquímicos para a diferenciação fenotípica de bactérias do gênero Pantoea. +: 90 a 100% de positividade entre 24-48h; (+) 90 a 100% de positividade entre 
1 e 4 dias; -: negativa; d: de 11 a 89% das cepas positivas entre 1 e 4 dias;  (d): 11-89% de positividade entre 3 e 4 dias; ND: não determinado. Adaptado de TEIXEIRA & 
MERQUIOR, 2014. 
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Ácido de:                   
Glicerol (d) + + ND d - + + (d) d - + + d d - d + 
Dulcitol - - - ND d + - - - - - - + - - - - + 
Lactose d + + - d + - - + (+) d - - d + - (+) - 
Sacarose + + + + ND - + + + + + + - d ND ND + - 
Rafinose (d) + + ND d - - - - - - - - - + + - - 

Utilização 
de: 

                  

Adonitol - + - - - - - - - - + + - - - - - - 
i-Eritritol - - - - - - - - + - d + + - - - - - 
Lactose - + + - (d) + + - - + - d - d + d - - 

Lactulose - + + - d - - - - - - - - d + d - - 
L-Fucose - - - - + + - - - - - - + d ND ND - + 
Melibiose - + + ND - - + - - - - d + d + + - - 
D-Psicose + ND + ND ND ND + + (d) (d) ND + + ND ND ND - - 

Ácido 
quinínico 

- + (+) ND - - + - - - - + + - ND ND - d 

D-Serina - - - ND ND ND (+) - - - ND d d ND ND ND - - 
Sacarose (+) + + + + - + + + + + + - d ND ND + - 
Xilitol - - - - - - - - - - + - - d ND ND - - 
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Mesmo sendo bactérias predominantemente ambientais e/ou patógenas de plantas, 

há alguns relatos de infecções em humanos causadas por Pantoea spp. (KRATZ et al., 

2003; DE BAERE et al., 2004; LIM et al., 2006; ANDREEA et al., 2007; KAHVECI et 

al., 2011; LOTTE et al., 2019; MERIDIAN et al., 2019), incluindo o isolamento de cepas 

resistentes à antibióticos (GAJDÁCS, 2019; HOOD & VAUGHN, 2019). 

 

2.1.3.  Família Pectobacteriaceae 

Família composta por bactérias descobertas há menos de 20 anos, pertencentes a 

cinco gêneros: Pectobacterium (HAUBEN et al., 1998), Brenneria (BRADY et al., 2014), 

Dickeya (SAMSON et al., 2005), Lonsdalea (BRADY et al., 2012) e Sodalis (DALE & 

MAUDLIN, 1999). Produzem ácido a partir de N-acetilglucosamina, negativos para 

oxidase, arginina dehidrolase, ornitina descarboxilase, lisina descarboxilase e hidrogênio 

disulfido, além de serem catalase-positivos (ADEOLU et al., 2016). Baseado em análises 

moleculares (genoma e multi-genes), Adeolu et al. (2016) agrupou os gêneros da família 

Pectobacteriaceae em um cluster monofilético, devido a quatro assinaturas conservadas 

em proteínas importantes como o ativador transcriptonal RhaS, a proteína MotB do motor 

flagelar, histidina quinase e uma proteína hipotética. São bactérias que 

predominantemente colonizam espécies vegetais, como a batata, podendo causar algumas 

doenças (TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014).  

 

2.1.4. Família Yersiniaceae 

Esta família apresenta gêneros importantes, incluindo o gênero Yersinia, famoso 

por ser o patógeno da Peste bulbônica. Ademais Chania (EE et al., 2016), Ewingella 

(GRIMONT et al., 1983), Rahnella (IZARD et al., 1978), Rouxiella (LE FLECHE-
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MATEOS et al., 2015), Samsonia (SUTRA et al., 2001) e Serratia (BIZIO, 1823). As 

bactérias desta família são catalase-positivas, sem a produção de hidrogênio disulfido e 

apresentam motilidade (ADEOLU et al., 2016). Apresentam três assinaturas conservadas, 

sendo assim, Adeolu et al (2016) agrupou os gêneros citados acima em um cluster 

monofilético. 

 

2.1.4.1. Serratia spp. 

Este gênero apresenta pigmentação vermelha característica, podendo crescer em 

meios mínimos e sem adição de fatores de crescimento (TEIXEIRA & MERQUIOR, 

2014). Pertencem a este gênero as seguintes espécies: S. aquatillis (KÄMPFER & 

GLAESER, 2016), S.entomophila (GRIMONT et al., 1988), S. ficaria (GRIMONT et al., 

1981), S. fonticola (GAVANI et al., 1979; GEIGER et al., 2010; KÄMPFER & 

GLAESER, 2015), S. glossinae (GEIGER et al., 2010), S. grimesii (GRIMONT et al., 

1983), S. liquefaciens (GRIMES & HENNERTY, 1931), S. marcescens subsp 

marcescens (BIZIO 1823), S. marcescens subsp sakuensis (AJITHKUMAR et al., 2003), 

S. myotis (GARCÍA-FRAILE et al., 2015), S. nematodiphila (ZHANG et al., 2009), S. 

odorifera (GRIMONT et al., 1978), S. oryzae (ZHANG et al., 2017), S. plymuthica 

(LEHMANN & NEUMANN, 1896), S. proteamaculans subsp proteamaculans (PAINE 

& STANSFIELD, 1919), S. quinovorans (GRIMONT et al., 1978), S. symbiotica (SABRI 

et al., 2011), S. ureilytica (BHADRA et al., 2005) e S. vespertilionis (GARCÍA-FRAILE 

et al., 2015). 

 Bioquimicamente, caracterizam-se por produzirem ácido a partir de maltose, 

salicina e trealose, além de hidrolisarem ONPG, e diferenciam-se entre si conforme 

apresentado na Tabela 7. As espécies deste gênero podem ser frequentemente isoladas de 
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ambientes aquáticos, entretanto podem ser encontradas em amostras de solo, plantas e 

animais (TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014). 

 Entre todas as espécies do gênero, Serratia marcescens é sem dúvidas a melhor 

estudada, especialmente por ser um patógeno oportunista do homem e patógeno de alguns 

insetos (COSTA et al., 2019). Diversos casos foram reportados, desde o trato nasal 

colonizado por S. marcescens até bacteremias (VILLARINO et al., 1989; YU et al., 1998; 

OSTROWSKY et al., 2002; BERNARD et al., 2018). Além dos isolados clínicos, o 

surgimento de cepas multirresistentes e potencialmente patogênicas, têm tornado-se uma 

séria preocupação mundial (HOPKINS et al., 2017; HEMARAJATA et al., 2018; 

RODRIGUEZ et al., 2018; SIMSEK, 2019). Apesar de grande parte dos estudos sobre 

esta espécie focarem em achados clínicos, S. marcescens é estudado há pelo menos 40 

anos devido à sua produção de quitinases (CHAKRABORTTY et al., 2012). Estas 

quitinases apresentam um papel importante na degradação da quitina, podendo ter sua 

utilização na degradação de biofilmes e biocontrole de outros organismos, como 

Sclerotium rolfsii (ORDENLICH et al., 1988; TUVENG et al., 2017; COSTA et al., 

2019). 

 Outra espécie com relativa importância é Serratia liquefaciens, que é comumente 

encontrada em amostras de solo e água (TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014). Apesar de 

incomum, S. marcescens pode ser um patógeno oportunista, sendo associado com sepses 

após processos de transfusão de sangue e choque endotóxico (ROTH et al., 2000; 

GROHSKOPF et al., 2001; HARNETT et al., 2001; DUBOUIX et al., 2005) 
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Tabela 7 – Lista de testes bioquímicos para a diferenciação de bactérias do gênero Serratia. +: positivo; -: 
negativo; F: fraco; ND: não determinado. Adaptado de TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014. 
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Urease - - - + - - - - - - - - - - ND + 
Catalase + + - + + + + + + + + + + + + + 
Indol - - - - - - - - - + - - - - ND - 
Acetoína + + - + - + + ND - + - + + - ND + 
Utilização de:                 

L-Lisina - - + + + + + ND + + - + + - - + 
L-ornitina - - + + + + + - + + - + + - - + 

Citrato + + + + - + + ND + + + + - + - + 
Gelatina + + - - - - + ND ND + - - + + - + 
Piruvato + + - + - + + ND - + - + + - ND + 
Inositol + - + + + + + ND + + - + + + ND + 

D-Sorbitol - + + + + + + + + + + - - - ND + 
L-Ramnose - + + - - - - - ND + - - + - ND - 

Sacarose + + - - + + + + + + + + + + ND + 
Melibiose - + + + + + + - + + + - + + ND - 

Amigdalina + + + + + + + ND + + + + - + ND + 
L-Arabinose - + + + + + + - ND + + + + + ND - 

Arbutina + + + + + + - ND ND + + + - + ND + 
Celobiose F F - - + - - ND + + + - + + ND + 
Dextrina - - - F - - - ND + F - F + - ND + 
Aesculina + + + + + + + ND ND + + + - + + + 

D-Galactose + + + + + + - ND + + + + + + ND + 
Glicerol + - + + + + + ND ND - - + + + - + 
Insulina - + - - - - - ND + - - - F - ND + 
Maltose + +      ND + + + - - + - + 

Melezitose - F - - - + - ND + - + - - - ND - 
Rafinose - - + + + F - - + - + - + + ND - 
Amido - - - - + - - - + - - - - - ND - 

D-Xilose - + + + + + - - + + + + + + ND - 

 

 

2.1.4.2. Rahnella spp. 

Descrito inicialmente por Izard et al. (1979), o gênero apresenta seis espécies: R. 

aquatilis (IZARD et al., 1981), R. bruchi (BRADY et al., 2017), R. inusitata (BRADY et 

al., 2017), R. variigena (BRADY et al., 2017), R. victoriana (BRADY et al., 2017) e R. 

woolbedingensis (BRADY et al., 2017). Caracterizam-se por apresentarem motilidade a 
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25ºC, entretanto é séssil a 36ºC (TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014; BRADY et al., 2017). 

Outras características bioquímicas importantes são a produção de ácido a partir de L-

arabinose, D-glicose, lactose, D-manitol, salicina, celobiose, maltose, D-manose, 

melibiose, L-ramnose, D-xilose e sacarose (BRENNER et al., 1998; TEIXEIRA & 

MERQUIOR, 2014) 

Apresenta ampla distribuição na natureza, incluindo amostras de solo e água 

(JANDA, 2006), entretanto podem, em raros casos, ser patógenos de humanos, 

especialmente pacientes imunosuprimidos (CHANG et al., 1999; TASH, 2005; GAITAN 

& BRONZE, 2010; TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014). Também é importante na fixação 

do nitrogênio em algumas plantas (BERGE et al., 1991; KIM et al., 1997), e há relatos da 

utilização de R. aquatilis no biocontrole de patologias vegetais causadas pelo gênero 

Xantomonas (EL-HENDAWY et al., 2005). 

 

2.1.5. Família Hafniaceae 

Adeolu et al. (2016) agrupou os gêneros Hafnia (MØLLER, 1954), Edwardsiella 

(EWING et al., 1965) e Obesumbacterium (SHIMWELL, 1963) em um cluster 

monofilético baseado em quatro assinaturas conservadas em proteínas, como glucose-1-

fosfatase adenililtransferase. Bactérias deste gênero apresentam catalase-positiva, 

oxidase-negativa, são negativas para lisina descarboxilase, além de serem capazes de 

reduzir nitratos (ADEOLU et al., 2016).  

 

2.1.6. Família Morganellaceae 

Devido a sete assinaturas conservadas na estrutura molecular de algumas proteínas 

(e.g. fosfato acetiltransferase), Adeolu et al. (2016) agrupou Morganella (FULTON, 
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1943), Arsenophonus (GHERNA et al., 1991), Cosenzaea (GIMMANCO et al., 2011), 

Moellerella (HICKMAN-BRENNER et al., 1984), Photohabdus (BOEMARE et al., 

1993), Proteus (HAUSER, 1885), Providencia (EWING, 1962) e Xenarhabdus 

(THOMAS & POINAR JR, 1979). São bactérias oxidase-negativas e negativas para 

Voges-Proskauer (ADEOLU et al., 2016). 

 

2.1.6.1. Proteus spp. 

Inicialmente descrito por Gustav Hauser (1885), este gênero conta, atualmente, 

com 7 espécies: P. alimentorum (DAI et al., 2018a), P. cibarius (HYUN et al., 2016), P. 

columbae (DAI et al., 2018b), P. hauseri (O’HARA et al., 2000), P. mirabilis (HAUSER, 

1885), P. penneri (HICKMAN et al., 1983), P. terrae (BEHRENT et al., 2016) e P. 

vulgaris (HAUSER, 1885). São bactérias que apresentam crescimento ótimo a 37ºC, são 

positivas para a produção de H2S, produzem ácidos a partir de glicose e D-xilose, são 

positivos para fenilalanina desaminase, utilização de tirosina (O’HARA et al., 2000). As 

diferenças bioquímicas entre as espécies de Proteus spp., encontram-se na Tabela 8. 

 O gênero está amplamente distribuindo em uma grande diversidade de habitats, 

incluindo o trato gastrointestinal de mamíferos, aves e répteis (TEIXEIRA & 

MERQUIOR, 2014). Diversos casos de infecções em humanos foram registrados, 

especialmente envolvendo P. mirabilis (STICKLER et al., 1993; EBRIGER & RASHID, 

2006; HOLA et al., 2012; HAMILTON et al., 2018).   
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Tabela 8 – Diferenciação bioquímica das diferentes espécies do gênero Proteus (Adaptado de TEIXEIRA 
& MERQUIOR, 2014). 

Reação 
Porcentagem de positivos (48h) 

P. mirabilis P. penneri P. vulgaris P. hauseri 
Produção de indol 2 0 100 100 
Citrato (Simmons) 65 4 29 0 
Sulfato de hidrogênio (em Ágar TSI) 98 32 57 50 
Motilidade  89 57 100 
Hidrólise de gelatina (22ºC) 90 56 57 100 
Produção de gás 96 46 86 0 
Produção de ácido a partir de:     

Glicerol 70 40 29 0 
Lactose 2 9 0 0 
Maltose 0 96 100 100 

a-metil-D-glucosídeo 0 81 86 50 
Rafinose 1 9 0 0 

L-Ramnose 1 0 0 0 
Salicina 0 0 100 0 
Sacarose 15 96 100 100 
Trealose 98 62 0 0 

Tartaro (Jordan) 87 89 14 0 
Hidrólise de aesculina 0 0 100 0 
Utilização de acetato 20 12 14 0 

Lipase (óleo de milho) 92 35 14 0 
Redução de nitrato 95 12 100 0 

ONPG 0 80 57 100 
DNase (25ºC) 50 10 0 0 

 

 

2.1.6.2. Providencia spp. 

As bactérias deste gênero apresentam como principais características bioquímicas 

a ausência de produção de H2S, produção de gás a partir da fermentação de açúcares 

(exceto lactose), Voges-Proskauser negativo e teste de uréia negativo (TEIXEIRA & 

MERQUIOR, 2014). 

O gênero conta com nove espécies, sendo elas: P. alcalifaciens (DE SALES 

GOMES, 1944), P. burhodogranariea (JUNEJA & LAZZARO, 2009), P. heimbachae 

(MÜELLER et al., 1986), P. rettgeri (HADLEY, 1918; BRENNER et al., 1978), P. 

rustigianii (HICKMAN-BRENNER et al., 1983), P. sneebia (JUNEJA & LAZZARO, 

2009), P. stuartii (BUTTIAUX et al., 1954), P. thailandensis (KHUNTHONGPAN et al., 

2014) e P. vermicola (SOMVANSHI et al., 2006). A diferenciação bioquímica entre as 

espécies, está apresentada na Tabela 9. 
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Tabela 9 – Teste bioquímicos para diferenciar as nove espécies de Providencia spp. +: positivo; -: 
negativo; SD: sem dados. Adaptado de TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014 e KHUNTHOPAN et al., 2014. 
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Utilização de:          
D-Adonitol + + + + - - - SD + 
D-Arabitol - + + + - + - SD + 
L-Arabitol - - + + - - - SD + 
Esculina - - + + - + - + - 

D-Galactose - - + + + - + + + 
Inositol - + + + - - + SD + 

2-Cetogluconato - + + + - - - + + 
Maltose - - - - - - - SD - 

D-Manitol - + + + - + - + + 
Trealose - + - - - + - SD - 
Xilitol - - - - - - + SD - 

 

 

Bactérias do gênero Providencia são componentes da microbiota intestinal de 

humanos, mas também podem ser encontrados em insetos (JACKSON et al., 1995; 

TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014). Outro local onde podem ser encontradas é em 

amostras de efluentes, indicando uma possível contaminação fecal (STOCK & 

WIEDEMANN, 1998; TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014). Apesar de não serem 

usualmente patogênicas, podem causar infecções em humanos (O’HARA et al., 2000; 

MURATA et al., 2001; TRIBE & ROOD, 2002; CHANDER et al., 2006; SHIMA et al., 

2012). E alguns pesquisadores reportaram cepas multirresistentes, incluindo a presença 

de genes de resistência a carbapenêmicos (CHANDER et al., 2006; LEE et al., 2007; 

MAHROUKI et al., 2015). 

