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DORNELLES, L.M. Isolamento de Clostridioides difficile em potros e éguas.  

Botucatu, 2026. 79 f. Dissertação (Mestrado)- Faculdade de Medicina Veterinária 

e Zootecnia, Campus de Botucatu, Universidade Estadual Paulista. 

 

RESUMO 

 

Clostridioides difficile é importante patógeno nosocomial em humanos e animais.  

O objetivo deste estudo foi avaliar a ocorrência de C. difficile em potros, éguas e 

ambiente. Amostras de fezes foram colhidas de potros de até três dias de vida, 

de suas mães (fezes e úbere), e do ambiente.  As amostras foram submetidas a 

cultivo seletivo para C. difficile.  O gene 16S rDNA foi identificado por PCR, assim 

como os genes codificadores de toxinas (tcdA, tcdB, cdtA/B) e ribotipagem. 

Amostras de fezes de potros também foram submetidas a qPCR para 

identificação do gene 16S rDNA e tcdB. A frequência de isolamento foi de 78% 

em potros, 4% em fezes de éguas, 6% em úbere e 23,53% em ambiente. Em 

potros, foram obtidos 42 isolados, em sua maioria não toxigênicos (92,9%), com 

apenas três isolados toxigênicos (RT AI-21/0, e dois novos RTs). De acordo com 

a qPCR, 81,82% das amostras de fezes foram positivas, com 8,3% de 

positividade para tcdB. Esse estudo demonstrou alta frequência de isolamento 

de Clostridioides difficile em potros até três dias de vida em propriedades rurais, 

com predomínio de isolados não toxigênicos.  

 

Palavras-chave: diarreia; equino; ambiente. 
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DORNELLES, L.M. Isolation of Clostridioides difficile in foals and mares.  

Botucatu, 2026. 79 f. Dissertação (Mestrado)- Faculdade de Medicina Veterinária 

e Zootecnia, Campus de Botucatu, Universidade Estadual Paulista. 

 

ABSTRACT 

Clostridioides difficile is an important nosocomial pathogen in humans and 

animals. The aim of this study was to evaluate the occurrence of C. difficile in 

foals, mares, and the environment. Fecal samples were collected from up to 

three-day-old foals and their dams (feces and udder), and environmental samples 

were collected. The samples were subjected to selective culture for C. difficile. 

The 16S rDNA gene was identified via PCR, as were toxin-encoding genes (tcdA, 

tcdB, cdtA/B) and ribotyping. Foals fecal samples were also subjected to qPCR 

for detection of the 16S rDNA and tcdB genes. The isolation frequency was 78% 

in foals, 4% in mares feces, 6% in udder samples, and 23.5% in environmental 

samples. In foals, 42 isolates were obtained, the majority of which were 

nontoxigenic (92.9%), with only three toxigenic strains (RT AI-21/0 and two new 

ribotypes). According to the results of the qPCR analysis, 81.82% of the fecal 

samples were positive, with 8.3% positive for the tcdB gene. This study revealed 

a high frequency of Clostridioides difficile isolation in foals up to three days old 

from Brazilian stud farms, predominantly involving nontoxigenic strains. 

 

Keywords: diarrhea; equine; environmental. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

O microrganismo conhecido hoje como Clostridioides difficile foi 

primariamente identificado como Bacillus difficilis, em pesquisa avaliando a 

microbiota das fezes de crianças saudáveis até dez dias de vida (Hall; O’Toole, 

1935), posteriormente reclassificado como Clostridium difficile por Prévot (1938). 

O nome se refere a dificuldade encontrada pelos pesquisadores em isolar esta 

bactéria, que se mostrou altamente patogênica para coelhos e porcos-da-índia 

(Hall; O’Toole, 1935). Mais tarde, constatou-se a produção de duas toxinas, uma 

enterotoxina e uma citotoxina, nomeadas toxina A (TcdA) e B (TcdB), 

respectivamente (Sullivan; Pellett; Wilkins, 1982; Taylor; Thorne; Bartlett, 1981). 

Em 1988, uma terceira toxina nomeada como CDT, uma ADP-ribosiltransferase, 

foi identificada por Popoff et al. (1988). Em 2013, foi sugerida a reclassificação 

deste microrganismo como Peptoclostridium difficile (Yutin; Galperin, 2013), no 

entanto, foi novamente reclassificado por Lawson et al. (2016), tornando-o 

Clostridioides difficile. 

É um importante patógeno nosocomial em humanos e outras espécies 

(Jones, 2020), se tornando alvo importante da saúde única (Balsells et al., 2019). 

Em humanos, a infecção por C. difficile (CDI) se manifesta desde formas brandas 

de diarreia até colite pseudomembranosa com potencial letal, podendo ser 

identificada também como diarreia associada ao C. difficile (CDAD) (Tortora; 

Funke; Case, 2012). Casos recorrente são comuns (Buddle; Fagan, 2023). 

Nos equinos, é reconhecido como importante causa de doença em 

adultos e potros, causando desde diarreia autolimitante a enterocolite 

hemorrágica fatal (Weese, 2020). Esta bactéria é considerada um patógeno para 

essa espécie, porém, cepas toxigênicas podem ser identificadas em indivíduos 

saudáveis (Weese, 2020). 
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2 REVISÃO DE LITERATURA 

 

2.1 Clostridioides difficile- visão geral 

 

C. difficile é uma bactéria estritamente anaeróbia e Gram-positiva, 

possui morfologia bacilar, tamanho aproximado de 0,5-1,9 x 3,0-16,9 

micrômetros (µm), podendo formar cadeias de até seis células (Lawson et al., 

2016). Seus esporos são ovais, terminais ou subterminais (Lawson et al., 2016). 

Sua capacidade de esporulação torna este microrganismo resistente a oxigênio, 

luz ultravioleta, dissecação, calor, antimicrobianos e desinfetantes (Buddle; 

Fagan, 2023). Sua estrutura possui proteínas paracristalinas na camada S da 

parede celular, uma vantagem em relação à ação dos peptídeos antimicrobianos 

no intestino. Em adição, são capazes de formar cápsulas (Prescott, 2016). Suas 

adesinas produzidas, contribuem para fixação nas células intestinais, além da 

proteína Cwp66, proteína de parede celular com afinidade pelas células epiteliais 

intestinais (Prescott, 2016). 

Este microrganismo possui forma vegetativa, que se multiplica no trato 

gastrintestinal e pode produzir toxinas, e forma de esporo que é eliminada nas 

fezes, sua forma infecciosa e que é resistente fora do hospedeiro (Weese, 2020). 

A transmissão ocorre pela via fecal-oral (Buddle; Fagan, 2023), e a higiene do 

ambiente e das mãos é importante para a redução de sua transmissão 

(Cunningham et al., 2003). 

A infecção causada por esta bactéria era relacionada a casos de diarreia 

associada a hospitais ou unidades de saúde (healthcare/ hospital-associated C. 

difficile infections, HA-CDI), principalmente por acometer pacientes 

hospitalizados, com mais de 65 anos, com exposição recente a antimicrobianos, 

uso de redutores da acidez estomacal, e imunossuprimidos (Anderson et al., 

2017; Buddle; Fagan, 2023; Cunningham et al., 2003; Ferreira et al., 2015). 

Contudo, o aumento de casos adquiridos na comunidade (community-aquired C. 

difficile infection, CA-CDI) nas últimas décadas tem chamado a atenção 

(Anderson et al., 2017).  

CA-CDI acomete indivíduos mais jovens e não necessariamente com 

histórico de uso de antimicrobianos ou inibidores da bomba de prótons, mesmo 

que estes ainda sejam fatores de risco (Anderson et al., 2017; Bloomfield; Riley, 
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2016). Outros fatores de risco têm sido levantados, como proximidade com 

fazendas de produção animal, instalações de matérias-primas agrícolas, idade, 

proximidade com lares de idosos, co-morbidades (doença inflamatória intestinal, 

doença renal crônica, imunodeficiência, tumores malignos, transplantes de 

órgãos) e contato com crianças menores de dois anos, que muitas vezes são 

portadores assintomáticos (Anderson et al., 2017; Bloomfield; Riley, 2016). 

A HA-CDI é caracterizada quando o início dos sintomas acontece, pelo 

menos, após 48 horas da entrada no hospital, ou até quatro semanas após a 

saída. CA-CDI é definida, por sua vez, quando o início dos sinais ocorre fora dos 

estabelecimentos de saúde, dentro das primeiras 48 horas após admissão ou 

mais de 12 semanas após saída do hospital (Alexiou; Diakou; Kachrimanidou, 

2025). 

Os fatores de virulência produzidos por C. difficile para a ocorrência da 

doença são toxinas, produzidas por algumas cepas desta bactéria, chamadas de 

cepas toxigênicas. (Weese, 2020). TcdA e TcdB atuam no interior das células, 

após passarem por endocitose (Ferreira et al., 2015). TcdA é uma enterotoxina, 

causadora de morte celular, danos no epitélio intestinal e grande inflamação, 

resultando em diarreia. TcdB, por sua vez, é uma citolisina, possuindo atividade 

citotóxica maior que a toxina A, considerada o principal fator de virulência  

(Buddle; Fagan, 2023; Ferreira et al., 2015; Prescott, 2016). A atuação conjunta 

de TcdA e TcdB resulta em ruptura do citoesqueleto, arredondamento celular, 

apoptose e ruptura das junções íntimas, causando a perda da barreira intestinal, 

além de produzir citocinas pró-inflamatórias (IL-1ꞵ, TNF-α e IL-8) e levar ao 

influxo de neutrófilos (Buddle; Fagan, 2023).  

A CDT é uma toxina binária, possui região de ligação (cdtB) e uma 

enzimaticamente ativa (cdtA), resultando em desorganização do esqueleto 

celular e morte (Buddle; Fagan, 2023; Popoff et al., 1988; Prescott, 2016; Rupnik; 

Grabnar; Geric, 2003), gerando perda da função de barreira e das junções 

íntimas, além de formar protrusões nas células que aumentam a adesão das 

células de C. difficile (Buddle; Fagan, 2023). As cepas podem produzir algumas 

dessas toxinas, todas ou nenhuma, sendo este último caso chamadas de não 

toxigênicas, com relevância clínica questionada (Weese, 2020). O perfil de 

toxinas mais comumente identificado é A+B+, com menor frequência A-B+, e 

raramente A+B-; cerca de 20% das cepas produzem CDT (Peng et al., 2017). 
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A capacidade de formação de biofilmes também é um importante fator 

de virulência de C. difficile, ainda em estudo (Buddle; Fagan, 2023). Sua 

contribuição envolve maior resistência à antimicrobianos e ao estresse oxidativo, 

assim como papel na persistência e recorrência de CDI (Buddle; Fagan, 2023). 

Cepas toxigênicas possuem locus de patogenicidade (PaLoc), onde se 

localizam os genes tcdA e tcdB. Juntamente com esses genes, existem outros 

no PaLoc: tcdR, tcdC, tcdE, além de outros reguladores desse microrganismo. 

TcdR é regulador positivo que controla a transcrição dos genes tcdA e tcdB. TcdC 

também está envolvida na regulação das toxinas, mas de forma menos elucidada 

que TcdR, acredita-se que seja regulador negativo. TcdE, com atuação pouco 

esclarecida, se relaciona com a secreção eficiente de toxinas (Majumdar; 

Govind, 2022). Além do padrão de toxinas, a ribotipagem por reação em cadeia 

da polimerase (PCR) é a técnica de tipificação de C. difficile mais utilizada 

mundialmente. Esta técnica se baseia na amplificação da região intergênica 16S-

23S rDNA e cada padrão de fragmentos obtidos identifica um ribotipo (RT) 

(Abad-Fau et al., 2023). 