 

2.1.7. Família Budviciaceae 
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Família composta pelos gêneros Budvicia (LANG et al., 2012), Leminorella 

(HICKMAN-BRENNER et al., 1985) e Pragia (ALDOVÁ et al., 1988). Apresentam 

como principais características catalase-positiva, oxidase-negativa e negativo para indol, 

arginina dihidrolase, ornitina e descarboxilase de lisina, além de produzirem hi e 

reduzirem nitrato (ADEOLU et al., 2016). Ademais, por meio das análises de 

características moleculares, Adeolu et al. (2016) observou que haviam nove assinaturas 

conservadas nas proteínas bifuncionais, fazendo com que estes três gêneros fossem 

agrupados em um cluster monofilético.  

 

2.1.7.1. Budvicia spp. 

O gênero Budvicia foi inicialmente descrito por Bouvet et al. (1985), são bacilos 

gram-negativos, com 2,5 a 3,0 µm de comprimento, crescendo em pequenas colônias em 

Ágar Nutriente, entre 4ºC e 36ºC (TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014). Até o momento, 

existem apenas duas espécies: Budvicia aquatica (BOUVET et al., 1985) e Budvicia 

diplopodorum (LANG et al., 2012). Apesar de ter sido inicialmente descrita por Aldová 

et al. (1983), o nome não havia sido validado, sendo assim, a publicação de Bouvet et al. 

(1985) foi a publicação válida para a descrição do novo gênero e nova espécie: B. 

aquatica. Foram isoladas três cepas de amostras de água da região da República Tcheca 

e Eslováquia, antiga Tchecoslováquia (BOUVET et al., 1985). Apesar de ser uma espécie 

encontrada naturalmente no meio ambiente, especialmente em ambientes aquáticos, há 

relatos de cepas que infectaram humanos, sendo isoladas de amostras de sangue e urina 

de pacientes imunocomprometidos (TOMCZAK & SMUSZKIEWICZ, 2014; SINGH & 

EBIBENI, 2016), incluindo o caso de contaminação após a passagem do furacão Katrina, 

nos EUA (CORBIN et al., 2007). 
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Lang et al. (2012) isolaram B. diplopodorum do intestino de Cylindroiulus 

fulviceps (Diplopoda), e por análises de 16S rRNA (Figura 3), observou-se a similaridade 

(98,4%) com B. aquatica. A Tabela 10 apresenta os testes bioquímicos para identificar e 

diferenciar estas duas espécies. A principal diferença entre as duas espécies é a 

incapacidade de B. diplopodprum em produzir ácido a partir de D-arabinose, D-arabitol, 

2-cetogluconato, 4-cetogluconato, D-xilose e D-lactose, enquanto que B. aquatica 

(TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014). 

 

 

Figura 3 – Classificação taxonômica de B. diplopodorum. (Lang et al., 2012) 

 

Tabela 10 – Diferenças bioquímicas entre Budvicia aquática e Budvicia dipoplodorum. +: positivo; -: 
negativo. Adaptado de TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014. 

Reação B. dipoplodorum B. aquatica 
b-Galactosidase - + 
Descarboxilase de lisina - - 
Descarboxilase de ornitina - - 
Utilização de citrato - - 
Produção de H2S - + 
Urease - + 
Produção de indol - - 
Produção de acetoína - - 
Produção de ácido a partir de: - - 

Inositol - - 
D-Sorbitol - - 
L-Ramnose + + 

Sacarose - - 
Melibiose - - 

Amigdalina - - 
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2.1.7.2. Leminorella spp. 

Descrita por Hickman-Brenner et al. (1985) em homenagem a Leon Le Minor, são 

bactérias semelhates a Proteus quando se trata de produção de H2S, atividade de tirosinase 

e não fermentarem D-manose, diferenciando do gênero Proteus quanto a ausência de 

urease e desaminação da fenilalanina (IMHOFF, 2005; TEIXEIRA & MERQUIOR, 

2014; SHARMA et al., 2017). São microrganismos sésseis a 36ºC, aeróbicas facultativas 

(IMHOFF, 2005) e, apresenta duas espécies: L. grimontii e L. richardii, ambas descritas 

por Hickman-Brenner et al. (1985). Estão presentes no trato gastrointestinal (IMHOFF, 

2005), e podem causar infecções do trato respiratório e urinário (SHARMA et al., 2017; 

TEIXEIRA & MERQUIOR, 2014; DALAMAGA et al., 2006; BLEKHER et al., 2000). 
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2.2. Resistência Bacteriana 

 

Mundialmente, a resistência aos antibióticos tornou-se uma grande preocupação, 

sendo considerado pela Organização Mundial da Saúde como uma das maiores ameaças 

à saúde pública global, segurança alimentar e ao desenvolvimento (NORDMANN et al., 

2012; WHO, 2014). Em toda a história da medicina, é tido como o medicamento que teve 

maior sucesso, apesar de seu uso comercial ter iniciado por volta de 1940 com a penicilina 

(DAVIES, 2006; AMINOV, 2010; CDC, 2018). Descoberta por Alexander Fleming em 

1928, a penicilina teve sua utilização impulsionada durante a Segunda Guerra Mundial 

(AMINOV, 2010; BUSH & MACIELAG, 2010; LANDECKER, 2016). Estima-se que 

antes da utilização da penilina, cerca de 80% dos pacientes infectados com 

Staphylococcus aureus morriam (BUD, 2007; LANDECKER, 2016). 

Entretanto, alguns anos após a comercialização da penicilina, cepas resistentes 

começaram a ser identificadas e estudadas (CDC, 2018). Nos últimos 20 anos, a 

resistência bacteriana tem mostrado-se um risco emergente, uma vez que sua distribuição 

está cada vez mais global e a velocidade de transmissão (horizontal) de genes tem sido 

cada vez mais rápida (NORDMANN et al., 2012; FAIR & TOR, 2014). A Figura 4 

apresenta uma linha do tempo, correlacionando o ano de descoberta/comercialização de 

alguns dos principais antibióticos, e a descoberta de cepas patogênicas resistentes. 

Observando a Figura 4, é possível identificar que a velocidade de surgimento de novas 

cepas resistentes não é acompanhada pela descoberta de novos antibióticos, 

especialmente novas classes de antimicrobianos. 
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Figura 4 – Linha do tempo correlacionando o ano de Aprovação/Lançamento de um antibiótico versus o 
ano de descoberta da primeira cepa resistente a determinado antibiótico. Adaptado de CDC (2018 e 2019). 

 

Estima-se que o investimento das indústrias farmacêuticas para a descoberta de novos 

antibióticos seja de aproximadamente US$ 1,7 bilhões (FAIR & TOR). Atualmente, 

existem 16 classes de antibióticos, porém há mais de 10 anos nenhuma nova classe é 

descoberta (ANVISA, 2007; COATES et al., 2011; BUCKLAND, 2017). São elas: 1) b-

1943

Aprovação/Lançamento 
do Antibiótico

Detecção de 
microrganismo 

resistente

1940 Staphylococcus resistente a penicilina

Penicilina

1950Tetraciclina
1953Eritromicina

1958Vancomicina 1959 Shigella resistente a tetraciclina
1960Meticilina 1962 Staphylococcus resistente a meticilina

1967Gentamicina
1965 Pneumococcus resistente a penicilina
1967 S. pneumoniae resistente a penicilina

1976 Neisseria gonorrhoeae resistente a 
penicilina

1979 Enterococcus resistente a gentamicina1980Cefalosporinas de amplo espectro
1983 ESBL

1985Imipenem e Ceftazidime 1987 Enterobacteriales resistente a Ceftazidime
1988 E. faecium resistente a vancomicina (plasmídeo)1987Ciprofloxacino

1996Levofloxacino 1996
(i) Pneumococcus resistente a levofloxacino
(ii) K. pneumoniae produtora de carbapenemase (KPC)

1998 Enterobacteriales resistente a imipenem

2003Daptomicina 2002 Staphylococcus resistente a vancomicina

2010Ceftarolina

2004 Staphylococcus resistente a daptomicina (MRSA)

2009 Enterobacteliales PDR

2015 KPC resistente a ceftazidime-avibactam2015Ceftazidime-avibactam
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lactâmicos, que incluem as penicilinas; 2) Quinolonas; 3) Glicopeptídeos; 4) 

Oxazolidinonas; 5) Aminoglicosídeos; 6) Macrolídeos; 7) Lincosaminas; 8) 

Nitroimidazólicos; 9) Cloranfenicol; 10) Estreptomicinas; 11) Sulfonamidas; 12) 

Tetraciclinas; 13) Glicilciclinas; 14) Polimixinas; 15) Daptomicinas; e 16) 

Gemifloxacinas. 

Dentre todas as classes conhecidas até o momento, os b-lactâmicos são os antibióticos 

mais utilizado, seja na medicina humana e/ou veterinária (BUSH et al., 2010; 

NORDMANN et al., 2012; PAGE, 2012; BUSH, 2013). Este grupo de antibióticos, 

apresenta uma grande variedade estrutural, porém apresentam em comum seu núcleo 

constituído por um anel b-lactâmico (BUSH & MACIELAG, 2010; NORDMANN et al., 

2012) (Figura 5). A classe é subdividida em quatro grupos principais: 1) Penicilinas; 2) 

Cefalosporinas; 3) Carbapenêmicos; e 4) Monobactâmicos. 

 

Figure 5 – Estruturas químicas dos quatro grupos pertencentes a classe dos b-lactâmicos, e ao lado 
exemplos de antibióticos de cada grupo. Penicilinas: amoxicilina; Cefalosporinas: Cefalexina; 
Carbapenêmicos: Imipenem; Monobactâmicos: Aztreonam. Adaptado de BUSH & MACIELAG (2010). 

Penicilinas

Cefalosporinas

Carbapenêmicos

Monobactâmicos

Imipenem

Cefalexina

Amoxicilina



 

 

 

51 

Dentre todos os grupos apresentados, os carbapenêmicos apresentam potente ação 

contra diversas bactérias Gram-negativas, especialmente Enterobacteriales, e devido ao 

seu mecanismo de ação e recente descoberta, são tidos como últimos recursos para tratar 

bactérias multirresistentes (BUSH & MACIELAG, 2010; NORDMANN et al., 2011; 

NORDMANN et al., 2012). 

Os b-lactâmicos possuem, basicamente, o mesmo mecanismo de ação, ligando-se às 

proteínas ligadoras de penicilinas (PBP – Penicillin-Binding Proteins) (Figura 6). As 

PBPs possuem a função de manter a integridade da parede celular bacteriana (BUSH & 

MACIELAG, 2010). Sendo assim, os b-lactâmicos atuam inibindo a síntese, por meio da 

penetração através das porinas bacterianas e ligando-se às PBPs (BUSH & MACIELAG, 

2010; NORDMAN et al., 2012). 

 

Figura 6 – Mecanismos primários de resistência à b-lactâmicos em Enterobacteriales. Estes mecanismos 
incluem: (i) inativação enzimática, codificada por genes presentes no plasmídeo e/ou cromossomo; (ii) 
diminuição da Adaptado de Nordmann et al. (2012). 
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Entretanto, antibióticos costumam ficar obsoletos devido ao surgimento de 

mecanismos de resistência bacteriana (WRIGHT, 2005; WRIGHT, 2010). Basicamente, 

existem três mecanismos de resistência bacteriana: 1) Inativação enzimática; 2) Bombas 

de efluxo; e 3) Diminuição da permeabilidade (Figura 6) (WRIGHT, 2005; WRIGHT, 

2010; NORDMANN et al., 2012). 

A desativação enzimática pode ocorrer de duas maneiras principais: (i) por meio da 

transferência de um grupo químico; ou (ii) por meio da hidrólise. A hidrólise é a forma 

mais comum de atuação das enzimas bacterianas, uma vez que a maioria dos antibióticos 

apresentam pontes químicas hidroliticamente susceptíveis (e.g. esteres e amidas) 

(WRIGHT, 2005). Dentre as principais enzimas, encontram-se as b-lactamases, 

apresentando uma grande diversidade de estruturas moleculares (WRIGHT 2005; BUSH, 

2018). 

As b-lactamases são enzimas muito versáteis, e foi o primeiro mecanismo de 

resistência bacteriana descrito (WRIGHT 2005; BUSH, 2018). Segundo Bush et al. 

(1995), as b-lactamases podem ser divididas em quatro grupos. Tais grupos de b-

lactamases apresentam dois principais mecanismos de ação: serina dependentes (Ser-b-

lactamases), como o caso dos Grupos 1, 2 e 4; e dependentes do íon metálico de Zn2+ 

(metalo-b-lactamases), como é o caso do Grupo 2 (Figura 7) (WRIGHT, 2005).  
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Figura 7 – Mecanismos gerais de A) Ser-b-lactamases, e B) metalo-b-lactamases (WRIGHT, 2005). 

 

Outro importante mecanismo de resistência bacteriana são as alterações nas proteínas 

externas de membrana (Omps – Outer membrane proteins) (NORDMANN et al., 2012). 

No caso dos carbapenêmicos, a resistência pode ser ocasionada por mutações e/ou 

deleções nos sítios de ligação (e.g. mutações nas Omps), não permitindo a penetração do 

antibiótico na célula bacteriana (Figura 6) (BUSH, 2013; WALSH et al., 2005; 

NORDMANN et al., 2012).  

Nos últimos anos, a rápida disseminação de bactérias Gram-negativas resistentes à b-

lactamicos têm sido uma grande preocupação, especialmente com relação aos 

carbapenêmicos (DIENE & ROLAIN, 2014). Atualmente, bactérias resistentes aos 

carbapenêmicos, especialmente as Enterobacteriaceae (CRE – Carbapenem resistant 

Enterobacteriaceae) apresentam um crescente risco para a saúde pública global e 

econômia (WALSH et al., 2005; JANECKO et al., 2016; BUSH, 2018). Atualmente 
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O uso massivo e inadequado de antibióticos favorece e acelera a disseminação de 

bactérias resistentes, não apenas em ambientes hospitalares, mas também no meio 

ambiente (TAYLOR et al., 2011; HOCQUET et al., 2016). Em 1973, Davies descobriu 

que a resistência bacteriana não estava restrita apenas a bactérias patogênicas, mas 

também podia ser encontrada em microrganismos ambientais (AMINOV, 2010; 

WRIGHT, 2010). A resistência bacteriana é estudada há mais de 100 anos com foco 

clínico, porém, apenas nas últimas décadas, estudos focados em resistência em 

organismos não patogênicos e/ou de ocorrência em ambientes (WRIGHT, 2005).  

A disseminação de genes de resistência em ambientes pode dar-se de diversas 

maneiras, como apresentado na Figura 8.  

 

Figura 8 – Disseminação da resistência bacteriana entre humanos, agricultura e ambiente. Adaptado de 
CDC (2013). 
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Segundo Wright (2005), a transferência de genes de resistência para bactérias não 

patogênicas, pode formar o que chamamos de resistomas. Resistomas são pools de genes, 

que normalmente conferem resistências a antibióticos, presentes no ambiente, mas nem 

sempre associados a bactérias patogênicas (WRIGHT, 2005; MARTÍNEZ et al., 2014). 

Diversos estudos mostram a presença de genes de resistência em amostras de solo, e até 

presentes em amostras de ambientes extremos, demonstrando que naturalmente os genes 

de resistência a antibióticos podem estar presentes no ambiente, formando assim 

resistomas (MARTÍNEZ et al., 2014).  

Desta maneira, o estudo de microrganismos resistentes em ambientes, faz-se 

extremamente necessário, especialmente tratando-se de Enterobacteriales, podendo-se 

entender sua possível relação com fatores ambientais e associados à diversidade do grupo. 
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2.3. Contaminação de Ambientes Costeiros 

 

Ambientes costeiros concentram grande parte da população mundial (TIBBETS, 

2002; ZAMPIERI et al., 2017), sendo intensamente impactados por atividades antrópicas, 

tais como o descarte de efluentes dométicos (SHIBATA et al., 2004; WHO, 2008; AL 

RASHIDI et al., 2015). O descarte de esgotos em corpos hídricos, incluindo rios e mares, 

eleva os níveis de contaminantes orgânicos, podendo carrear microrganismos patogênicos 

(WHO, 2008; OLIVEIRA & PINHATA, 2008; ANDRADE et al., 2015). Além de 

contaminantes orgânicos, certos contaminantes químicos também podem ser encontrados 

(e.g. antibióticos e pesticidas) (SCHAFHAUSER et al., 2018; O’FLAHERTY et al., 

2019). Os contaminantes, uma vez em contato com os corpos hídricos, são dispersados 

por meio de correntes e ondas (ARAUJO et al., 2013; ANDRADE et al., 2015). Ademais, 

os contaminantes, sejam partículas inorgânicas ou orgânicas, podem permanecer 

suspensos na coluna de água e, posteriormente, depositar nos sedimentos e até em outros 

materiais, como plásticos (ARAUJO et al., 2013; O’FLAHERTY et al., 2019). 