A microbiota intestinal equilibrada é a primeira linha de defesa contra a 

CDI, visto que é capaz de prevenir a colonização por outras bactérias ou limitar 

a multiplicação das patogênicas. Normalmente, C. difficile é um microrganismo 

ambiental, contudo a disbiose é um evento essencial para sua adesão na 

mucosa intestinal. Essas alterações podem ser causadas pela administração de 

antimicrobianos, como eritromicina, sulfonamidas com trimetoprim, beta-

lactâmicos, clindamicina, rifampicina e gentamicina. Nos equinos, outros fatores 

estressantes podem contribuir para a alteração da microbiota, como internamento 

hospitalar, transporte, privação de fibras, jejum, tratamento médico ou cirúrgico 

(Båverud, 2002; Ferreira et al., 2015; Jones, 2020).  

Após sua ingestão, as formas vegetativas são destruídas pelo ácido 

estomacal, enquanto os esporos conseguem passar intactos, germinando no 

intestino delgado após exposição aos ácidos biliares primários, principalmente 

tauracolato (Buddle; Fagan, 2023; Durham; Le; Cassano, 2020). Diante desse 

desequilíbrio, o microrganismo consegue colonizar o cólon e se proliferar. Nesse 

momento, as cepas toxigênicas produzem toxinas que causam secreção de 

fluidos, inflamação e destruição da mucosa, levando a diarreia e produção de 

pseudomembranas (Båverud, 2002; Ferreira et al., 2015; Jones, 2020). 
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Além do isolamento em humanos (Alqasem et al., 2023), C. difficile foi 

isolado em equinos (Båverud et al., 1997, 1998, 2003; Diniz et al., 2021; 

Magdesian; Leutenegger, 2011; Medina-Torres; Weese; Staempfli, 2011; Nomura 

et al., 2020; Ossiprandi et al., 2010; Schoster et al., 2019; Weese; Slovis; 

Rousseau, 2021), ovinos (Alves et al., 2022; Avberšek et al., 2014; Knight; Riley, 

2013; Marcos et al., 2021), caprinos (Avberšek et al., 2014), bovinos (Alves et 

al., 2022; Cerri et al., 2024; Cuperus et al., 2024; Marcos et al., 2021), suínos 

(Alves et al., 2022; O’Shaughnessy et al., 2019; Spigaglia et al., 2023), frangos 

(Marcos et al., 2021), cães (Alves et al., 2023; Leite et al., 2023; Meireles et al., 

2024), gatos (Alves et al., 2023; Silva et al., 2020) e espécies silvestres (Lima et 

al., 2024; Ramos et al., 2019). 

 

2.2 Clostridioides difficile em equinos 

Os primeiros relatos de C. difficile em equinos adultos foram feitos por 

Ehrich et al.(1984) e Perk et al.(1993). Ehrich et al. (1984) relataram a detecção 

de TcdA/TcdB em cavalos com diarreia aguda e clinicamente sadios. Perk et 

al. (1993), descreveram caso em cavalo adulto com tiflocolite, em que a 

detecção das toxinas foi concomitante ao início da diarreia. 

Nessa espécie, é um microrganismo pertencente à microbiota intestinal 

em todas as idades, geralmente um dos primeiros a serem adquiridos após o 

nascimento, porém, em pequeno número e não produtores de toxinas (Reed; 

Bayly; Sellon, 2010). C. difficile é importante causa de diarreia associada a 

antimicrobianos e causador de diarreia nosocomial em equinos, afetando 

adultos e potros. Os fatores de risco associados aos casos nosocomiais são 

idade, administração de antimicrobianos e doença gastrintestinal concomitante 

(Jones, 2020). Båverud et al. (1997) isolaram C. difficile de cavalos adultos que 

tiveram colite logo após ou durante internamento. Ainda, esses pesquisadores 

relacionaram seu isolamento ao uso de antimicrobianos em animais com colite. 

Esse patógeno foi associado a um surto em um hospital veterinário, em que 

9/10 equinos diarreicos apresentaram positividade no isolamento de C. difficile, 

e 10/10 receberam antimicrobianos previamente (Madewell et al., 1995). 

Em cavalos hospitalizados, 13,7% (10/73) apresentaram isolamento 

positivo das fezes; dentre os diagnosticados com distúrbios gastrintestinais, 
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12,2% (5/41) foram positivos e 15,6% (5/32) foram positivos sem diagnóstico 

relacionado a esse sistema. 60,3% (44/73) dos animais receberam 

antimicrobianos, destes, 20,5% (9/44) foram positivos (Rodriguez et al., 2014). 

Em animais com mais de um ano e hospitalizados, foi isolado em 36,6% 

(52/142) dos pacientes sem sinais gastrintestinais e 36,4% (16/44) com sinais 

gastrintestinais (Hain-Saunders et al., 2023). Em adultos diarreicos 

hospitalizados, suas toxinas ou seu isolamento ocorreu em 21,8% (12/55) 

(Weese; Staempfli; Prescott, 2001). 

Em éguas, a ocorrência de colite aguda foi associada ao isolamento 

e/ou detecção de suas toxinas nas fezes, quando seus potros foram tratados 

com eritromicina e rifampicina, havendo altas concentrações de eritromicina nas 

fezes de potros tratados com mães com colite. Ademais, o isolamento de C. 

difficile nas fezes de potros foi associada ao tratamento com eritromicina ou 

gentamicina combinado com rifampicina (Båverud et al., 1998). 

Sua prevalência foi avaliada em equinos em diversas idades, 

tratamentos e afecções. Nos adultos com colite e tratamento com 

antimicrobiano, foi isolado em 42% (18/43); com colite e sem tratamento em 6% 

(4/72) e apenas tratados, sem sinais entéricos, 2% (1/47) (Båverud et al., 2003). 

Podem ocorrer casos não relacionados ao uso de antimicrobianos, 

tanto de forma esporádica como em surtos (Constable et al., 2017; McKenzie, 

2018). O primeiro relato em potros se enquadra neste caso, em que foi isolado 

em 63% dos potros (27/43) diarreicos sem administração prévia de 

antimicrobianos (Jones; Adney; Shideler, 1987). Nesses animais, dentro das 

primeiras duas semanas de vida, pode ocorrer sem causa predisponente 

aparente e animais com longos períodos de internamento também podem 

desenvolver CDI (Constable et al., 2017). 

Apesar de a relação intrínseca com o ambiente hospitalar, também 

ocorre em equinos fora de ambientes veterinários (Weese; Slovis; Rousseau, 

2021). Fora deste ambiente, foi isolado em 46,7% (7/15) dos potros e 25,1% 

(45/179) de adultos sem sinais gastrintestinais, enquanto foi isolado de 60% 

(3/5) de potros com sinais gastrintestinais e não foi isolado de nenhuma amostra 

de adulto, na Austrália (Hain-Saunders et al., 2023). Em haras na Coreia do Sul, 

foi isolado em 2,4% (23/ 942) dos animais e 31,3% (20/64) dos diarreicos (Lee 

et al., 2023). Na Arábia Saudita, 23,3% (7/30) dos adultos com diarreia 
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apresentaram isolamento positivo, 57% deles possuiam isolados toxigênicos  

(Morsi et al., 2019). Em estudo com pares de éguas e potros admitidos em 

hospital sem suspeita de infecção, observou-se disseminação fecal adquirida 

em comunidade (CA) em 15,6% das éguas e 27% dos potros, enquanto 17% 

das éguas e 23% dos potros iniciaram disseminação após admissão em 

hospital (Weese; Slovis; Rousseau, 2021). 

Em cavalos sadios, pode ser isolado em 10% das amostras de fezes 

únicas, segundo Constable et al. (2017). Na Itália, em animais saudáveis, foi 

isolado em 25% (6/24) dos adultos e 44,4% (8/18) dos potros (Ossiprandi et al., 

2010), no Canadá, em animais sem diarreia foi isolado em 7,01% (52/742) 

(Medina-Torres; Weese; Staempfli, 2011) na Arábia Saudita, 1,1% (3/286) dos 

adultos normais (Morsi et al., 2019). 

Os ribotipos (RTs) mais frequentes isolados em equinos são: 078, 056, 

020, MA7, 012, AI-37, 412, OVC-O, AI-82/1, 014/020, 087, 010, 002, 043, 070, 

009 (Hain-Saunders et al., 2023; Lee et al., 2023; Weese; Slovis; Rousseau, 

2021). 

 

2.3 C. difficile em potros 

O primeiro trabalho associando C. difficile com a ocorrência de diarreia 

em potros foi realizado por Jones, Adney e Shideler (1987), com a avaliação de 

43 potros entre 2 e 5 dias em um surto de diarreia, realizando-se o isolamento 

de C. difficile em 27 potros e a identificação das toxinas em 28. Os autores, 

também identificaram a toxina de C. difficile em potros sem diarreia. 

 No ano seguinte, Jones et al. (1988) relataram quatro casos de CDI em 

potros até três dias de vida.  Diagnosticados após episódios de diarreia ou cólica, 

seguidos de óbito ou eutanásia. No mesmo ano, Jones, Shideler, Cockerell 

(1988) realizaram infecção experimental em potros e associaram C. difficile com 

a ocorrência de diarreia, tais resultados foram reafirmados posteriormente em 

2004, em estudo de Arroyo, Weese, Staempfli. 

Em 1998, pesquisa com éguas e potros (14 dias a quatro meses de vida) 

recebendo tratamento para Rhodococcus equi, sugeriu a associação entre a 

administração de antimicrobianos e o isolamento de C. difficile. Neste caso, os 

potros foram tratados com eritromicina e rifampicina ou gentamicina e 

rifampicina. De 16 potros tratados, C. difficile foi identificado em sete, não sendo 



 

10 
 

isolado de potros saudáveis (Båverud et al., 1998). Este microrganismo, bem 

como suas toxinas, foi identificado em potro diarreico após hospitalização e uso 

de antimicrobianos (Weese; Parsons; Staempfli, 1999). Em estudo prospectivo 

houve associação da ocorrência de enterocolite em potros e isolamento de C. 

difficile, 35,5 % (11/31) dos potros diarreicos apresentaram isolamento positivo, 

mas somente três destes tiveram toxinas detectadas nas fezes (Weese; 

Staempfli; Prescott, 2001).  

Estudo envolvendo potros hospitalizados com até 120 dias de vida, 

avaliou 28 animais com diarreia (admitidos em função deste sinal clínico ou tendo 

desenvolvido posteriormente). Todos foram positivos no isolamento e 89% 

possuíam TcdA e TcdB (Magdesian et al., 2002). 

A prevalência de C. difficile foi estudada em 2003 na Suécia, com 

isolamento em 44% (7/16) dos potros sem diarreia e tratados para rodococose, 

25% (2/8) dos potros sem diarreia, mas que receberam antimicrobianos, 9% 

(2/22) dos potros diarreicos e em tratamento (Båverud et al., 2003). Ademais, 

este trabalho avaliou a prevalência em potros saudáveis até seis meses de 

idade, com isolamento de 29% (16/56) nos animais até 13 dias de vida, 3% (1/37) 

nos animais de 14 a 29 dias de vida, demonstrando alto isolamento em potros 

neonatos saudáveis, não havendo o isolamento em potros com mais de 30 dias 

(Båverud et al., 2003). Anos mais tarde, na Itália, Ossiprandi et al. (2010) 

identificaram taxas de C. difficile entre 23,2-67,3% em potros saudáveis, sendo 

estes animais possíveis reservatórios deste microrganismo. No caso de pares 

de potros e éguas, é possível que sejam reservatórios uns para os outros, tendo 

sido demonstrada a ocorrência de genótipos iguais entre os pares por Magdesian 

e Leutenegger (2011).  