Efluentes domésticos e provenientes de locais extremamente seletivos, como 

hospitais e indústrias, podem levar ao aumento da distribuição e frequência de bactérias 

resistentes em diversos ambientes, tais como água doce e marinha (SCHWARTZ, 2003). 

Além do impacto gerado pela disposição indevida de efluentes, o aumento sazonal da 

população nas regiões costeiras durante o verão eleva a descarga orgânica nos corpos 

d’água (PIANETTI et al., 2004; SATO et al., 2005; OLIVEIRA & PINHATA, 2008, 

OLIVEIRA et al., 2009). Quando estes microrganismos atingem águas e areias de praias 

e regiões costeiras, expõem os banhistas a possibilidade de contrair doenças, entretanto a 

incidência destas doenças depende de uma variedade de fatores, tais como os níveis de 

poluição na água ou areia, a natureza e tempo de exposição, e as condições do sistema 
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imune do banhista (BARTRAM & REES, 2000). No caso das areias de praias e 

sedimentos, estes mostram-se ambientes mais favoráveis às bactérias, uma vez que 

apresentam proteção contra a luz solar, nutrientes e proteção contra predadores 

(ANDRADE et al., 2015;  PIANETTI et al., 2004; DAVIES & BAVOR, 2000; DAVIES-

COLLEY et al., 1999; VILLAR et al., 1999; DAVIES et al., 1995;   SINTON et al., 1994). 

Diversos estudos demonstraram concentrações de microrganismos, incluindo bactérias 

patogénicas, mais elevadas em amostras de areia e sedimentos do que na coluna d’água 

(ANDRADE et al., 2015; WHITMAN et al., 2014; OLIVEIRA & PINHATA, 2008; 

MUDRYK, 2005; ALM et al., 2003;  WHITMAN & NEVERS, 2003; PAPADAKIS et 

al., 1997).  

Conforme citado anteriormente, a Organização Mundial da Saúde considera que o 

grande desafio para os próximos anos é a resistência a antibióticos, uma vez que afeta 

diretamente a saúde pública global, segurança alimentar, desenvolvimento e economia 

(WHO, 2014). Ademais, o estudo de bactérias ambientais, faz-se importante, para 

compreender como há a transmissão dos genes de resistência e formação de resistomas, 

não apenas em uma escala local, mas sim global. (WRIGHT, 2005; WALSH et a., 2005). 

Em relação aos resíduos químicos, como é o caso das drogas terapêuticas (e.g. 

antibióticos) e metais pesados, a principal preocupação da sua presença no ambiente é seu 

potencial de selecionar espécies bacterianas resistentes, exercendo uma pressão seletiva 

na microbiota local (WITTE, 2000; XU et al., 2007). No caso dos antimicrobianos, um 

grande problema é que as espécies resistentes selecionadas e que, portanto apresentam 

genes de resistências aos antimicrobianos, podem transferir estes genes, se ligados a 

componentes celulares móveis, para bactérias da mesma espécie ou de espécies diferente, 

o que aumenta a disseminação de bactérias resistêntes no ambiente. Deste modo, os 
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ambientes marinhos que recebem efluentes domésticos sem o devido tratamento, muitas 

vezes sem qualquer tratamento, tornam-se extremamente seletivos para microbiota, 

tornando-se assim reservatórios potenciais de bactérias resistentes a antimicrobianos, 

contribuindo para disseminação de bactérias resistentes e para o risco à saúde da 

população que utiliza estas áreas para recreação, para obtenção de alimentos entre outras 

atividades (OLIVEIRA & PINHATA 2008; OLIVEIRA et al., 2009; ABESSA et al., 

2012). 

Sendo assim, torna-se de suma importância a análise da contaminação orgânica nos 

corpos hídricos. A avaliação da contaminação orgânica dá-se, principalmente, pela 

avaliação da densidade de microrganismos de origem fecal, como é o caso da E. coli e 

Enterococcus sp. (OLIVEIRA & PINHATA, 2008; ANDRADE et al., 2015). No Brasil, 

a Resolução CONAMA nº274 de 2000 (CONAMA, 2000) dispõe sobre a avaliação da 

qualidade ambiental de corpos hídricos para uso recreacional. A qualidade é medida por 

meio da avaliação das densidades de bactérias entéricas, como o grupo dos coliformes 

termotolerantes, mas principalmente Escherichia coli e Enterococcus spp. (CONAMA, 

2000). A Resolução nº274 (CONAMA, 2000) preconiza que, em águas marinhas 

destinadas à balneabilidade, as densidades de Escherichia coli não devem ultrapassar 

2000 UFC na última amostragem, e 400 UFC para Enterococcus sp. Caso estes valores 

encontrem-se acima das densidades citadas, o local é considerado com águas impróprias, 

sendo um potencial local de risco à saúde pública (OLIVEIRA & PINHATA, 2008; 

ANDRADE et al., 2015). 

Outro efeito negativo da contaminação orgânica, especialmente por bactérias de 

origem fecal, é que estas influenciam diretamente na composição da microbiota local, 

representando um risco para a comunidade microbiana (CHIARETTI et al., 2014; LUNA 
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et al., 2018; SCIARRILLO et al., 2020). A pressão seletiva, especialmente de origem 

antrópica, e a competição entre os microrganismos, pode ocasionar uma diminuição da 

microbiota natural, que pode ser substituída por microrganismos patogênicos (JAHAN & 

STREZOV, 2017). Isto leva a alterações na comunidade microbiana, especialmente em 

ambientes costeiros, onde a pressão antrópica é maior, podendo gerar um desequilíbrio 

ambiental (AGER et al., 2010; JAHAN & STREZOV, 2017; SCIARRILLO et al., 2020). 

(AGER et al., 2010). Uma vez que os microrganismos são responsáveis por diversos 

processos biogeoquímicos em ambientes costeiros, a mudança na estrutura da 

comunidade pode ocasionar sérios desequilíbrios ecológicos, incluindo desbalanços nas 

ciclagens de nutrientes.  

Quando analisamos a costa brasileira, pode-se observar que sua ocupação deu-se de 

forma desordenada, sem planejamento e sem a implementação de políticas de saneamento 

básico e/ou estratégias para mitigar os impactos gerados pelo homem (OLIVEIRA & 

PINHATA 2008; ARAUJO et al., 2013; ANDRADE et al., 2015; GIMILIANI et al., 

2016; KNAPP et al., 2017). Sendo assim, é de suma importância o estudo da composição 

microbiana na costa brasileira, para compreender a relação entre os impactos antrópicos 

e a microbiota. Outro ponto importante, é compreender a presença de possíveis 

resistomas, criados por pressão seletiva, que podem significar um sério risco à saúde 

pública, principalmente dos banhistas. 

Desta maneira, há a hipótese de que locais com maior influência antrópica possuem 

sua diversidade bacteriana, especialmente a ordem Enterobacteriales, alterada. Além de 

que, com base no levantamento bibliográfico, áreas com forte influencia de efluentes 

domésticos, especialmente de locais seletivos (e. g. hospitais), podem criar resistomas e 

disseminar genes de resistência entre bactérias nativas e patogênicas.  
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3. OBJETIVO 

3.1. Objetivos Gerais 

O presente estudo teve como objetivo descrever a diversidade de Enterobacteriales 

presentes em ambientes marinhos e sua relação com a contaminação ambiental. Também 

objetivou em descrever e determinar o perfil de resistência das cepas isoladas nas áreas 

de estudo. 

 

3.2. Objetivos específicos 

• Avaliar a qualidade microbiológica dos compartimentos estudados através 

da determinação das densidades de Escherichia coli e Enterococcus sp.; 

• Verificar a influência da contaminação orgânica na diversidade de 

Enterobacteriales 

• Verificar o perfil de resistência, especialmente à carbapenêmicos, das 

cepas isoladas; 

• Identificar o mecanismo de resistência das cepas positivas ao teste de disco 

sinergia (IPM-EDTA); 
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4. MATERIAIS E MÉTODOS 

4.1. Área de estudo 

O presente estudo foi conduzido em três áreas distintas ao longo do litoral do 

Estado de São Paulo (Figura 9), com diferentes graus de ação antrópica. Foram 

selecionadas as praias de (i) Ponta da Praia (Santos/SP); (ii) Baía do Araçá (São 

Sebastião/SP); e (iii) Praia da Fazenda (Ubatuba/SP). A fim de manter a 

homogeinedade dos dados amostrados, foram selecionados 5 pontos, 

georreferenciados (Tabela 11), por área de estudo. As coletas foram realizadas entre 

2016 e 2018, em dois verões e dois invernos. 

 

Figura 9 - Mapa com a localização dos três locais de coleta: Santos (Ponta da Praia e Porto de Santos); São 
Sebastião (Baía do Araçá); Ubatuba (Praia da Fazenda). 
 
Table 11 - Pontos georreferenciados dos locais de coleta. 

 Baía do Araçá 
(São Sebastião) 

Ponta da Praia 
(Santos) 

Praia da Fazenda 
(Ubatuba) 

 Abrev. S W Abrev. S W Abrev. S W 
Ponto 

1 
A1 23°49'011 45°24'249 PP1 23°59'168 46°17'411 U1 23°21'477 44°50'406 

Ponto 
2 

A2 23°48'431 45°24'273 PP2 23°59'172 46°17'451 U2 23°21'410 44°50'576 

Ponto 
3 

A3 23°48'476 45°24'288 PP3 23°59'186 46°17'474 U3 23°21'370 44°50'095 

Ponto 
4 

A4 23°48'498 45°24'287 PP4 23°59'205 46°17'508 U4 23°21'339 44°50'219 

Ponto 
5 

A5 23°48'531 45°24'293 PP5 23°59'118 46°17'323 U5 23°21'290 44°50'389 
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4.1.1. Ponta da Praia e Porto de Santos (Santos – SP) 

 A Baixada Santista (Figura 10), encontra-se na costa sudeste do Estado de São 

Paulo, fazendo fronteira com a Serra do Mar e é composta por nove municípios: Santos, 

São Vicente, Praia Grande, Peruíbe, Mongaguá, Itanhaém, Guarujá, Bertioga e Cubatão 

(CORBISIER, 1991). O município de Santos foi selecionado para o estudo devido à sua 

importância econômica e elevado impacto antrópico. É uma região altamente povoada e 

próximo à cidade de São Paulo, maior cidade da América Latina. Além da sua 

importância econômica, Santos tem um aumento sazonal de sua população devido ao 

turismo de veraneio, onde há um aumento da população (ITALINI, 2014). 

 

 

Figura 10 – Mapa da área de coleta na região da Baía de Santos. Em vermelho pontos de coleta (PP1 a 
PP5). 
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 A cidade Santos esta situada em um dos pólos de desenvolvimento do país, 

possuindo grande população residente e diversas atividades econômicas de grande porte 

(e.g. transporte marítimo), além de conter ecossistemas de enorme importância como as 

áreas de manguezais na região do Canal do Porto de Santos, atualmente o porto mais 

importante do Hemisfério Sul (HARARI & CAMARGO, 1998; ALFREDINI, et al., 2015).  

 A Baía de Santos apresenta orientação para o sul e é exposta à ação de ondas 

originadas pelos sistemas frontais. Sua linha de costa é composta por um arco praial mais 

largo na região central e mais estreito próximo ao Canal do Porto de Santos, subdividido 

nas seguintes praias: Itararé (município de São Vicente), José Menino, Gonzaga, 

Boqueirão, Embaré, Aparecida e Ponta da Praia (FARINNACCIO et al., 2009). A Ponta da 

Praia localiza-se na entrada do Canal de Santos, além de ser um segmento praial estreito 

(ITALINI, 2014; CORBISIER, 1991). 

 O Porto de Santos localiza-se em uma área estuarina confinada, composta por 

mangues, com padrões hidrodinâmicos influeciados pelas marés e pela profundidade, esta 

última mantida pelas freqüentes dragagens (ALFREDINI, et al., 2015, LAMPARELLI et al., 

2001). Esta região estuarina vem sendo impactada há anos pelas atividades industriais, 

portuárias e pela população, apresentando grandes quantidades de poluentes lançados e 

apresentando elevados níveis de contaminação e toxicidade nos sedimentos (CESAR et al., 

2014; BURUAEM et al., 2013; CESAR et al., 2006; ABESSA, 2002; RACHID, 2002; 

LAMPARELLI et al., 2001).  

 No Brasil, estima-se que apenas 44% dos domicílios apresentam saneamento 

básico, o que contribui para que os esgotos urbanos sejam a principal causa de poluição 

marinha e estuarina no país (TOMMASI, 1987; IBGE, 2010; SAMPAIO, 2010). No caso 

da Baixada Santista, o município de Santos apresenta uma elevada taxa de coleta de 

esgoto, contando com 94% das residências. Entretanto, municípios próximos apresentam 



 

 

 

65 

valores mais reduzidos de coleta, como é o caso do município vizinho de São Vicente, 

que apresenta apenas 44% das residências com coleta de esgoto, o que pode gerar uma 

elevação na contaminação nos sistemas de canais e rios, e consequentemente, poluição 

das praias (BRAGA et al, 2000; CETESB, 2001; LIMA, 2003; ABESSA et al., 2005; 

GIANESELLA, 2006; SAMPAIO, 2008; SAMPAIO, 2010). Outro fator que influencia bastante 

esta área de estudo, é a presença do Emissário Submarino, que opera desde 1978, servindo 

ambos municípios, e que é uma fonte de contaminação para a área, uma vez que o esgoto 

não é tratado (OCCHIPINTI, 1972; RACHID, 2002; MOSER, 2002; ABESSA et al., 2005). 

 

4.1.2. Baía do Araçá (São Sebastião – SP) 

A Baía do Araçá (23º49’S; 45º24’W) (Figura 11) é uma pequena baía, com 

aproximadamente 750m de comprimento), localizada na área continental do município 

de São Sebastião, na porção mais central Canal de São Sebastião (AMARAL et al., 2010; 

SOARES et al., 2018). 
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Figura 11 - Mapa da área da Baía do Araçá (São Sebastião/SP), localizada próxima ao Porto de São 
Sebastião e ao TEBAR. Pontos vermelhos representam os locais de coleta (S1–S5). 

 

 

A área apresenta elevada complexidade biológica e constitui o último testemunho 

existente preservado das áreas de manguezal no trecho entre Bertioga e Ubatuba (SP). 

Geograficamente é caracterizada como uma pequena enseada, cuja formação deu-se 

durante a construção do Porto de São Sebastião (GUBITOSO et al., 2008), limitada por 

flancos rochosos que abrangem quatro praias (Deodato, Pernambuco, Germano e Topo), 

duas ilhotas (Pernambuco e Pedroso), uma extensa planície de fundo mole, inteiramente 

descoberta em períodos de maré baixa de sizígia, sendo que essa configuração impede 

que a região seja afetada diretamente pelos fatores hidrodinâmicos oriundos do Canal de 

São Sebastião (AMARAL et al., 2010).  Devido à proximidade com a malha urbana e a 

ausência de infra-estrutura, especialmente sanitária, há muitos anos a região está exposta 

a diferentes tipos de ação antrópica (e.g., ocupações irregulares, efluentes domésticos, 
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flutuações populacionais devido ao veraneio) (AMARAL et al., 2010; TOMINAGA et al., 

2006). Ademais, nos últimos anos, os impactos antropogênicos na região veem 

aumentando (MUNIZ et al., 2015), especialmente por conta do emissário marinho, 

lançando efluentes domésticos na região, além da área sofrer forte influências do Porto 

de São Sebastião e do Terminal Aquaviário de São Sebastião (TEBAR - Petrobras), 

contribuindo para a contaminação na Baía do Araçá (ZAMPIERI et al., 2016). 

 

4.1.3. Praia da Fazenda (Ubatuba – SP) 

A Praia da Fazenda (23º 20’S; 44º 48’W) localiza-se nomunicípio de Ubatuba, 

litoral norte do Estado de São Paulo (Figura 12).  Possui extensão de 3.2 km e limitada 

por extensos costões rochosos, além de ser uma praia exposta, sofrendo maior influência 

oceânica (STIEGLITZ et al., 2008; BARROS & TESSLER, 2003). Ademais, pode ser 

considerada como uma praia arenosa dissipativa, com ausência de impacto 

antropogênico, situada no Parque Estadual da Serra do Mar, Núcleo Picinguaba, sendo 

uma área de preservação ambiental (MARIA et al., 2013).  
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Figura 12 - Mapa da área de coleta Praia da Fazenda (Ubatuba/SP). Em vermelho, os pontos de coleta (U1 
– U5) distribuídos ao longo da área de estudo. 
 
 
 

4.2. Coleta e Processamento 

Amostras de água e sedimento foram coletadas com intervalos de seis em três 

praias distintas, e com diferentes graus de interferência antropogênica: Baía de Santos 

(Santos/SP), Baía do Araçá (São Sebastião/SP) e Praia da Fazenda (Ubatuba/SP). Foram 

distribuídos 5 pontos de coleta em cada área de estudo, e georeferenciados com o auxílio 

de um equipamento de GPS (GPSMAP 70, Garmin). 

Amostras de água foram coletadas em cada ponto de amostragem, na isóbata de 

1m, com frascos plásticos estéreis. As amostras de sedimento foram coletadas, com o 

auxílio de espátulas estéreis, e acondicionadas em sacolas plásticas estéreis. Todas as 

amostras foram mantidas sob refrigeração (4 ºC) até seu processamento no laboratório de 

Microbiologia Marinha e Ambiental (Micromar – UNESP/IB CLP).  
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4.2.1. Dados Físico-Químicos 

 Durante as coletas, por meio de uma Sonda Multíparametros (Horiba U-50), 

foram mensurados os seguintes parâmetros físico-químicos: temperatura, salinidade, 

oxigênio dissolvido (O.D.) e pH. A análise granulométrica dos sedimentos nos diferentes 

pontos de coleta foi realizada conforme metodologia de Suguio (1973), através do 

peneiramento com peneiras com o intervalo de 0.5 ø.  

 

4.3. Qualidade Microbiológica 

 A avaliação da qualidade microbiológica deu-se pela Técnica de Membrana 

Filtrante (APHA, 2012) nas amostras de água e sedimento, onde foram avaliadas as 

densidades de Escherichia coli e Enterococcus sp. conforme legislação vigente 

(CONAMA, 2000). 

 Para a remoção dos microrganismos aderidos aos grãos de areia, 20 g de 

sedimento foram homogeneizados em 180mL de solucão salina (NaCl 0,9%) e colocados 

no agitador Kline por 10 minutos, duas vezes, para que haja o desprendimento (OLIVEIRA 

& PINHATA, 2008). Em membranas de nitrato de celulose de 47mm de diâmetro e 0,45µm 

de porosidade, foram filtrados os volumes de 5mL e 1mL do sobrenatante para as 

amostras de sedimento, e volumes de 50mL, 25mL e 10mL para as amostras de água. 

 

4.3.1. Escherichia coli 

Para as análises de E. coli, após a filtração, as membranas foram transferidas para 

placas Milipore®, contendo Ágar mTEC e incubadas a 36ºC (±1ºC) por 2 horas, e 

posteriormente incubadas a 44,5ºC (±1ºC) por 22 horas em banho maria (APHA, 2012). 

Após o período de incubação, as colônias foram submetidas ao teste de confirmação com 

substrato de uréia e vermelho de fenol (2%). As colônias que apresentaram com coloração 
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amarela, foram consideradas positivas para Escherichia coli. O resultado das densidades 

foi expresso em Unidades Formadoras de Colônias em 100mL (UFC 100mL-1) para 

amostras de água, e em Unidades Formadoras de Colônia por grama (UFC g-1) para 

amostras de sedimento. 

 
4.3.2. Enterococcus spp. 

As análises de densidade de Enterococcus sp. deram-se através do posicionamento 

das membranas em placas Milipore® contendo Ágar mEnterococcus, e incubadas a 37º 

(±1ºC) por 24/48 horas. As colônias de coloração vermelho-amarronzada foram 

consideradas positivas para bactérias do gênero Enterococcus, e submetidas ao teste 

confirmatório em Caldo Enterococcosel. Para os testes confirmatório, as cepas foram 

inoculadas em tubos de ensaio contendo 3mL de Caldo Enterococcosel, incubadas a 35ºC 

(±1º) por 24 horas, sendo considerados positivos os tubos que apresentaram 

enegrecimento. O resultado das densidades encontradas foi expresso em Unidades 

Formadoras de Colônias em 100mL (UFC 100mL-1) para amostras de água, e em 

Unidades Formadoras de Colônia por grama (UFC g-1) para amostras de sedimento. 

 

4.4. Diversidade de Enterobacteriales 

4.4.1. Contagem, Isolamento e Purificação 

 
 Amostras de água e sedimento foram semeadas em placas de Petri contendo Ágar 

MacConkey. Para tal, 100µL de amostra foram transferidos para placas contendo Ágar 

MacConkey e espalhadas por meio da técnica de Spread Plate. Concomitantemente, com 

o objetivo de isolar cepas resistentes à imipenem (IPM) para posteriores testes, 100µL de 

amostra foram inoculados em placas contendo Ágar MacConkey com imipenem (1µg 

mL-1). As placas foram incubadas em estufa bacteriológica a 37 ºC (±1 ºC) por 24 horas. 
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 Após o crescimento seletivo, as colônias foram morfologicamente analisadas, foi 

realizada a contagem de colônias, sendo contagem total e por morfotipo. Posteriormente 

foram isoladas em placas contendo Ágar MacConkey, afim de obter-se colônias puras. 

Após sucessivos reisolamentos, afim de garantir a pureza dos isolados. 

 Para preservar as cepas isoladas, os microrganismos foram previamente crescidos 

em Caldo Soja Tripticaseína, a 37ºC (±1º C) por 18 horas, sob agitação de 180rpm. Após 

o período de incubação, 400µL de cultura foram transferidos para microtubos 

(Eppendorf) e acrescidos 200µL de glicerol (45%) previamente autoclavado. Os isolados 

foram armazenados em ultra-freezer, em triplicata, a – 80 ºC.  

 
 

4.4.2. Identificação 

4.4.2.1. Identificação Bioquímica 

Previamente, as cepas foram analisadas quanto às características morfológicas, e 

posteriormente foram identificadas e confirmadas por meio de testes bioquímicos (Figura 

13), utilizando Painel para Enterobactérias (Probac® - São Paulo/SP, Brasil) (ANEXO I) 

e Enterokit B (Probac® - São Paulo/SP, Brasil). 

 

 

Figura 13 – Testes bioquímicos por meio de Painel para Enterobactérias (Probac®) para identificação das 
cepas isoladas. Cada poço demonstra um teste bioquímico para identificação de Enterobacteriaceae. 
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O Painel para Enterobactérias (Probac® -São Paulo/SP, Brasil) apresenta 25 

provas bioquímicas para a identificação de Enterobacteriales (Anexo I), sendo elas: (1) 

Indol, para a verificação da presença de enzima triptofanase; (2) Voges Proskauer, para a 

identificação da via metabolica utilizada para a quebra da glicose; (3) Citrato de 

Simmons, para verificar a utilização do citrato; (4) H2S, para verificar a liberação de 

enxofre; (5) Uréia, para verificar a presença de enzimas que hidrolizam a uréia; 

(6)Triptofano desaminase, verificar a produção de ácido indolpirúvico; (7 a 9) 

Lisina/Arginina/Ornitina, descarboxilação de aminoácido; (10) Malonato, para verificar 

a fonte de carbono; (11) Hidrólise da esculina; (12) ONPG, para verificar a atividade da 

b-D-galactosidase; (13) Oxidase; e (14 a 25) Fermentação de açúcares. Para a utilização 

do painel, conforme protocol fornecido pela empresa, previamente foram realizadas 

turvações em 3mL de Solução Inoculante, fornecida no kit, a 0.5 MacFarland. Foram 

inoculados 100µL da turvação em cada um dos poços da microplaca. Os painéis foram 

incubados em estufa bacteriológica à 35 (± 2 ºC) por 24 horas. Após o período de 

incubação, a interpretação dos testes bioquímicos deu-se baseado no manual fornecido no 

kit. 

As cepas testadas com o Enterokit B (Probac® - São Paulo/SP, Brasil), foram 

inoculadas nos três meios (EPM, Mili e Citrato de Simmons), conforme manual fornecido 

pelo fabricante, e incubadas em estufa bacteriológica a 35 ºC (± 2 ºC) por 24 horas. A 

interpretação dos resutaltados deu-se conforme manual. 

 
 

4.4.2.2. Identificação Molecular 

As cepas confirmadas como pertencente ao grupo das Enterobactérias, foram 

submetidas a análises de identificação molecular. A extração do DNA deu-se por meio 

da técnica de fervura da cultura (DASHTI et al., 2009). As cepas, previamente isoladas e 
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puras, foram crescidas em tubos de microcentrífuga contendo 500µL de Caldo Soja 

Tripticaseína, a 37ºC (±1º C) por 18 horas, sob agitação de 180rpm. Após o período de 

incubação, os microtubos foram fervidos por 10 minutos e posteriormente centrifugados 

por 5 minutos a 13.500 rpm. O sobrenatante foi descartado e o pellet ressuspenso em 

100µL de água MiliQ estéril.  

 A qualidade e integridade dos DNAs extraídos foi verificada em gel de agarose 

(1% em TAE 1x, contendo 5μL de Brometo de Etídeo). A amplificação do gene foi 

realizada por meio dos primers 27F e 1492R, previamente descritos (Anexo II). 

Para a reação de polimerase em cadeia (PCR) foi utilizado um volume final de 

50µL contendo: 2x Platinum SuperFi PCR Master Mix (Thermo Fisher Scientific), 0.3 

pmol/µL of de cada primer e 1µL of DNA por reação. O programa de amplificação 

consistiu em: denaturação inicial a 98ºC por 30 segundos; ciclo amplificação (30x) 

consistindo de denaturação por 10 segundos a 98ºC, anelamento a 56ºC por 10 segundos 

e extensão a 72 ºC por 50 segundos; extensão final a 72 ºC por 5 minutos.  Os amplificados 

foram visualizados em gel de agarose (1% em TAE 1x, contendo 5μL de Brometo de 

Etídeo) (Figura 14). As bandas obtidas com aproximadamente 1360pb, foram cortadas do 

gel de agarose e purificadas utilizando o Kit NZY Gelpure (MB 01102 – NZYTech). Os 

produtos da amplificação, após purificação, foram analisados por meio de 

sequenciamento Sanger (Stabvida, Portugal).  

Os cromatogramas e as sequências obtidas pelo sequenciamento de Sanger, foram 

analisados utilizando o software FinchTV 1.5.0 (Geospiza Research Team, 2012) e CLC 

Sequence Viewer 8.0 (Qiagen). A sequência de nucleotídeos obtida foi comparada com a 

base de dados do NCBI GenBank using the Blastn (http://blast.ncbi.nlm.nih.gov). 
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Figura 14 – A e B: Fotografia do gel de agarose (1%), demonstrando bandas (~1360pb) como resultado da 
amplificação utilizando os primers 27F e 1492R, para a identificação molecular dos microrganimos 
isolados. Acima indicando o marcador de peso molecular (Marcador), as cepas isoladas e o controle 
negativo (C-). 
 

 

4.5. Teste de Suceptibilidade 

4.5.1. Teste de Disco-difusão (Kirby-Bauer) 

As colônias isoladas foram submetidas ao teste de disco-difusão (Kirby-Bauer), 

seguindo as recomendações do Clinical and Laboratory Standards Institute (CLSI, 

2019) e conforme Brazilian Committee on Antimicrobial Susceptibility Testing 

(BrCAST) guidelines (BrCAST, 2019), de acordo com Portaria nº64 do Ministério da 

Saúde (Brasil, 2018). Com o auxílio de swabs estéreis, as colônias selecionadas foram 

utilizadas para a preparação de suspensões com turvação de 0,5 na escala MacFarland. 

As turvações foram semeadas em placas de Petri (Ø 120mm) contendo Ágar Mueller 

Hinton, deixando-se repousar por 15 minutos para o posterior posicionamento dos 

discos contendo os antibióticos. As placas foram incubadas por 18 horas a 37ºC (± 1ºC). 

Como controle foi utilizada a cepa Escherichia coli (ATCC 25922). 

Foram verificados os perfis de sensibilidade para os seguintes antibióticos: 

imipenem (IPM 10 µg), ertapenem (ERT 10 µg), meropenem (MPM 10 µg), fosfomicina 

(FOS 200 µg), ceftriaxona (CRO 30 µg),  gentamicina (GEN 10 µg), amoxicilina + ácido 

clavulânico (AMC 30 µg), tetraciclina (TET 30 µg),e norfloxacino (NOR 10 µg). Os 

A B
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halos foram medidos em milímetros (mm) e a sensibilidade foi avaliada conforme 

normativa BrCAST (BrCAST, 2019), sendo os resultados expressos em: sensível (S), 

intermediário (I) ou resistente (R). Para os antibióticos não contemplados na normativa 

BrCAST, foi utilizado os pontos de corte recomendados na MS100 do Clinical and 

Laboratory Standards Institute (CLSI, 2019). 

Para as cepas consideradas positivas para o teste de disco sinergia Imipenem-

EDTA, também foram testados os seguintes antibióticos: aztreonam (ATM 30µg), 

cefotaxime (5µg), cefoxitin (FOX 30µg), ceftazidime (10µg) e ampicilina (AMP 10µg). 

 

4.5.2. Concentração Mínima Inibitória (CIM) 

Para as cepas consideradas resistentes a pelo menos um dos carbapenêmicos, foi 

realizado, em triplicata, o teste de Concentração Mínima Inibitória (CIM) para confirmar 

os perfis de resistência, de acordo com a normativa BrCAST (BrCAST, 2019). As cepas 

consideradas resistentes foram crescidas em tubos Falcon, contendo 5 mL de Caldo 

Mueller Hinton, e incubadas a 37ºC em agitador a 180rpm por 12 horas. As culturas 

tiveram suas densidades medidas em espectofotômetro, em comprimento de onda a 

625nm e foram ajustadas para 0,5 na escala MacFarland. Os inóculos foram preparados 

a 5 x 106 células. Em placas de cultura de células (96 poços), foram pipetados 50µL de 

cultura bacteriana e 50µL de Caldo Mueller Hinton contendo o antibiótico testado (Figura 

15). Foram testados os três carbapenêmicos anteriormente testados (IPM, ERT e MPM) 

em concentrações variando de 0 mg L-1 até 64 mg L-1. As placas foram incubadas a 37ºC 

(± 1ºC) por 18 horas. Como controle positivo (C+) foi utilizada a cepa Escherichia coli 

(ATCC 25922). 
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Figura 15 - Esquema de placa utilizado para os testes de CIM. À esqueda, valores referentes a concentração 
do carbapenêmico utilizado (0 a 64 mg L-1). A última coluna representa os poços utilizados com a cepa 
controle (C+) E. coli ATCC 25922 e a concentração padrão, segundo BrCAST (2019). 
 

4.5.3. Identificação de genes de resistência (Metalo b-lactamases) 

4.5.3.1. Screening 

Os isolados que apresentaram resistência ao imipenem, foram selecionados para 

o teste de disco sinergia de Imipenem (IPM)-EDTA (Yong et al., 2002).  

Colônias foram selecionadas com o auxílio de swabs estéreis e utilizadas para a 

preparação de suspensões com turvação de 0.5 na escala MacFarland. As turvações foram 

inoculadas em placas de Petri (Ø 120mm) contendo Ágar Mueller Hinton. 

Posteriormente, foram posicionados dois discos de imipenem (IPM 10µg), sendo que um 

deles apresentava 10µL de EDTA 0.5M (pH 8,0) (Figura 16). As placas foram incubadas 

por 18 horas a 37ºC (± 1ºC). Os halos observados foram medidos, sendo consideradas 

positivas as placas que apresentavam halos 7mm maiores nos discos de IMP-EDTA em 

relação ao disco de IPM. Como controle foi utilizada a cepa Escherichia coli ATCC 

25922.  
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Figure 16 – Desenho representando a técnica de disco sinergia IPM-EDTA. 

 

4.5.3.2. Genes de resistência para metallo b-lactamases 

As cepas que apresentaram resultados positivos para o teste de disco sinergia IPM-

EDTA, foram analisadas no Laboratório de Biotecnologia Molecular da Universidade de 

Aveiro (LBM – UA/Portugal). Foram testadas para os seguintes genes com relação à 

produção de b-lactamases: blaNDM, blaIPM, blaVIM, blaGIM, blaSIM, blaDIM e blaSPM 

(ANEXO II). As análises deram-se por meio de PCR (POIRREL et al., 2011). 

A reação de amplificação foi realizada com volume final de 25µL (NZYTaq II 2x 

Green Master Mix (NZYTech) 0,2U/µL, MgCl2 50mM, dNTP 0,4mM, 0,3 pmol/µL de 

cada primer, NZYTaq II 5U/µL (NZYTech) e 1 µL de DNA). O programa de 

amplificação consistiu em: Denaturação inicial por 30 segundos a 95ºC; ciclo de 

amplificação (30x) composto por denaturação inicial por 30 segundos a 94ºC, anelamento 

por 30 segundos com temperaturas variando de acordo com cada enzima estudada 

(ANEXO II), e extensão a 72ºC por 5 minutos. Os amplificados foram visualizados em 

gel de agarose (1,5% em TAE 1x, contendo 5µL de Brometo de Etídeo). 

IPM
(10 µg)IPM - EDTA

(10 µg)  (0,5M)

Cepa
(0,5 MacFarland)
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 Para cada enzima, foi utilizado como controle positivo enterobactérias produtoras 

das enzimas estudadas, e como controle negativo Escherichia coli ATCC 25922. As cepas 

controle positivo (C+) foram cedidas pelo laboratório MicroLab (Universidade de 

Aveiro/Portugal) e pela pesquisadora Profª Drª Luísa Peixe (Universidade do 

Porto/Portugal). 