 No Canadá, estudo de prevalência de C. difficile em 120 animais sem 

diarreia oriundos de fazendas de reprodução, dentre eles 41 potros, observou 

isolamento de 5,83% (7/120) (Medina-Torres; Weese; Staempfli, 2011). Neste 

estudo, não houve diferença na disseminação fecal entre reprodutoras, animais 

de corrida e potros lactentes, e os principais ribotipos identificados foram 001 e 

027 (Medina-Torres; Weese; Staempfli, 2011).  

Na Austrália, o isolamento foi estudado em animais com e sem diarreia, 

dentre adultos e potros, mas demonstrou isolamento somente em animais com 
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diarreia, em 23% deles (14/62), destacando a ocorrência do RT 012 e 014 

(Thean; Elliott; Riley, 2011). Em trabalho posterior na Austrália, envolvendo 

potros com e sem diarreia, os principais RTs isolados foram 012 e 078 (Bailey et 

al., 2016).   

Na Arábia Saudita, a prevalência em potros de até dois meses foi de 

22,5% (11/49) nos animais diarreicos e 7,1% (3/42) nos saudáveis, com 82% de 

isolados toxigênicos obtidos nos diarreicos (Morsi et al., 2019). Nesse estudo, 

em potros de dois a seis meses C. difficile não foi isolado (Morsi et al., 2019). Na 

Coréia do Sul, potros com menos de um ano apresentaram prevalência de 20,2% 

(17/84) de isolados toxigênicos e 2,4% (2/84) de não toxigênicos (Lee et al., 

2023). 

Ao avaliar os diferentes agentes infecciosos detectados das fezes de 

potros diarreicos, dentre eles, Salmonella spp., Clostridium perfringens, toxinas 

A e B de C. difficile, Cryptosporidium spp., vírus e parasitas gastrintestinais, 

Frederick, Giguère, Sanchez (2009) identificaram toxinas de C. difficile em 5% 

(11/223) de potros diarreicos com média de 16 dias de vida. Olivo et al. (2016), 

em estudo com enteropatógenos em potros, identificou somente 1 caso de CDI, 

onde houve isolamento e detecção de toxinas A e B em potro diarreico. 

 A ocorrência da coinfecção de C. difficile e C. perfringens foi sugerida 

por Uzal et al. (2012). Após identificação de cinco casos de enterocolite em 

potros, seguidos de óbito. Post-mortem, houve isolamento e detecção de toxinas 

A e B de C. difficile do conteúdo intestinal em todos os casos, assim como a 

detecção de toxinas A e B de C. perfringens nos cinco animais, isolamento de C. 

perfringens tipo A de três animais e tipo C de um animal (Uzal et al., 2012) . Ao 

avaliar 28 casos de potros diarreicos testados para diferentes enteropatógenos 

por PCR, incluindo toxinas de C. difficile e C. perfringens, Magdesian, Barnum, 

Pusterla (2022) identificaram estas toxinas em 57% dos animais, sendo nove 

deles com toxinas de ambos os Clostrídios. Além disso, os autores observaram 

que os animais que possuíram diarreia por clostrídios eram mais jovens (com 

menos de cinco dias de vida) do que os animais acometidos por outros 

enteropatógenos (Magdesian; Barnum; Pusterla, 2022). 

Estudo sobre taxa de aquisição e carreamento em ambiente hospitalar 

foi conduzido na Bélgica, envolvendo equinos adultos e potros hospitalizados, 

com e sem diarreia. Nestes foi isolado C. difficile em 13,7% (10/73), mas 
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somente dois deles apresentaram sinais de CDI, um adulto e um potro neonato. 

Nenhum animal do estudo apresentou mais de uma amostra seriada positiva, 

sugerindo a ocorrência de disseminação transitória do agente (Rodriguez et al., 

2014). 

A disseminação adquirida na comunidade e adquirida em hospital foi 

avaliada por Weese, Slovis, Rousseau (2021), ao analisar de maneira seriada 

pares de potros e éguas. Os potros eram neonatos e não apresentavam diarreia 

e as éguas apenas os acompanhavam no hospital. As amostras foram colhidas 

no momento da admissão e em 3 intervalos periódicos, até dez dias. Na 

admissão 27% (31/113) dos potros possuíram amostras com isolamento de C. 

difficile, e 23% (19/82) apresentaram disseminação adquirida no hospital, com 

amostras positivas após 48 horas da admissão (Weese; Slovis; Rousseau, 

2021).  

Na Austrália, tanto animais internados como fora do ambiente hospitalar 

tiveram amostras de fezes submetidas a isolamento, com isolados submetidos a 

ribotipagem, detecção de genes codificadores de toxinas, sequenciamento de 

genoma completo. Potros de quatro a doze meses foram amostrados, com e sem 

sinais gastrintestinais. Dos animais com sinais, 60% (3/5) foram positivos e 

46,7% (7/15) sem sinais, os principais RT identificados foram 078, 043, 009,012, 

070 e 010, com predomínio do tipo de sequência (ST) 54/clade 1 (Hain-Saunders 

et al., 2023). 

 

2.4 C. difficile em equinos no Brasil 

No Brasil, o primeiro caso confirmado de CDI em potros foi descrito em 

2012, relatando o caso de dois potros de cinco meses de idade, que 

desenvolveram diarreia após o tratamento com penicilinas após quadro de 

pneumonia. Foi realizado isolamento bacteriano, detecção das toxinas A e B por 

ensaio imunoenzimático e ensaio de citotoxicidade (Silva et al., 2012). Em estudo 

com animais diarreicos e saudáveis, foi realizado isolamento bacteriano e PCR 

para detecção dos genes codificadores de toxinas, ensaio de citotoxicidade e 

teste de sensibilidade a antimicrobianos. Dos animais saudáveis, provenientes 

de fazendas, 2,6% (2/76) foram positivos e não toxigênicos; dos animais 

diarreicos, 14 eram animais hospitalizados, com 28,6% (4/14) de positivos no 

isolamento, 21,4% (3/14) toxigênicos (A+B+); ainda, 63 animais diarreicos 
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oriundos de fazendas foram avaliados, com 1,6% (1/63) de isolados positivos e 

toxigênicos (Silva et al., 2013). Com relação ao teste de susceptibilidade a 

antimicrobianos, todos foram sensíveis a metronidazol, vancomicina, 

oxitetraciclina e florfenicol, três foram resistentes a penicilina e dois a eritromicina 

(Silva et al., 2013).  

Em seguida, um estudo realizado utilizando o isolamento, PCR e ensaio 

de citotoxicidade avaliou 68 potros diarreicos hospitalizados e 36 animais 

normais entre um e seis dias de vida, 11,5% (12 indivíduos) foram positivos no 

isolamento, seis deles com perfil de toxinas A+B+ e três com perfil A+B+CDT+ 

(Silva et al., 2014).  A caracterização de sete isolados de potros com diarreia ou 

CDI identificou o RT 078 como mais frequente, tendo sido isolados também os 

RTs 009, 014/020, 053, SLO147 (Silva et al., 2015). 

Ao avaliar enteropatógenos e coinfecções em potros com e sem diarreia, 

em animais até 90 dias de vida, foram identificados quatro com isolamento 

positivo para C. difficile; destes, apenas um apresentou diarreia e toxinas A+B+, 

caracterizando quadro de CDI, sendo os outros três animais considerados 

portadores assintomáticos, 1 isolado toxigênico e dois não toxigênicos (Olivo et 

al., 2016).  

Diniz et al. (2021) relataram seis casos de CDI em equinos no país, 

sendo 5 casos em potros de 11 dias a 7 meses, e um caso de animal de 13 anos. 

Os casos foram identificados por isolamento bacteriano, detecção de toxinas nas 

fezes por ELISA, PCR e ribotipagem, e Multilocus sequence type. Cinco dos 

casos aconteceram em consequência a tratamentos com antimicrobianos 

(Benzilpenicilina e dihidrostreptomicina, florfenicol, ceftiofur e gentamicina, 

azitromicina e rifampicina), três ocorreram em ambiente hospitalar e apenas um 

animal apresentou coinfecção com Salmonella spp. Os isolados obtidos eram 

produtores de toxinas, dos RTs 014/020, 126, 078, com resistência a 

moxifloxacina em 3 isolados e 2 a clindamicina. Todos os casos progrediram 

para cura após tratamento com metronidazol (Diniz et al., 2021).  

Recentemente, foi publicado um trabalho desenvolvido por Cerri et al. 

(2025), onde os autores realizaram o isolamento de C. difficile de equídeos e 

ruminantes em um hospital escola, tendo identificado 4 cepas não toxigênicas 

oriundas de jumentos e de um equino.  
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2.5 C. difficile no ambiente 

Os esporos de C. difficile são resistentes no ambiente, com isolamento 

em diversos locais como parques, jardins, solos cultivados, playgrounds, mas 

também em ambientes internos (Båverud et al., 2003). Na Austrália, foi isolado 

em 73% (73/100) de amostras de solo de parques, com 19% de isolados 

toxigênicos (McGraw et al., 2025). Em fazendas, foi isolado de diversas amostras 

ambientais, incluindo solos agricultáveis fertilizados ou não, solos não 

agricultáveis, e amostras de estação de tratamento de resíduos (Alves et al., 

2022). Ainda, foi detectado em solos de fazendas de bovinos e suínos (Zhou et 

al., 2021).  

Em haras, foi isolado de pastos, piquetes e estábulos, este último em 

menor frequência, provavelmente porque animais adultos tem uma menor 

excreção dessa bactéria. Sua viabilidade nas fezes de equinos por quatro anos 

foi demonstrada, seja em ambientes externos ou internos (Båverud et al., 2003).  

Nas amostras de solo e água de suinoculturas, foram isoladas cepas não 

toxigênicas (Putsathit et al., 2019). Neste sistema de produção, foi isolado das 

áreas de parto, creche e das salas de descanso, com frequência geral de 42% 

(188/445) (O’Shaughnessy et al., 2019). Aparentemente, mostrou-se mais fácil 

de ser isolado em solos com acúmulo de água (Båverud et al., 2003). 

Seu isolamento em ambiente hospitalar é importante, visto que os casos 

de infecções em humanos crescem a cada ano (Kiersnowska et al., 2022; Zhou 

et al., 2021) Em ambiente hospitalar veterinário, também foi encontrado (Borges 

et al., 2025; Villagómez-Estrada et al., 2019; Wojtacka et al., 2022). Cepas 

toxigênicas foram isoladas de ambientes, o que chama atenção para esses 

possíveis produtores de toxinas (Alves et al., 2022; Båverud et al., 2003; 

Villagómez-Estrada et al., 2019), principalmente quando em contato com 

humanos e sua possível transmissão zoonótica. 