 

4.5.3.3. Genes de resistência para demais b-lactamases 

Os isolados positivos para o teste de disco sinergia IPM-EDTA, também foram 

testados para os seguintes genes: blaKPC, blaGES, blaTEM, blaCTX, blaSHV, blaOXA e blaBIC 

(ANEXO II). A extração do DNA deu-se por meio da técnica de fervura da cultura, 

conforme citado anteriormente (DASHTI et al., 2009).  

 A reação de amplificação foi realizada com volume final de 25µL (NZYTaq II 2x 

Green Master Mix (NZYTech) 0,2U/µL, MgCl2 50mM, dNTP 0,4mM, 0,3 pmol/µL de 

cada primer, NZYTaq II 5U/µL (NZYTech) e 1 µL de DNA). O programa de 

amplificação consistiu em: Denaturação inicial por 30 segundos a 95ºC; ciclo de 

amplificação (30x) composto por denaturação inicial por 30 segundos a 94ºC, anelamento 

por 30 segundos com temperaturas variando de acordo com cada enzima estudada 

(ANEXO II), e extensão a 72ºC por 5 minutos. Os amplificados foram visualizados em 

gel de agarose (1,5% em TAE 1x, contendo 5µL de Brometo de Etídeo). Os controles 

positivos (C+) foram cedidos pelo laboratório MicroLab (Universidade de 

Aveiro/Portugal) e pela pesquisadora Profª Drª Luísa Peixe (Universidade do 

Porto/Portugal). 
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4.5.3.4. Análise das Proteínas da Membrana Externa bacteriana (Omps) 

A detecção e análise das proteínas da membrana externa (Outer Membrane Proteins 

– Omps), deu-se através de PCR, utilizando os seguintes primers: OmpA, OmpC, OmpF, 

OmpK35, OmpK36 e OmpK37 (ANEXO I). A extração do material genético (DNA), foi 

feita conforme Dashti et al. (2009), pela técnica de fervura de cultura. O PCR foi realizado 

com volume final de 25 µL (2x Platinum SuperFi PCR Master Mix (Thermo Fisher 

Scientific), 0,3 pmol/µL de primer foward, 0,3 pmol/µL de primer reverse e 1µL de 

amostra de DNA) e o programa de amplificação consistiu em: Denaturação inicial por 30 

segundos a 95ºC; ciclo de amplificação (30x) composto por denaturação por 30 segundos 

a 94ºC, anelamento por 30 segundos com temperaturas variando de acordo com cada 

enzima utilizadas (ANEXO I), e extensão a 72ºC por 45 segundos; extensão final a 72ºC 

por 5 minutos. 

Conforme as demais reações, os produtos obtidos foram visualizados em gel de 

agarose a 1,5% de Brometo de Etídeo. As bandas geradas foram cortadas do gel e 

purificadas utilizando o Kit NZY Gelpure (MB 01102 – NZYTech). Após purificação, os 

amplificados foram analisados por meio de sequenciamento de Sanger (Stabvida, 

Portugal). Os cromatogramas e as sequências obtidos pelo sequenciamento, foram 

analisados utilizando o software FinchTV 1.5.0 (GEOSPIZA RESEARCH TEAM, 2012) 

e CLC Sequence Viewer 8.0 (Quiagen), e as sequências de nucleotídeos obtidas foram 

comparadas com a base de dados do NCBI GenBank usando o Blastn 

(http://blast.ncbi.nlm.nih.gov). O CLC Sequence Viewer foi utilizado para detectar 

possíveis mutações nas sequências das Omps estudadas. 
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4.6. Diversidade bacteriana e análises estatísticas 

As espécies e gêneros encontrados nos locais de estudo foram analisados para a 

obtenção dos índices de diversidade, baseando-se na riqueza e a abundância. Foram 

utilizados o índice de Shannon-Wiener para avaliar a diversidade, e Chao1 para estimar 

a riqueza da comunidade microbiana.  

Foi utilizado o software Past 3.22 (HAMMER et al., 2011) e R 3.5.2 (R CORE 

TEAM, 2018) para as análises estatísticas. 

A avaliação de homocedasticidade dos dados físico-químicos e biológicos foi feita 

com base no teste de Cochran’s. Para a análise dos dados foram empregados os testes 

ANOVA (dados homogêneos) e teste de Turkey (dados heterogêneos) a fim de verificar 

a interação entre os componentes estudados.  

 Para realizar a análise do coeficiente de correlação de Spearman, os dados foram 

normalizados e os critérios como local de coleta (Santos, São Sebastião e Ubatuba), tipo 

de amostra (sedimento ou água) e período de amostragem (inverno e verão) foram 

preservados. Definiu-se, a posteriori, um recorte nos dados com a finalidade de analisar-

se somente a correlação entre E. coli e Enterococcus spp. (avaliação da qualidade 

microbiológica/contaminação ambiental), e a densidade de bactérias patogênicas 

relevantes para saúde pública considerando-se apenas: Citrobacter spp.; Enterobacter 

spp.; Escherichia coli; Escherichia fergusonii; Klebsiella spp.; Proteus mirabilis; 

Providencia spp. e Serratia marcescens. 

Para os dados de identidade da microbiota foi empregada a análise multivariada 

de componentes principais PCA (Principal Components Analysis) utilizando-se a 

distância de Hellinger como índice de similaridade (LEGENDRE & GALLANGHER, 

2001). Para o cálculo da distância de Hellinger, estimou-se a distância euclidiana a partir 

da soma dos dados de abundância das espécies ou gêneros de bactérias em cada local de 
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amostragem, transformados pela raiz quadrada da proporção em relação ao total das 

amostragens (LEGENDRE & GALLANGHER, 2001). 
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5. RESULTADOS  

5.1. Contaminação Ambiental 

5.1.1. Dados Físico-Químicos 

A Figuras 17, representam as variações de temperatura (ºC) (Figura 17A), 

salinidade (Figura 17B), oxigênio dissolvido (O.D.) (Figura 17C) e pH (Figura 17D). 

 

Figure 17 -Resultados obtidos para os três locais de coleta durante amostragens de verão e inverno. (A) 
Temperatura (ºC), (B) salinidade, (C) O.D e  (D)pH. * Diferença estatística significativa (p<0,05). 

 

As temperaturas registradas durante todo o período de coleta, nas três áreas de 

estudo, encontram-se representadas na Figura 17 A. A menor temperatura registrada foi 
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de 21.3 ºC em Santos no inverno, já a maior foi de 30.1 ºC registrada na Praia da Fazenda 

(Ubatuba/SP), na campanha de verão. Tanto no verão, quanto no inverno, é possível 

observar que Santos apresentou menores temperaturas quando comparado com as demais 

áreas de coleta. Na campanha de verão, a Praia da Fazenda (Ubatuba/SP) apresentou as 

maiores temperaturas, enquanto que a Baía do Araçá (São Sebastião/SP) apresentou 

maiores temperaturas na campanha de inverno. As médias de temperatura para o verão e 

inverno foram de 29.4 ºC (± 0.55) e 23.1 ºC (± 0.92), respectivamente. Estatísticamente, 

as temperaturas registradas no inverno foram significativamente (p < 0.05) menores em 

relação ao verão.  

Com relação à salinidade (Figura 17 B), a média da salinidade para o verão foi de 

26.83 (± 1.97) e para o inverno de 24.59 (± 3.43). Apesar de estatisticamente não haver 

diferença significativa nas áreas estudadas, nem entre as estações estudadas (verão e 

inverno), numericamente elas apresentaram-se diferentes, especialmente a Praia da 

Fazenda. A maior salinidade registrada foi de 30.3 na Praia da Fazenda (Ubatuba/SP) 

durante o verão. Já a menor salinidade (21.3) foi registrada em Santos durante o inverno. 

É possível constatar que a Praia da Fazenda (Ubatuba/SP) apresentou maiores salinidades 

quando comparada com as demais áreas estudadas.  

Durante o período estudado, oxigênio dissolvido (O.D.) (Figura 12) apresentou 

valor médio de 7.43 mg L-1 (± 0.47) no verão e 6.78 mg L-1 (±0.56). No verão, na Baía 

do Araçá (A), foi registrado o maior valor 8.43 mg L-1. Já em Santos, durante o inverno, 

foi registrado o menor valor para O.D. (5.25 mg L-1). A Praia da Fazenda (U), ao contrário 

das demais áreas estudadas, apresentou valores maiores no inverno. 

Os valores de pH obtidos durante todo o período estudado, nas três áreas: Santos, 

Baía do Araçá (São Sebastião/SP) e Praia da Fazenda (Ubatuba/SP), estão apresentados 

na Tabela 12 e representados na Figura 17 D. Os valores médios para o verão e inverno 
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foram 6.76 (± 0.059) e 5.40 (± 0.633), respectivamente. A Praia da Fazenda registrou o 

pH mais elevado (6.89) no verão e o mais baixo (4.43) no inverno. Observando a Figura 

17 D, é possivel notar que os valores durante a campanha de verão permaneceram muito 

próximos nas três áreas de estudo. Contudo, Santos apresentou valores relativamente mais 

elevados no inverno, quando comparado com as demais áreas. Durante o período 

estudado, não foi registrada diferença significativa (p < 0.05) entre os locais estudados, 

nem entre as duas estações do ano. 

 
5.1.1.1. Ponta da Praia e Porto de Santos (Santos/SP) 

Os dados físico-químicos obtidos estão apresentados na Tabela 12. A temperatura 

média para o verão foi de 28.6 ºC (± 0.2 ºC), enquanto que para o inverno a temperatura 

média foi de 22.4 ºC (± 0.6 ºC). O ponto PP4 apresentou no verão a maior temperatura 

medida (29 ºC), porém ainda sim inferior as demais áreas de estudo, quando comparado 

com o mesmo período. 

O pH teve média de 6.76 (± 0.02) e 6.34 (± 0.23) para os períodos de verão e 

inverno, respectivamente. Os maiores valores (6.78) de pH foram observados nos pontos 

PP3 e PP4 no período do verão, entretanto o menor valor obtido (6.33) foi no período de 

inverno no ponto PP3. A salinidade média para o verão foi de 25.42 (±0.272) e para o 

inverno 21.54 (±0.112). A maior salinidade registrada (26.1) foi no ponto PP5 no verão, 

enquanto que o mesmo ponto apresentou a menor salinidade (21.3) durante inverno.  

Durante o período de verão a média do O.D. foi de 7.82 mg L-1 (± 0.234), e para 

o período de inverno 6.43 mg L-1 (±0.008). Durante o verão, o ponto PP5 apresentou 

8.13mg L-1, sendo o maior valor para o período estudado. Enquanto que no inverno, o 

ponto PP2 apresentou o menor valor (5.25 mg L-1). Não foi verificada diferença 

significativa (p < 0.05) entre as estações do ano, para todos os parâmetros testados. 
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Tabela 12 – Dados obtidos para temperature (Temp.), pH, salinidade, oxigênio dissolvido (O.D.), 
profundidade (Prof.) e matéria orgânica (M.O.), nas áreas de estudo. 

   
   Temp. (ºC) pH Salinidade O.D. (mg L-1) Prof. (m) M.O. (%) 

Po
nt

a 
da

 P
ra

ia
 (S

an
to

s/S
P)

 

Verão 

PP1 28.5 6.77 25.4 8.10 0.1 4.1 

PP2 28.3 6.73 25.1 7.80 0.15 2.1 

PP3 28.7 6.78 25.2 7.66 0.1 2.0 

PP4 29.0 6.78 25.3 7.42 0.1 1.6 

PP5 28.5 6.74 26.1 8.13 0.1 5.1 

Inverno 

PP1 21.0 5.80 21.6 7.25 0.2 1.0 

PP2 22.9 6.40 21.7 5.25 0.1 1.0 

PP3 22.6 6.33 21.6 5.58 0.3 1.0 

PP4 22.9 6.56 21.5 6.50 0.2 1.1 

PP5 22.6 6.64 21.3 7.55 0.3 1.1 

A
ra

çá
 (S

ão
 S

eb
as

tiã
o/

SP
) 

Verão 

A1 29.5 6.78 27.0 8.43 0.1 0.4 
A2 29.8 6.82 24.7 7.06 0.1 2.9 
A3 29.8 6.79 25.7 7.36 0.05 1.4 
A4 29.6 6.81 26.1 7.39 0.1 2.7 
A5 29.6 6.79 26.6 8.03 0.1 2.5 

Inverno 

A1 22.5 5.09 23.3 6.79 0.5 0.8 

A2 23.5 5.03 22.9 8.23 0.3 0.5 

A3 25.2 5.01 22.0 6.07 0.3 1.6 

A4 26.5 5.08 22.1 6.32 0.2 0.64 

A5 24.1 5.04 22.1 6.84 0.2 2.1 

Pr
ai

a 
da

 F
az

en
da

 (U
ba

tu
ba

/S
P)

 

Verão 

U1 29.8 6.39 32.0 7.22 0.1 2.41 

U2 29.9 6.75 23.3 7.01 0.1 1.32 

U3 30.0 6.78 30.1 6.61 0.05 1.79 

U4 30.1 6.86 30.3 6.66 0.05 1.59 

U5 30.1 6.89 29.6 6.61 0.1 4.41 

Inverno 

U1 22.0 4.43 29.0 7.50 0.2 1.01 

U2 22.1 4.77 29.7 6.89 0.25 1.05 

U3 23.0 4.87 30.0 7.01 0.3 1.29 

U4 22.8 4.94 30.0 7.22 0.35 1.18 

U5 23.2 4.95 30.0 6.77 0.3 1.24 
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5.1.1.2. Baía do Araçá (São Sebastião/SP) 

Os dados físico-químicos obtidos para a Baía do Araçá estão representados no 

Tabela 12. A média das temperaturas foi de 29.7 ºC (± 0.1) para o verão, e de 24.4 ºC 

(±1.2) para a campanha de inverno. As maiores temperaturas (29.8 ºC) foram registradas 

durante o verão, nos pontos A2 e A3. Já a menor temperatura foi de 22.5 ºC, registrada 

no ponto A1 durante o período do inverno. 

Analisando os dados de pH, é possível observar o maior valor (6.82) no ponto A2 

durante o verão, e o menor valor (5.01) durante o inverno. As médias obtidas para o verão 

e para o inverno foram de 6.80 (± 0.01) e 5.05 (± 0.03), respectivamente. 

A salinidade apresentou valores médios de 26.02 (± 0.66) para o verão e 22.48 

(±0.50). Durante o verão, todos os pontos apresentaram valores maiores que os 

registrados no inverno. No ponto A1 foi registrada a maior salinidade (27.0), enquanto 

que a menor (22.0) foi registrada no inverno no ponto A3. 

 Os valores médios obtidos para oxigênio dissolvido (O.D.) foram de 7.65 mg L-

1(± 0.46) durante o verão, e 6.85 mg L-1 (± 0.00) no inverno. O ponto A1, durante o verão, 

apresentou o maior valor registrado de O.D., 8.43 mg L-1. Já o ponto A3, durante o 

inverno, apresentou o menor valor, 6.07 mg L-1. 

 A matéria orgânica (M.O.) teve média de 1.95% (± 0.84) no verão, e 1.13% 

(±0.58) no inverno. Ao contrário dos demais parâmetros medidos, a M.O. apresentou 

ambos, maior e menor valores, registrados durante o verão. O ponto A1 apresentou o 

menor valor (0.39%), enquanto que o ponto A2 apresentou o maior valor (2.85%). 
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5.1.1.3. Praia da Fazenda (Ubatuba/SP) 

Os dados obtidos para os padrões físico-químicos para a área da Praia da Fazenda 

estão respresentados na Tabela 12. A área apresentou as maiores temperaturas, quando 

comparada com as demais áreas de coleta, obtendo uma média de 30 ºC (± 0.1) para o 

verão, e de 22.6 ºC (± 0.5) para o inverno. As maiores temperaturas (30.1 ºC) foram 

registradas no verão, nos pontos U4 e U5. Já a menor temperatura (22 ºC) foi registrada 

no ponto U1 durante a campanha de inverno. 

 O pH apresentou diferença entre as coletas de verão e inverno, porém não 

significativa (p < 0.05). A média para o verão foi de 6.73 (± 0.14) e de 4.79 (± 0.15) no 

inverno. O maior valor registrado foi de 6.89 no ponto U5, durante o verão, enquanto que 

durante o inverno foi registrado o menor valor (4.43), no ponto U1. 

 A salinidade teve pouca variação entre as estações (verão e inverno), e também 

entre os cinco pontos estudados. A salinidade média foi de 29.1 (± 2.3) para o verão e de 

29.7 (± 0.3) para o inverno. Tanto o máximo (32.0), quanto o valor mínimo (23.3), foram 

registrados no verão, nos pontos U1 e U2, respectivamente. O O.D. teve valor médio de 

6.82 mg L-1 (± 0.23) para o verão e 7.08 mg L-1 (± 0.23) no inverno. O maior valor obtido 

foi de 7.50 mg L-1 no inverno (U1), e o menor valor foi 6.61 mg L-1 durante o verão no 

ponto U3.  