 

2.6 Sinais clínicos, hematologia e anatomopatologia  

Sabe-se que CDI acomete equinos em todas as idades e 

aparentemente possui uma distribuição sazonal, sendo mais frequente na 

primavera e verão, período de nascimento dos potros (Lee et al., 2023; Weese; 

Toxopeus; Arroyo, 2006). Em potros, possui variedade de sinais, entre diarreia 

moderada e auto-limitante a enterocolite aguda e fatal (Reed; Bayly; Sellon, 
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2010). Os sinais clínicos podem envolver diarreia aquosa ou sanguinolenta, 

acompanhada de sinais de inflamação sistêmica, febre, taquicardia, taquipneia 

e hipovolemia, distensão abdominal e cólica (McKenzie, 2018; Morsi et al., 

2019). Desidratação grave é observada, podendo culminar com choque séptico 

(Constable et al., 2017). Ainda, a gravidade dos sinais pode se correlacionar 

com falha de transferência da imunidade passiva (Arroyo; Weese; Staempfli, 

2004). Essa variabilidade nos sinais clínicos pode ser observada em potros 

infectados via células vegetativas ou esporos, e também pode ser observada 

em humanos, sendo justificada pela resposta individual do sistema imune do 

hospedeiro (Arroyo; Weese; Staempfli, 2004). 

Em equinos adultos, CDI causa enterocolite hemorrágica ou 

necrotizante, pode ser aguda e até fatal. Hipovolemia, toxemia e acidose 

metabólica são observadas, como nos potros (Constable et al., 2017). 

Hipertermia, anorexia e diminuição do nível de consciência podem estar 

presentes nos animais acometidos e, ainda que não seja profusa, geralmente a 

diarreia é fétida e escura (Reed; Bayly; Sellon, 2010). Este microrganismo pode 

ter participação como causa de duodeno jejunite proximal, tendo sido 

identificados isolados toxigênicos dos refluxos nasogástricos de 100% (10/10) 

dos animais que apresentaram essa enfermidade (Arroyo; Stämpfli; Weese, 

2006). 

Hematologicamente, pode-se observar neutrofilia, leucopenia, 

linfopenia, desvio à esquerda, presença de bastonetes, hiperfibrinogenemia, 

alto ânion gap, hiponatremia, baixa concentração de gás carbônico, 

hipocalcemia, alta creatinina, hipoproteinemia, hiperglicemia, altas 

concentrações de creatina quinase, gama-glutamil transferase e sorbitol 

desidrogenase (Jones et al., 1988; Magdesian et al., 2002). Em equinos com 

CDI podem haver alterações em biomarcadores sanguíneos, aumento dos 

níveis de proteína amiloide A sérica, haptoglobina, citocinas próinflamatórias, 

malondialdeído, procalcitonina e neopterina, assim como valores baixos de 

óxido nítrico e superóxido dismutase (El-Deeb et al., 2020). 

No exame de necrópsia pode-se observar alterações macroscópicas 

em intestino delgado e grosso, com enterite hemorrágica difusa, descoloração 

dos segmentos do cólon, petéquias, presença de fibrina e pseudomembranas, 

espessamento de parede, mucosa congesta e hemorrágica, edema de 
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mucosas e parede, úlceras em mucosa, enfisema em subserosa, conteúdo 

intestinal aquoso, escuro e fétido (Jones et al., 1988; Morsi et al., 2019; Uchida-

Fujii et al., 2023; Uzal et al., 2012). Histologicamente, pode-se visibilizar enterite 

necrótica hemorrágica caracterizada por necrose de coagulação, descamação 

de epitélio, edema de lâmina própria, microtrombos em vênulas, infiltração de 

leucócitos (Uzal et al., 2012; Jones et al., 1988). 

 

2.7 Diagnóstico 

O diagnóstico de CDI inclui avaliação dos sinais clínicos, do histórico 

do paciente e da exclusão de outros processos gastrintestinais. O diagnóstico 

definitivo se baseia no isolamento do microrganismo e, também, identificação 

de suas toxinas nas fezes, visto que existem cepas não produtoras de toxinas 

e, somente a realização do isolamento pode indicar uma cepa não toxigênica 

ou um portador assintomático (Jones, 2020; Reed; Bayly; Sellon, 2010; Uzal et 

al., 2022). 

O diagnóstico ideal deve ser realizado de forma rápida e precisa, de 

modo que guie o tratamento e previna a transmissão nosocomial. Além disso, 

reduz o tempo para início da terapia ou sua mudança. Em humanos, a pesquisa 

por C. difficile é recomendada quando a diarreia acontece em ambiente 

hospitalar e outras causas foram descartadas. Ainda, somente fezes diarreicas 

são analisadas, evitando, assim, a identificação de portadores assintomáticos 

(Guery; Galperine; Barbut, 2019). 

O padrão ouro para o diagnóstico é a cultura das fezes, com a grande 

limitação do tempo de resposta, e o ensaio de neutralização de citotoxicidade 

celular (Durham; Le; Cassano, 2020; Guery; Galperine; Barbut, 2019; Reed; 

Bayly; Sellon, 2010). As colônias de C. difficile possuem coloração amarelada 

a esbranquiçada/ acinzentada, achatadas, com aparência de vidro fosco, 

regulares ou irregulares, e odor de esterco de cavalo (Guery; Galperine; Barbut, 

2019). Após a cultura, a identificação ocorre por meio de caracterização 

bioquímica, ou por espectrometria de massa. Ainda, a colônia deve ser 

tipificada, sendo a ribotipagem por PCR o método de referência na Europa 

(Abad-Fau et al., 2023). Para identificar as toxinas ou seus genes codificadores, 

pode-se realizar testes de amplificação de ácido nucleico (NAAT), ensaio de 

neutralização de citotoxicidade celular ou imunoenssaios enzimáticos (Guery; 
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Galperine; Barbut, 2019; Reed; Bayly; Sellon, 2010). Além da ribotipagem por 

PCR, outros métodos podem ser utilizados para tipificar C. difficile de diferentes 

formas. O multilocus sequence typing (MLST) pode ser utilizado juntamente 

com a ribotipagem para se obter dados complementares. Esse método de 

tipificação se baseia na diferença molecular entre cepas, classificando-as em 

sequence types (STs), e estes, em clades, sendo 5 clades e 3 cryptic clades 

(Abad-Fau et al., 2023). 