Com relação a matéria orgânica (M.O.), não houve diferença significativa (p < 

0.05) entre os meses de coleta. O verão apresentou valor médio de 2.30% (± 0.88%) e o 

inverno de 1.15% (±0.10). O ponto U5, durante o verão, apresentou o maior valor 

(4.41%), sendo quase quatro vezes maior do que o registrado em todos os pontos, durante 

todo o período estudado. Já o ponto U1, durante o inverno, apresentou o menor valor 
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registrado para M.O. (1.01%). Entretanto, este valor registrado, foi muito próximo aos 

valores registrados nos demais pontos no período de inverno. 

 

5.1.2. Qualidade Microbiológica 

Por meio da Técnica de Membrana Filtrante, as densidades obtidas para as três 

áreas de estudo e para Enterococcus spp. e Escherichia coli estão apresentadas nas Figura 

18 e 19, respectivamente.   

 

Figura 18 – Densidade de Enterococcus spp. em amostras de Água e Sedimento, nas três áreas de estudo: Ubatuba (U), 

Baía do Araçá (A) e Santos (PP). *Linha vermelha indicando o limite (400 UFC mL-1), de acordo com a Resolução 

CONAMA 274/00, para amostras de água. 

 

Como é possível observar na Figura 18, de um modo geral, as densidades de 

Enterococcus sp. foram superiores nas amostras de sedimento, quando comparado com 

as amostras de água. Durante o verão, as amostras de água na Baía do Araçá (A) e em 

Santos (PP), estavam em desconformidade com a Resolução CONAMA nº274/00 
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(CONAMA, 2000), apresentando densidades superiores a 400 UFC 100mL-1. Já durante 

o período de inverno, apenas parte das amostras da Baía do Araçá e de Santos, estavam 

acima dos padrões estabelecidos (CONAMA, 2000). 

Em todas as amostragens, Santos (PP) apresentou as densidades mais elevadas, 

especialmente no verão, período este que é considerado crítico para a cidade, uma vez 

que há um aumento sazonal da população. A Praia da Fazenda (U) não registrou o 

crescimento de microrganismos durante o estudo. 

A Figura 19 apresenta as densidades de Escherichia coli obtidas durante o período 

de estudo, nas três áreas de amostragem. Conforme Resolução nº274 (CONAMA, 2000), 

para amostras de água, densidades superiores a 2000 UFC 100mL-1, são consideradas 

como qualidade de água imprópria para a balneabilidade. Sendo assim, é possível 

observar que durante o inverno, todos os pontos de amostragem encontraram-se dentro 

dos limites. Contudo, durante o verão, um ponto da Baía do Araçá estava em desacordo 

com os limites. 

 

Figura 19 - Densidade de Escherichia coli em amostras de água e sedimento, nas três áreas de amostragem: 

Praia da Fazenda (U), Baía do Araçá (A) e Santos (PP). *Linha vermelha indicando o limite (2000 UFC mL-1), de 

acordo com a Resolução CONAMA 274/00, para amostras de água. 
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De um modo geral, Santos apresentou maiores densidades quando comparado 

com as demais áreas de estudo, em todo o período estudado. Assim como o que foi 

observado com as densidades de Enterococcus sp., é possível também notar que as 

densidades bacterianas foram superiores no sedimento, quando comparado com as 

amostras de água. 

 

5.1.2.1. Ponta da Praia e Porto de Santos (Santos/SP) 

A Tabela 13 apresenta os valores obtidos para as densidades de Enterococcus spp. 

nas amostras de água e sedimento. É possível observar maiores densidades nas amostras 

coletadas no verão, tanto para água, quanto para sedimento. Entretanto, mesmo 

considerando as densidades obtidas no período do inverno, o sedimento demonstrou reter 

mais Enterococcus sp. quando comparado com a água.  

As médias calculadas para as amostras de água foram de 1718.8 UFC 100mL-1. O 

valor máximo foi de 3660 UFC 100mL-1, detectado no ponto PP4 no período do verão, 

enquanto que o mínimo foi 60 UFC 100mL-1, registrado no ponto PP2 durante o inverno. 

As densidades médias para as amostras de sedimento foram de 4498 UFC g-1 

(verão) e 634 UFC g-1 (inverno). O maior valor registrado durante todo o período de 

estudo, inclusive considerando as demais áreas de estudo, foi no ponto PP2, durante o 

verão, onde foi registrada a densidade de 9420 UFC g-1. Já o menor valor registrado, foi 

durante o inverno no ponto PP5, com uma densidade de 250 UFC g-1. 

 
Tabela 13 - Densidades de Enterococcus spp. obtidas nas coletas de Verão e Inverno, para amostras de água e 

sedimento na área de estudo de Santos. 
 Água (UFC 100mL-1) Sedimento (UFC g-1) 

 Verão Inverno Verão Inverno 
PP1 1180 340 4130 760 
PP2 1756 60 9420 720 
PP3 1584 130 3870 1160 
PP4 3660 60 4440 280 
PP5 414 90 630 250 
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 A Tabela 14 apresenta as densidades de E. coli obtidas durante o período estudado, 

em amostras de água e sedimento. A média detectada para as amostras de água foi de 

3342 UFC 100mL-1 durante o verão, e de 182 UFC 100mL-1 no inverno. A maior 

densidade foi registrada no ponto PP2 (5460 UFC 100mL-1) durante o verão. Já a menor 

densidade, para amostras de água, foi registrada no ponto PP5 (80 UFC 100mL-1), durante 

o inverno. Apenas as amostras coletadas no inverno apresentaram-se dentro dos limites 

estabelecidos pela Resolução CONAMA nº274/00, enquanto que nenhuma amostra 

coletada no verão estava dentro dos limites estabelecidos (2000 UFC 100mL-1). 

 Para as amostras de sedimento, temos uma média de 4390 UFC g-1 (verão) e de 

92 UFC g-1 (inverno). Tanto para a água (5460 UFC 100mL-1), quanto para o sedimento 

(9180 UFC 100mL-1), o ponto PP2 apresentou os maiores valores quando comparado com 

os demais pontos da mesma área de estudo e das demais áreas estudadas. Apesar de a 

legislação brasileira não contemplar amostras de sedimento, é possível notar valores 

alarmantes detectados no sedimento durante o verão, sendo um grave risco à saúde 

pública. 

 
Tabela 14 - Densidades de Escherichia coli obtidas nas coletas de Verão e Inverno, para amostras de água e 

sedimento na área de estudo de Santos. 
 Água (UFC 100mL-1) Sedimento (UFC g-1) 

 Verão Inverno Verão Inverno 
PP1 3400 280 4510 80 
PP2 5460 250 9180 40 
PP3 2560 190 2760 160 
PP4 3210 110 3160 100 
PP5 2080 80 2340 80 

 
 
 
 

5.1.2.2. Baía do Araçá (São Sebastião/SP) 

As densidades para Enterococcus sp. obtidas durante o estudo, encontram-se na 

Tabela 15.  A média para o verão foi de 804.4 UFC 100mL-1 para amostras de água, e 
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1928 UFC g-1 para o sedimento. Já durante o inverno, foram registradas médias de 136 

UFC 100mL-1 (água) e 816 UFC g-1 (sedimento). Todas as amostras obtidas em todos os 

pontos durante o verão, encontram-se em desacordo com a Resolução CONAMA 

nº274/00. A maior densidade registrada para água foi no ponto A2 (1088 UFC 100mL-1) 

durante o verão, enquanto que a menor foi registrada também no ponto A2 (0 UFC 

100mL-1), porém no inverno. 

Tabela 15 - Densidades de Enterococcus spp. obtidas nas coletas de verão e inverno, para amostras de água e sedimento 
na Baía do Araçá (São Sebastião/SP). 

 Água (UFC 100mL-1) Sedimento (UFC g-1) 
 Verão Inverno Verão Inverno 

A1 1064 160 1380 40 
A2 1088 0 2440 60 
A3 870 108 2420 1700 
A4 480 50 1860 680 
A5 520 290 1540 1600 

 

Com relação as densidades obtidas nas amostras de sedimento, o ponto A2 

registrou maior densidade (2440 UFC g-1) durante o verão, e a menor densidade foi 

registrada no ponto A1 (40 UFC g-1) no inverno. De uma maneira geral, todas as amostras 

de sedimento apresentaram densidades superiores as encontradas em amostras de água. 

 A Tabela 16 apresenta as densidades obtidas para Escherichia coli. 

 

Tabela 16 - Densidade de Escherichia coli. detectados pela Técnica de Membrana Filtrante em amostras de 
água e sedimento, coletados na Baía do Araçá (São Sebastião/SP). 

 Água (UFC 100mL-1) Sedimento (UFC g-1) 
 Verão Inverno Verão Inverno 

A1 1850 8 3570 0 
A2 2056 3 2324 0 
A3 1688 40 2130 200 
A4 1536 90 1920 80 
A5 680 26 1660 80 

 

Com relação às densidades de E. coli, os valores médios para o verão foram de 1562 UFC 

100mL-1 (água) e 2320.8 UFC g-1 (sedimento). Durante o inverno, as densidades médias 

foram significativamente inferiores ao verão, sendo 33.4 UFC 100mL-1 (água) e 72 UFC 
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g-1 (sedimento). Na maioria das amostras de sedimento, foi possível observar valores mais 

elevados do que os encontrados na água. Todas as amostras de água, exceto A2 (verão), 

apresentaram-se dentro dos limites estabelecidos pela Resolução CONAMA nº274/00. 

 

5.1.2.3. Praia da Fazenda (Ubatuba/SP) 

Não foi registrado o crescimento de Enterococcus sp. durante todo o período 

estudado, em todos os pontos da Praia da Fazenda. Já com relação à densidade de E. coli, 

foi detectada a presença apenas em duas amostras de sedimento (U1 e U3) durante o 

período do verão. Em ambas amostras, foram registradas densidades de 10 UFC g-1. 
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5.2. Enterobacteriales 

5.2.1. Diversidade 

 

A Figura 20 apresenta as densidades obtidas para Enterobacteriales nas três áreas de 

estudo, para amostras de água (UFC 100mL-1) e sedimento (UFC g-1). Conforme 

esperado, a Praia da Fazenda (U) não apresentou crescimento bacteriano em nenhuma das 

amostras coletadas. 

 

Figura 20 – Densidades de Enterobacteriales obtidas durante o estudo, em amostras de água (UFC 100mL-

1) e sedimento (UFC g-1), nos três locais de coleta: Santos (PP), Baía do Araçá (A) e Praia da Fazenda (U). 
 

Comparativamente, as amostras de sedimento apresentaram densidades 

significativamente maiores do que nas amostras de água, assim como os dados de 

densidade obtidos para Enterococcus sp. e E. coli. Durante o verão, as amostras de água 

apresentaram densidades médias de 1.64 104 (± 1.34) UFC 100mL-1 (Baía do Araçá) e de 

1.14 104 (± 0.8) UFC 100mL-1 (Santos). Já para as amostras de água no inverno, foram 
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obtidas densidades médias de 0.4 104 (± 0.38) UFC 100mL-1 (Baía do Araçá), e de 0.94 

104 (± 0.39) UFC 100mL-1 (Santos).  

As densidades médias obtidas para Enterobacteriales em amostras do sedimento, 

durante a campanha de verão, foram de 2.04 104 (± 0.81) UFC g-1 (Baía do Araçá) e 2.38 

104 (± 1.46) UFC g-1 (Santos). As densidades médias para o inverno foram 

significativamente (p <0,05) menores do que no verão, 0.38 104 (± 0.14) UFC g-1 (Baía 

do Araçá) e 0.39 104(± 0.11) UFC g-1 (Santos). Conforme mencionado, a Praia da Fazenda 

não apresentou crescimento bacteriano.  

As Tabelas 19 e 20 apresentam as bactérias da ordem Enterobacteriales isoladas 

durante o estudo, bem como sua densidade. Quando analisados os microrganismos 

isolados nas áreas duas áreas de estudo (Tabelas 19 e 20), é possível verificar uma maior 

presença de enterobactérias com potencial patogênico, como por exemplo Enterobacter 

spp. e Klebsiella sp., nas amostras coletadas na Ponta da Praia (Santos/SP). Já nas 

amostras da Baía do Araçá (São Sebastião/SP), é possível observar uma maior densidade 

de algumas bactérias ambientais, como por exemplo Pantoea sp. e Budvicia aquatica.  
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Tabela 17 - Densidades de Enterobacteriales encontradas durante o verão, nas áreas da Baía do Araçá (A) 
e Santos (PP).  
 Água Sedimento 

Amostra Microrganismo x 104 UFC Microrganismo x 104 UFC 

A1 – 0.0 Klebsiella sp. 0.1 

A2 Escherichia coli 2.7 
Escherichia coli 0.3 
Raoutella sp. 1.8 

A3 

Raoutella sp. 0.7 Escherichia coli 0.8 
Escherichia coli 0.1 Serratia liquefaciens 0.1 
Klebsiella sp. 0.4 Raoutella sp. 1.2 
Serratia marcescens 0.1 Serratia marcescens 0.1 

A4 

Serratia marcescens 0.1 
Pantoea sp. 0.1 

Serratia liquefaciens 0.1 
Raoutella sp. 2.0 

Serratia liquefaciens 
0.2 

Klebsiella sp. 0.1  
Escherichia coli 0.9 Raoutella sp. 0.8 

A5 
Enterobacter sp. 3.3  

0.0 Pantoea sp. 2.4 – 
Escherichia coli 0.1  

PP1 Escherichia coli 0.4 
Escherichia coli 0.9 

 Klebsiella sp. 1.4 
 Raoutella sp. 0.7 

Klebsiella sp. 0.3 
 Providencia sp. 0.2 

PP2 
Citrobacter sp. 0.7 Enterobacter sp. 3.1 
Klebsiella sp. 0.8 Raoutella sp. 0.5 
Escherichia coli 1.2 Escherichia coli 1.4 

PP3 – 
 Klebsiella sp. 0.1 

0.0 Escherichia coli 0.3 
 Raoutella sp. 0.3 

PP4 

Serratia liquefaciens 0.1 
Raoutella sp. 0.2 

Pantoea sp. 0.1 
Enterobacter 0.8 

Escherichia coli 1.0 
Klebsiella sp. 1.0 
Escherichia coli 0.2   

PP5 

Escherichia coli 0.5 

Raoutella sp. 0.1 
Raoutella sp. 0.3 

Citrobacter sp. 1.9 

Pantoea sp. 1.9 
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Tabela 18 – Densidades de Enterobacteriales encontradas durante o inverno, nas áreas da Baía do Araçá 
(A) e Santos (PP).  

 Água Sedimento 
Amostra Microrganismo x 104 UFC Microrganismo x 104 UFC 

A1 
Raoutella sp. 0.2 Serratia marcescens 0.1 
Budvicia aquatica 0.1 Raoutella sp. 0.2 

A2 –  0.0 
Raoutella sp. 0.1 
Rahnella sp. 0.1 

A3 
Rahnella sp. 0.4 Proteus mirabilis 0.7 
Escherichia coli 0.1 Raoutella sp. 2.1 

A4 
Enterobacter sp. 0.4 Escherichia coli 0.1 
Rahnella aquatilis 0.3 Klebsiella sp. 0.3 

A5 
Enterobacter sp. 0.1 Escherichia coli 0.3 
Raoutella sp. 1.7 Raoutella sp. 0.1 
Klebsiella sp. 0.2   

PP1 
Escherichia coli 0.4 

Escherichia coli 0.2 Raoutella sp. 1.0 
Budvicia aquatica 0.1 

PP2 
Escherichia coli 0.2 Escherichia coli 0.2 
Raoutella sp. 0.9 Raoutella sp. 0.1 

PP3 
Escherichia fergusonii 0.3 Leminorella sp. 0.1 
Escherichia coli 0.5 Escherichia coli 0.3 
Klebsiella sp. 0.4 Raoutella sp. 0.2 

PP4 

Proteus mirabilis 0.2 

Escherichia coli 0.3 
Budvicia aquatica 0.1 
Escherichia coli 0.1 
Klebsiella sp. 0.1 

PP5 
Escherichia coli 0.1 

Leminorella sp. 0.1 
Raoutella sp. 0.3 
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 A Figura 21 apresenta as espécies de Enterobacteriales isoladas em cada uma das 

áreas de estudo. Uma vez que não houve crescimento nas amostras da Praia da Fazenda 

(Ubatuba/SP), a área foi excluída das análises de diversidade e suceptibilidade. 

 

 

Figure 21 – Distribuição das espécies de Enterobacteriales nas áreas da Baía do Araçá (São Sebastião/SP) 
e Ponta da Praia (Santos/SP) 
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 Analisando as amostras coletadas na Ponta da Praia (Santos/SP), é possível inferir 

que há uma maior quantidade de espécies potencialmente patogênicas, quando 

comparado com as amostras isoladas da Baía do Araçá. Em ambas áreas de estudo houve 

uma maior abundância de Escherichia coli. 

No total foram isolados 12 gêneros diferentes, sendo eles: Escherichia spp., 

Raoutella spp., Klebsiella spp., Enterobacter spp., Citrobacter spp., Pantoea spp., 

Proteus spp., Budvicia spp., Leminorella spp., Serratia spp., Providencia spp. e Rahnella 

spp. Dentre estes gêneros, são consideradas potencialmente patogênicas para humanos os 

seguintes gêneros: Escherichia spp., Klebsiella spp., Enterobacter spp., Citrobacter spp., 

Proteus spp.e Serratia spp. 

Observa-se que a Baía do Araçá apresentou, em todo o período estudado, o 

registro de 11 gêneros diferentes. Durante o verão, foi possível observar um predomínio 

de Escherichia coli nas amostras água e sedimento, seguido por Pantoea spp. nas 

amostras de água e Raoutella spp. nas amostras de sedimento. Tanto Pantoeae spp., 

quanto Raoutella spp., são consideradas como bactérias ambientais. Similar à Baía do 

Araçá, as amostras de verão da Ponta da Praia (Santos/SP) apresentaram maior 

abundância de E. coli. Porém ao contrário do que ocorreu na Baía do Araçá, o segundo 

gênero mais abundante foi Klebsiella spp. nas amostras de água, e Enterobacter spp. nas 

amostras de sedimento.  

Com relação aos dados obtidos para o inverno, em ambas as áreas, foi possível 

observar um aumento da abundância e de riqueza de espécies não patogênicas, como 

Pantoea spp. e Budvicia spp. 
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Figura 22 - Resultados da análise de PCA, correlacionando as bactérias isoladas com os locais de coleta. 
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A Figura 22 apresenta os resultados obtidos para a análise de PCA, onde foi 

possível observar uma forte correlação entre gêneros de bactérias possivelmente 

patogênicas e a área de Santos no período do verão. Enquanto que o inverno apresentou 

uma correlação com gêneros autóctones. 

Para a análise de correlação de Spearman, foram verificadas a correlação entre a 

densidade total de bactécrias potencialmente patogênicas e a contaminação orgânica (E. 

coli e Enterococcus sp.) para a Ponta da Praia e a Baía do Araçá, respeitando-se o tipo de 

amostra (água e sedimento) e o período de amostra (inverno e verão). Verificou-se uma 

forte e significativa correlação entre a densidade de bactérias patogênicas com os níveis 

de E. coli (p=0,01) e Enterococcus sp. (p=0,01) no sedimento para o período de verão em 

Santos. 

 

5.2.2. Suceptibilidade 

5.2.2.1. Teste de Disco-Difusão 

As Tabelas 21 e 22 apresentam os valores. Para a presente análise, foram 

consideradas apenas as cepas consideradas como resistentes, segundo as diretrizes do 

BrCAST (2019), e para tetraciclina (TET) foram consideradas as diretrizes do CLSI 

(2019). 
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Tabela 19 – Total de isolados de Enterobacteriales (n=158) na área na Baía do Araçá, durante todo o período de estudo, e a porcentagem de cepas resistentes (n). FOS: 
fosfomicina; ETP: ertapenem; MPM: meropenem; IPM: imipenem; TET: tetraciclina; AMC: amoxicilina + ácido clavulânico; GEN: gentamicina; CRO: ceftriaxona; NOR: 
norfloxacino. (*) Breakpoints utilizado baseado no CLSI (2019), uma vez que o BrCAST (2019) não contempla o antibiótico.  
 

Cepas resistentes (%) 
 
 

 A1 (n=26) A2 (n=70) A3 (n=38) A4 (n=12) A5 (n=12) 

 Water 
(n=12) 

Sediment 
(n=14) 

Water 
(n=10) 

Sediment 
(n=60) 

Water 
(n=8) 

Sediment 
(n=30) 

Water 
(n=6) 

Sediment 
(n=6) 

Water 
(n=6) 

Sediment 
(n=6) 

FOS 16.7 (2) 14.3 (2) 40.0 (4) 6.7 (4) 25.0 (2) 6.7 (2) 33.3 (2) 0.0 (0) 0.0 (0) 0.0 (0) 

ETP 0.0 (0) 28.6 (4) 20.0 (2) 10.0 (6) 25.0 (2) 13.4 (4) 0.0 (0) 0.0 (0) 0.0 (0) 0.0 (0) 

MPM 0.0 (0) 14.3 (2) 20.0 (2) 3.3 (2) 25.0 (2) 6.7 (2) 0.0 (0) 0.0 (0) 0.0 (0) 0.0 (0) 

IPM 50.0 (6) 28.6 (4) 40.0 (4) 26.7 (16) 50.0 (4) 26.7 (8) 0.0 (0) 0.0 (0) 66.7 (4) 0.0 (0) 

TET* 0.0 (0) 42.9 (6) 0.0 (0) 3.3 (2) 0.0 (0) 33.3 (10) 33.3 (2) 0.0 (0) 33.3 (2) 0.0 (0) 

AMC 66.7 (8) 47.1 (8) 40.0 (4) 13.4 (8) 25.0 (2) 13.4 (4) 0.0 (0) 0.0 (0) 33.3 (2) 0.0 (0) 

GEN 0.0 (0) 57.1 (6) 40.0 (4) 6.7 (4) 0.0 (0) 26.7 (8) 0.0 (0) 0.0 (0) 0.0 (0) 0.0 (0) 

CRO 16.7 (2) 42.9 (6) 40.0 (4) 13.4 (8) 50.0 (4) 26.7 (8) 33.3 (2) 66.7 (4) 33.3 (2) 0.0 (0) 

NOR 0.0 (0) 14.3 (6) 0.0 (0) 0.0 (0) 0.0 (0) 0.0 (0) 0.0 (0) 0.0 (0) 0.0 (0) 0.0 (0) 
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Tabela 20 – Total de isolados de Enterobacteriales (n=188) na área de Santos, durante todo o período de estudo, e a porcentagem de cepas resistentes (n). 

 PP1 (n=58) PP2 (n=44) PP3 (n=25) PP4 (n=28) PP5 (n=34) 

 Water 
(n=24) 

Sediment 
(n=34) 

Water 
(n=18) 

Sediment 
(n=26) 

Water 
(n=25) 

Sediment 
(n=0) 

Water 
(n=20) 

Sediment 
(n=8) 

Water 
(n=14) 

Sediment 
(n=20) 

FOS 8.3 (1) 11.8 (4) 22.2 (4) 46.2 (12) 40.0 (10) 0.0 (0) 20.0 (4) 0.0 (0) 14.3 (2) 0.0 (0) 

ETP 0.0 (0) 23.5 (8) 22.2 (4) 30.8 (8) 24.0 (6) 0.0 (0) 20.0 (4) 0.0 (0) 0.0 (0) 0.0 (0) 

MPM 8.3 (1) 5.9 (2) 11.1 (2) 15.4 (4) 8.0 (2) 0.0 (0) 30.0 (6) 0.0 (0) 0.0 (0) 0.0 (0) 

IPM 25.0 (3) 35.3 (12) 55.6 (10) 30.8 (8) 32.0 (8) 0.0 (0) 60.0 (12) 50.0 (4) 42.9 (6) 70.0 (14) 

TET* 16.7 (2) 5.9 (2) 0.0 (0) 0.0 (0) 32.0 (8) 0.0 (0) 30.0 (6) 25.0 (2) 14.3 (2) 0.0 (0) 

AMC 25.0 (3) 47.1 (16) 44.4 (8) 38.5 (10) 72.0 (18) 0.0 (0) 50.0 (10) 25.0 (2) 42.9 (6) 40.0 (8) 

GEN 8.3 (1) 0.0 (0) 11.1 (2) 7.7 (2) 16.0 (4) 0.0 (0) 30.0 (6) 0.0 (0) 42.9 (6) 0.0 (0) 

CRO 25.0 (3) 23.5 (8) 55.6 (10) 30.8 (8) 16.0 (4) 0.0 (0) 70.0 (14) 0.0 (0) 14.3 (2) 10.0 (2) 

NOR 0.0 (0) 0.0 (0) 22.2 (4) 7.7 (2) 0.0 (0) 0.0 (0) 10.0 (2) 0.0 (0) 28.6 (4) 0.0 (0) 
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Analisando a Tabela 21, é possível verificar que foi detectada uma maior 

quantidade de bactérias resistentes no sedimento (114/158) do que na água (44/158). Os 

pontos A1, A2 e A3 apresentaram mais isolados, além de apresentar mais cepas 

resistentes.  

Os carbapenêmicos, de um modo geral, apresentaram poucas cepas resistentes 

(ERT = 18; MPM = 10), execto para IPM (n=46). Norfloxacino foi o antibiótico que os 

isolados apresentaram maior suceptibilidade, sendo apenas 6 resistentes (3.79%). 

A Tabela 22 apresenta os valores registrados, com relação à resistência das cepas 

(n=188) isoladas nas amostras coletadas em Santos (PP). Dentre elas, 98 foram isoladas 

de amostras de água e 90 de amostras de sedimento, sendo a maioria resistente a três ou 

mais antibióticos.  Dos 188 isolados, 43% (n=81) apresentaram resistência à AMC, 41% 

(n=77) foram resistentes à IPM, 27.1% (n=51) à CRO, 19.7% (n=37) foram resistentes à 

FOS, 16% (n=30) à ETP. Os antibióticos que apresentaram maior suceptibilidade aos 

antibióticos testados foram: TET e GEN com 11% de isolados resistentes à estes 

antibióticos; MPM com apenas 9% e NOR com 6.3% isolados resistentes.  

Nos pontos PP1 e PP2, foram detectadas mais cepas multi-resistentes nas amostras 

de sedimento. Quanto aos carbapenêmicos, foi detectada resistência a imipenem (IPM) 

em todas as amostras coletadas. Entretanto nas amostras de sedimento dos pontos PP4 e 

PP5, não foi registrada resistência para ertapenem (ETP) e meropenem (MPM). As 

cefalosporinas. Norfloxacino foi o antibiótico que as cepas mais apresentaram 

suceptibilidade. 

 

5.2.2.2. Cepas IPM-EDTA positivas 
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De um total de 331 isolados, 11 cepas (6.96%) foram positivas para o teste de 

disco sinergia IPM-EDTA. As cepas foram identificadas por métodos bioquímicos e 

moleculares (Tabela 23). Nota-se que a maioria foi isolada de amostras coletadas na área 

de Santos (72.73%), e dentre elas 62.5% isoladas de amostras de sedimento. Das 11 cepas 

positivas, 7 delas foram isoladas na campanha de verão. 

 
Tabela 21 – Isolados positivos para o teste de disco sinergia IPM-EDTA. 

Cepa Microrganismo Área (Amostra) Período da coleta 
1 Budvicia aquatica Baía do Araçá (Água) Inverno 
2 Lemiriorella grimondii Baía do Araçá (Sedimento) Inverno 
3 Lemiriorella richardii Baía do Araçá (Sedimento) Inverno 
4 Raoultella ornithinolytica Santos (Sedimento) Verão 
5 Escherichia coli Santos (Água) Inverno 
6 Raoultella plantiocola Santos (Sedimento) Verão 
7 Klebsiella pneumoniae Santos (Água) Verão 
8 Escherichia coli Santos (Água) Verão 
9 Escherichia coli Santos (Sedimento) Verão 
10 Enterobacter bugandensis Santos (Sedimento) Verão 
11 Escherichia coli Santos (Sedimento) Verão 

 
 

Por meio da técnica de disco-difusão (Tabela 24), foi detectado que 18% das cepas 

foi resistente ao imipenem (IPM) e 82% apresentou perfil intermediário para este 

antibiótico. Quando comparados os demais carbapenêmicos testados, 82% das cepas 

isoladas foi resistente ao ertapenem (ERT), porém apenas 18% foram resistentes ao 

meropenem (MPM). Foi detectada 45% de cepas intermediariamente resistentes ao MPM. 

Foi detectada resistentes à ampicilina (AMP) em todas as cepas estudadas. 

Entretanto, quando avaliada a resistência a amoxicilina + ácido clavulânico (AMC), este 

valor cai para 72.7%.  

Analisando as cefalosporinas testadas no presente estudo, 54.2% foram resistentes 

a cefotaxime (CTX), cefoxitin (FOX) e ceftriaxona (CRO). Já com relação à ceftazidima 

(CAZ), 45% dos isolados mostraram-se resistentes. Foi verificado que 72.7% das cepas 

foram resistentes a fosfomicina (FOS) e 54.5% à gentamicina (GEN). Foram detectadas 

poucas cepas resistentes aos seguintes antibióticos: TET (36.3%), ATM (9%) e NOR 
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(9%). Considerando o perfil de sensibilidade, ao menos 54.5% dos isolados são 

considerados como bactérias multi-resistentes. 

 
Tabela 22 – Suceptibilidade das cepas IPM-EDTA positivas, testadas por meio de disco-difusão, de 
acordo com a normativa BrCAST (2019). 

Antibióticos µg 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 
Ampicilina 10 R R R R R R R R R R R 
Amoxicilina + ác. clavulânico 30 R S S R R R R R R R S 
Aztreonam 30 I S R S I I S I I S S 
Cefotaxima 5 R R R S R R R R S R S 
Cefoxitin 30 R R R S R S S R S R S 
Ceftazidima 10 R I R S R R S I I R S 
Ceftriaxona 30 R R S R S S R I R R S 
Ertapenem 10 R R R R S I R R R R R 
Fosfomicina 200 R S R R S S R R R R R 
Gentamicina 10 R R S R S S R R S R S 
Imipenem 10 I I R I I R I I I I I 
Meropenem 10 I S S R S I I R I I S 
Norfloxacino 10 R S S I S S I S S I S 
Tetraciclina* 30 R R S S S S R R S S S 

 
 
 

5.2.2.3. Concentração Mínima Inibitória (CIM) 

Após a avaliação do perfil de sensibilidade das cepas IPM-EDTA positivas, para 

a confirmação dos valores obtidos para os carbapenêmicos, foi realizado o teste de 

Concentração Mínima Inibitória (CIM), uma vez que oferecem melhor precisão, não 

gerando dúvidas. De modo geral, todas as cepas são resistentes aos três carbapenêmicos 

testados, exceto B. aquatica (1) que apresentou perfil intermediário (I) para IPM e MPM, 

e K. pneumoniae (7) que apresentou perfil intermediário (I) para MPM. Todas as onze 

cepas estudadas foram resistentes à ertapenem (Figura 25).  
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Tabela 23 – Suceptibilidade a carbapenêmicos testada por meio da técnica de Concentração Mínima 
Inibitória (CIM). 

CIM (µg mL-1) 
Antibióticos 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 
Ertapenem 8(R) 32(R) 32(R) 8(R) 32(R) 4(R) 16(R) 16(R) 32(R) 32(R) 32(R) 
Imipenem 4(I) 16(R) 16(R) 16(R) 16(R) 16(R) 16(R) 8(R) 32(R) 16(R) 16(R) 
Meropenem 8(I) 16(R) 32(R) 16(R) 16(R) 16(R) 8(I) 16(R) 16(R) 16(R) 64(R) 

 
 

5.2.2.4. Análises de genes de resistência e proteínas da membrana externa 

(OMPs) 

Os resultados foram negativos para os genes de resistência para metalo b-

lactamases e para as demais b-lactamases (Anexo III). Sendo assim, inferiu-se que a 

resistência poderia depender de fatores estruturais bacterianos, como por exemplo 

ausência e/ou mutações em proteínas de membrana.  

Foi verificada a presença de todas as seis Omps na cepa L. grimondii (2) (Tabela 

26). Já os microrganismos L. richardii (3) and in E. bugandensis (10), não apresentaram 

nenhuma das Omps estudadas.  

 

Tabela 24 – Presença (+) ou ausência (-) das Omps estudadas nas cepas IPM-EDTA positivas. (*) indica a 
presença de mutações. 

 Proteínas da Membrana Externa (OMPs) 
 OmpK35 OmpK36 OmpK37 OmpA OmpC OmpF 
 (1) B. aquatica + - - + + + 
 (2) L. grimondii + + + + + + 
 (3) L. richardii - - - - - - 
 (4) R. ornithinolytica - - - + + + 
 (5) E. coli + - - + - - 
 (6) R. plantiocola + - - + + - 
 (7) K. pneumoniae  +* +  +* + - + 
 (8) E. coli + - - + + - 
 (9) E. coli  +* +* + + - - 
(10) E. bugandensis - - - - - - 
(11) E. coli + - - + + + 

 

A ausência de OmpK36 e OmpK 37 foi detectada nos isolados B. aquatica (1), R. 

ornithinolytica (4), E. coli (5), E. coli (8) e E. coli (11). Nas cepas E. coli (5), K. 
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pneumoniae (7) and E. coli (9), houve a ausência de OmpC e OmpF. Também foi 

detectada a ausência de OmpF em R. plantiocola (6). 

Utilizando sequências previamente selecionadas no Genebank (NCBI), com o 

auxílio do software CLC Viewer 8.0 (Qiagen), comparações foram feitas e foi possível 

determinar mutações em diferentes proteínas da membrana externa. Foram detectadas 

mutações nas proteínas OmpK de K. pneumoniae (7) and E. coli (9).  

No caso da cepa K. pneumoniae (7) foram detectadas as seguintes mutações na 

OmpK35: V311L, S325L, D328N e V332G. Também foi possível detectar uma mutação 

na sequencia de aminoácidos DVEAA, que sofreu mutação para HLQTT, localizado entre 

as posições 145 e 149 (Figura 23). Além de mutações na OmpK35, mutações foram 

detectadas mutações na OmpK37 (S171T, D277N, D279N, R322G and I340F). 

 

Figura 23 – Imagem mostrando, em vermelho, a mutação entre as posições 145 e 149. As 3 primeiras 

sequências são de genes OmpK35 obtidos no Genebank (NCBI) e a cepa K. pneumoniae é a 4ª sequência.   

 

A cepa E. coli (9) apresentou mutações nas OmpK35 e OmpK36. Foram 

detectadas dez mutações na OmpK35, sendo elas: D73N, I97T, T116P, A122G, G132R, 

D135H, G137R, G141R, S234G and I264V. Enquanto que na OmpK36, foram detectadas 

5 mutações e duas deleções. As deleções deram-se nas posições 216 (S) e 217 (P). Já as 

mutações, foram elas: L225Q, L236V, Y241F, Y250F e G257D. 
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6. DISCUSSÃO 

Ambientes marinhos são extremamente importantes para o desenvolvimento de 

atividades comerciais (e.g. portuárias) e lazer, especialmente em áreas costeiras 

(ZAMPIERI et al., 2016). Porém, são locais que sofrem com o impacto antrópico, 

recebendo diversos tipos de contaminantes, como descargas de efluentes domésticos 

(SHIBATA et al., 2004; AL RASHDI et al., 2015; ANDRADE et al., 2015). Efluentes 

podem apresentar contaminantes orgânicos, como bactérias patogênicas, além de 

poderem apresentar uma carga de contaminantes inorgânicos, como antibióticos e seus 

metabólitos (MARTI et al., 2014; VIGNAROLI et al., 2013; ANDRADE et al., 2015). 

Observando-se os resultados obtidos para contaminação orgânica, é possível verificar 

que, ao contrário da Praia da Fazenda, uma área não impactada, a Baía do Araçá e a Ponta 

da Praia apresentam contaminação oriunda de efluentes domésticos. Ademais, nota-se 

uma maior carga de contaminação orgânica durante o verão, que pode ser justificada pelo 

aumento da população nestas áreas devido ao turismo (veraneio), conqüentemente 

elevando a carga de efluentes domésticos (ANDRADE et al., 2015; ZAMPIERI et al., 

2017). 

Conforme demonstrado pela maior presença de bactérias patogênicas (e.g. E. coli, 

Enterobacter sp.), locais mais impactados tendem a apresentar uma maior densidade de 

bactérias patogênicas (OLIVEIRA & PINHATA, 2008). Com a elevação da carga 

orgânica, bactérias, incluindo bactérias patogênicas, podem ser carreadas e detectadas em 

níveis mais elevados (ANDRADE et al., 2015). Outro ponto importante, é que fatores 

físico químicos (e.g. pH, salinidade e luz solar) podem afetar a distribuição dos 

microrganismos em praias (DAVIES et al., 1995; DAVIES-COLEY et al., 1999; 

DAVIES & BAVOR, 2000; ANDRADE et al., 2015). Assim como no presente estudo, 

onde foi observada uma maior densidade de bactérias nos sedimentos, especialmente no 
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verão. Diversos estudos demonstram que o sedimento de praias pode conter densidades 

muito mais elevadas de bactérias do que amostras de água (ALM et al., 2003; OLIVEIRA 

& PINHATA, 2008; ANDRADE et al., 2015; ZAMPIERI et al., 2016). Este fato deve-se 

ao microambiente criado, naturalmente pelo sedimento, propiciando condições mais 

favoráveis aos microrganismos (SINTON et al., 1994; DAVIES-COLLEY et al., 1994; 

DAVIES et al., 1995; BRUNKE & FISCHER, 1999; DAVIES & BAVOR, 2000; 

ANDRADE et al., 2015; ZAMPIERI et al., 2017). No caso de antibióticos, estes 

costumam demorar mais para degradarem-se no sedimento do que na água, pois podem 

ligar-se às partículas, assim podem, também, afetar diretamente a microbiota nativa, 

gerando uma pressão seletiva (HALLING-SORENSEN et al., 1998; HIRSCH et al, 

1999).  

A maioria dos estudos foca em bactérias patogênicas, e apenas poucos avaliam a 

microbiota nativa, incluindo bactérias ambientais resistentes à antibióticos (WRIGHT, 

2005; WRIGHT, 2010; CROFTS et al., 2017; WRIGHT, 2019;). Como foi observado, a 

presença destas bactérias nativas, com genes de resistência, são de extrema importância, 

uma vez que elas podem atuar como reservatórios de determinantes de resistência, 

especialmente antibióticos de última linha de tratamento, como o caso dos 

carbapenêmicos (MANAIA, 2017).  

 É sabido que algumas bactérias da ordem das Enterobacteriales, como E. coli e 

K. pneumoniae, são importantes patógenos humanos (MARAVIC et al., 2015). Nas 

últimas décadas, o uso de forma incorreta e excessiva de antibióticos, especialmente 

carbapenêmicos, fosfomicinas e polimixinas, têm levado a uma rápida disseminação de 

bactérias resistentes (ANDRADE et al., 2015; KELLY et al., 2017; ZAMPIERI et al., 

2017; DURÃO et al., 2018). No Brasil, a grande maioria dos estudos focados em 

Enterobacteriales resistentes a carbapenêmicos está voltado para a área clínica 
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(FURTADO et al., 2007; GALES et al., 2012; SAMPAIO & GALES, 2016) e poucos 

avaliam a presença destes microrganismos no ambiente (ARAUJO et al., 2006). De 

acordo com ROSSI (2001), no Brasil, as regiões sul e sudeste apresentam resultados mais 

relevantes para bactérias resistentes, provavelmente correlacionado com diversas 

atividades econômicas (e.g. atividades portuárias) e elevada população. Similar ao 

observado no presente estudo, a maioria das Enterobacteriaceae isoladas da Lagoa 

Rodrigo de Freitas e Rio Carioca (Rio de Janeiro/RJ) eram resistentes à carbapenêmicos 

e apresentavam genes blaKPC, blaGES and blaOXA-48-like (ARAUJO et al., 2016). 

 Foram registrados,  maiores taxas de resistência a ERT do que a IPM e MPM. O 

mesmo pôde ser observado em outros estudos, podendo ser explicado pela capacidade de 

penetração de cada antibiótico por meio das porinas (Woodford et al., 2007; Elliott et al., 

2006; Rossi et al., 2006). 

Apesar dos resultados positivos para o teste de disco-sinergia, nenhum gene que 

codifica carbapenemases foi detectado no presente estudo. Todas as cepas 11 cepas IPM-

EDTA+ apresentaram resistência a ERT, enquanto que 90,9% foram resistentes a IPM, e 

81,8% a MPM. Entretanto, por meio do teste de disco-difusão, 81,8% das cepas foram 

resistentes ao ERT, apenas 18,2% ao IPM e MPM. Consequentemente, os resultados para 

suceptibilidade a carbapenêmicos dependem do teste empregado (TENOVER et al., 2006; 

MAALEJ et al., 2011). 

Resistências intermediárias foram registradas pelo CIM, especialmente para K. 

pneumoniae e E. coli, sem qualquer detecção de genes de resistência. Entretanto, o 

fenótipo possivelmente está relacionado com a perda de Omps ou mutações aleatórias nas 

proteínas, chamadas OmpK35 e OmpK36 (SHIN et al., 2012; TSAI et al, 2013; ADLER 

et al., 2015). Por exemplo, TSAI et al. (2013) demonstrou que a perda destas duas 

proteínas em K. pneumoniae levaram à elevação dos pontos de corte (breakpoints) em 
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ERT (32 mg/L) e MPM (8 mg/L), porém eram breakpoints tidos como limiares. Em E. 

coli podemos ter mutações em outras Omps, como as OmpC e OmpF, que estão 

associadas com a resistência a MPM e ERT (ADLER et al., 2016). A perda da proteína 

OmpK35 em E. coli e K. pneumoniae apresentou associação com a resistência a cefoxitin 

(ANATHAN & SUBHA, 2005). Conforme apresentado nos resultados, a ausência de uma 

ou mais Omps detectados em E. coli (cepas S5, S8, S9 e S11), podem justificar o CIM 

intermediário/limiar para os carbapenêmicos testados. Também, pode ser inferido que as 

mutações detectadas em OmpK (K. pneumoniae S7) podem estar envolvidas no fenótipo 

de resistência a carbapenêmicos. 

 Com relação aos demais gêneros (Budvicia spp., Leminorella spp. e Raoutella 

spp.), há poucos estudos com relação aos mecanismos de resistência (BLEKHER et al., 

2000; DALAMAGA et al., 2006; CASTANHEIRA et al., 2009; TOMCZAK & 

SMUSZKIEWICZ, 2014; LAM & SALIT, 2014; Sekowska; 2017). Cepas 

multirresistentes de R. ornithinolytica (CHUN et al., 2015; Haruki et al., 2014), R. 

planticola (LAM and SALIT, 2014), B. aquatica (TOMCZAK and SMUSZKIEWICZ, 

2014), Leminorella spp (DALAMAGA et al., 2006; BLEKHER et al., 2000), porém 

nenhum gene ou mecanismo de resistência foi estudado. CASTANHEIRA et al. (2009) 

descreveu cepas de R. plantiocola e R. ornithinolytica multirresistentes e que 

apresentavam os genes TEM-1, SHV-7 and KPC.  

 Sendo assim, o presente estudo evidenciou a importância de políticas públicas 

integradas, principalmente com relação ao saneamento básico, e o risco que o descarte de 

efluentes domésticos e/ou seletivos podem exercer no meio ambiente. Tais impactos 

podem acarretar em graves problemas de saúde pública, além de poder negativamente 

afetar atividades econômicas desenvolvidas em ambientes costeiros, como o turismo e a 

pesca.  
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7. CONCLUSÕES  

Zonas costeiras, especialmente no Brasil, sofrem graves impactos, especialmente 

devido ao descarte inadequado de efluentes e a falta de saneamento. Com base no presente 

estudo, foi possível detectar uma correlação entre a densidade de Enterobacteriales 

patogênicos e o grau de contaminação de determinados locais. Um maior aporte de 

contaminação orgânica foi detectado no verão, especialmente nas amostras coletadas em 

Santos, demonstrando a grande pressão antrópica durante o período de veraneio. 

As cepas mais resistentes foram isoladas no verão e na Ponta da Praia (Santos/SP), 

sugerindo que a área sofre mais pressões seletivas, como atividades portuárias, elevada 

população e falta de estrutura sanitária que comporte e trate efluentes. Apesar de menos 

impactada, a Baía do Araçá demonstrou que também sofre com os impactos antrópicos, 

sobre tudo no veraneio. Enquanto que a Praia da Fazenda encontra-se preservada, 

provavelmente por encontrar-se dentro de um Parque Estadual, uma área de proteção 

ambiental.  

Apesar de nenhum gene codificador de b-lactamases ter sido detectado, mutações 

importantes nas Omps foram detectadas. Tais mutações foram responsáveis pela 

conferência de resistência à carbapenêmicos em onze cepas estudadas. 

O presente estudo reforça e corrobora que políticas públicas mais eficientes sejam 

implementadas na costa do Estado de São Paulo, uma vez que a formação de possíveis 

resistomas e a presença de bactérias patogênicas indicam degradação ambiental, 

representando um risco para a sociedade e economia.  
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ANEXO II 

 
Primer Sequence (5’ – 3’) Size (pb) Annealing Reference 

27F AGA GTT TGA TCC TGG CTC AG ~1360 56ºC Turner et al., 1999 1492R GGT TAC CTT GTT ACG ACT T 
BOX A1R CTA CGG CAA GGC GAC GCT GAC G ND 53°C Rademaker and de Bruijn, 1997 

NDM-F GGT TTG GCG ATC TGG TTT TC 621 56ºC 

Poirel et al., 2011 

NDM-R CGG AAT GGC TCA TCA CGA TC 
VIM-F GAT GGT GTT TGG TCG CAT ATC G 390 58ºC 
VIM-R GCC ACG TTC CCC GCA GAC G 
IMP-F GAA TAG AGT GGA TTA ATT CTC 

232 55ºC IMP-R CGT TTA ACA AAA CAA CCA CC 
SIM-F TAC AAG GGA TTC GGC ATC G 570 

52ºC 

SIM-R TAA TGG CCT GTT CCC ATG TG 
DIM-F GCT TGT CTT CGC TTG CTA ACG 699 DIM-R CGT TCG GCT GGA TTG ATT TG 
GIM-F TCG ACA CAC CTT GGT CTG AA 477 GIM-R AAC TTC CAA CTT TGC CAT GC 
SPM-F AAA ATC TGG GTA CGC AAA CG 271 
SPM-R ACA TTA TCC GCT GGA ACA GC 
AIM-F CTG AAG GTG TAC GGA AAC AC 322 AIM-R GTT CGG CCA CCT CGA ATT 
KPC-F TGT CAC TGT ATC GCC GTC 798  
KPC-R CGT TGA CGC CCA ATC C  
GES-F ATG CGC TTC ACG CAC 642 52ºC  
GES-R CTA TTT GTC CCT CAG G  
TEM-F AAA GAT GCT GAA GAT CA 425 44ºC  
TEM-R TTT GGT ATG GCT TCA TTC  
CTX-F GTG CAG TAC CAG TAA AGT TAA G 550 55°C  



 

 

 

v 

CTX-R CGC AAT ATC ATT GGT GGT GCC  
SHV-F GCG AAA GCC AGC TGT CGG GC 304 62°C  
SHV-R GAT TGG CGG CGC TGT TAT CGC  
OXA-F ACA CAA TAC ATA TCA ACT TCG C 438 

52°C 

 
OXA-R AGT GTG TTT AGA ATG GTG ATC  
BIC-F TAT GCA GCT CCT TTA AGG GC 537  
BIC-R TCA TTG GCG GTG CCG TAC AC  

OmpA-F ATT GCA GTC GCA CTG GCT GG 1100 60ºC 

Santos et al., 2017 

OmpA-R GCC TGC GGC TGA GTT ACA AC 
OmpC-F GTT AAA GTA CTG TCC CTC CTG 1200 

54ºC OmpC-R GAA CTG GTA AAC CAG ACC CAG 
OmpF-F AGC GCA ATA TTC TGG CAG TG 1000 OmpF-R CTG GTA AAC GAT ACC CAC AG 

OmpK35-F CAG ACA CCA AAC TCT CAT CAA ~1080 

60ºC 

 
OmpK35-R AGA ATT GGT AAA CGA TAC CCA  
OmpK36-F CAG CAC AAT GAA TAT AGC CGA ~1110  
OmpK36-R GCT GTT GTC GTC CAG CAG GTT  
OmpK37-F CAT TCC GCA GAA TGA GAC GGC ~1115  
OmpK37-R CGA CGA TGT TAT CGG TAG AGA  

IntI 1-F ACA TGC GTG TAA ATC ATC GTC G 500 65°C 

Santos et al., 2017 

IntI 1-R CTG GAT TTC GAA TCA CGG CAC G 
IntI 2-F GCA AAC GCA AGC ATT CAT TA 

400 62°C IntI 2-R ACG GAT ATG CGA CAA AAA GG 
IntI 3-F AGT GGG TGG CGA ATG AGT G 

600 55°C 
IntI 3-R TGT TCT TGT ATC GGC AGG TG 
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ANEXO III 
 
 
 
Tabela I - Resultados obtidos para metalo b-lactamases, para os seguintes genes testado: blaNDM, blaVIM, blaIMP, blaSIM, 
blaDIM, blaGIM, blaSPM e blaAIM. Os resultados foram representados em ausência (-) e presença (+). 

 Genes para metalo b-lactamases 
 NDM VIM IMP SIM DIM GIM SPM AIM 
 (1) B. aquatica - - - - - - - - 
 (2) L. grimondii - - - - - - - - 
 (3) L. richardii - - - - - - - - 
 (4) R. ornithinolytica - - - - - - - - 
 (5) E. coli - - - - - - - - 
 (6) R. plantiocola - - - - - - - - 
 (7) K. pneumoniae - - - - - - - - 
 (8) E. coli - - - - - - - - 
 (9) E. coli - - - - - - - - 
(10) E. bugandensis - - - - - - - - 
(11) E. coli - - - - - - - - 

 
 
 
 
 
Tabela II – Resultados obtidos para b-lactamases (blaGES, blaTEM, blaCTX, blaSHV, blaOXA, blaBIC e blaKPC). Os resultados 
foram representados em ausência (-) e presença (+). 

 Genes para b-lactamases 
 GES TEM CTX SHV OXA BIC KPC 
 (1) B. aquatica - - - - - - - 
 (2) L. grimondii - - - - - - - 
 (3) L. richardii - - - - - - - 
 (4) R. ornithinolytica - - - - - - - 
 (5) E. coli - - - - - - - 
 (6) R. plantiocola - - - - - - - 
 (7) K. pneumoniae - - - - - - - 
 (8) E. coli - - - - - - - 
 (9) E. coli - - - - - - - 
(10) E. bugandensis - - - - - - - 
(11) E. coli - - - - - - - 

 
 
  