Os NAAT, têm alta sensibilidade, mas baixa a média especificidade. O 

teste de glutamato desidrogenase (GDH), enzima expressa por todas as cepas, 

e cultura toxigênica são sensíveis, mas com baixa especificidade. O ensaio de 

neutralização de citotoxicidade em cultura celular e ensaios imunoenzimáticos 

de toxina A e B possuem sensibilidade e especificidade variados. Diante disso, 

o Centro de Controle e Prevenção de Doenças (CDC, do inglês Centers for 

Disease Control and Prevention) preconiza a associação de técnicas para o 

diagnóstico (Durham; Le; Cassano, 2020; Guery; Galperine; Barbut, 2019). A 

avaliação do uso em potros de três imunoensaios enzimáticos mostrou 

sensibilidade de 77,8% em comparação com a cultura bacteriana e 100% em 

comparação com o ensaio de citotoxicidade; já a especificidade foi acima de 

92,6% (Silva et al., 2014). A utilização de ELISA para detecção de toxinas A e 

B possuiu 90% de sensibilidade e 100% de especificidade, já o teste 

imunocromatográfico obteve 60% de sensibildade e 100% de especificidade 

para detecção de toxinas, enquanto para a detecção de GDH no teste 

imunocromatográfico, ambas foram de 100% em pesquisa com potros 

diarreicos (Ramos et al., 2020). 

Em humanos, é ideal a utilização de um algoritmo de duas etapas para 

seu diagnóstico, sendo a primeira a identificação através da GDH ou NAAT, 

seguida, em caso positivo, de um imunoensaio enzimático ou ensaio de 

neutralização de citotoxicidade celular. Como segunda opção, pode-se utilizar 

a detecção de GDH e toxinas combinado, seguido de um NAAT em caso de 

GDH positivo e toxinas negativo (Guery; Galperine; Barbut, 2019). Após o final 

do tratamento, não é recomendado realizar testes para C. difficile, visto que 

suas toxinas podem ser identificadas nas fezes após o tratamento ou, ainda 

pode ser obtida cultura positiva até quatro semanas após a cura clínica, em 

humanos (Guery; Galperine; Barbut, 2019). 
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2.8 Tratamento 

O tratamento para CDI em animais é primariamente suporte, 

envolvendo fluidoterapia, transfusão de plasma, controle de dor e correção de 

acidose metabólica (Constable et al., 2017). O metronidazol é o principal 

antimicrobiano, mas já existem relatos de cepas resistentes (McKenzie, 2018). 

Nos casos em que há resistência ao metronidazol, pode-se utilizar a 

vancomicina, contudo, esta prática é desencorajada, visto que esse fármaco é 

utilizado no tratamento em humanos e resistência já foi observada (Hain-

Saunders et al., 2022). A administração de di-tri-octahedral smectite pode ser 

realizada para a adsorção de toxinas, assim como o subsalicilato de bismuto, 

que possui atividade antimicrobiana e antiinflamatória, enquanto o uso de 

probióticos ainda é questionável nos equinos (Hain-Saunders et al., 2022; 

McKenzie, 2018).  

Em trabalho avaliando o uso de probióticos na prevenção de diarreia 

por C. difficile e C. perfringens, houve incidência de 59% de diarreia em potros 

neonatos, 11% de prevalência de C. difficile e 55% de C. perfringens, não 

havendo impacto na disseminação dessas bactérias, e o tratamento não 

reduziu a incidência e duração da diarreia neonatal (Schoster et al., 2015).  

A taxa de mortalidade em animais com CDI foi de 73% em equinos no 

Japão (Nomura et al., 2020). Nos Estados Unidos, a mortalidade de equinos 

com CDI diagnosticada com base na GDH e nas toxinas foi maior do que nos 

animais sem toxinas, além do tempo total de hospitalização e custos terem sido 

maiores (Ruby; Magdesian; Kass, 2009). 

Na medicina, diferentemente da medicina veterinária, o metronidazol é 

considerado um tratamento de segunda linha, sendo utilizado em casos 

discretos ou moderados ou quando as opções de primeira linha não podem ser 

administradas. Os fármacos priorizados são a vancomicina e fidaxomicina 

(Durham; Le; Cassano, 2020; Quan et al., 2024). O tratamento com 

vancomicina e fidaxomicina dura cerca de 10 dias, enquanto com metronidazol 

é estendido para 14 dias (Mehta; Kraft; Johnson, 2025). A vancomicina alcança 

maiores concentrações colônicas quando administrada pela via oral, e se 

mostrou mais eficaz que o metronidazol no tratamento de CDI nos humanos 

(Guery; Galperine; Barbut, 2019; Mehta; Kraft; Johnson, 2025). 

A fidaxomicina é uma molécula que atua contra bactérias Gram-
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positivas, seu uso no tratamento está associado a menores taxas de recorrência 

e, ainda, melhora o controle da contaminação ambiental (Guery; Galperine; 

Barbut, 2019). Esta é recomendada como primeira escolha no tratamento inicial 

ou de casos recorrentes, contudo, seu custo elevado e sua comercialização 

restrita tornam a vancomicina a mais utilizada (Quan et al., 2024). A 

fidaxomicina causa menores distúrbios no microbioma e, também, atua sobre 

biofilmes (Mehta; Kraft; Johnson, 2025). Casos de baixa suceptibilidade a 

metronidazol, vancomicina e fidaxomicina tornam a resistência a 

antimicrobianos uma realidade (Mehta; Kraft; Johnson, 2025; Quan et al., 2024). 

Outras moléculas têm sido estudadas e utilizadas. A rifaximina é um 

antimicrobiano de amplo espectro, recomendado como prevenção de 

recorrência ou na recorrência após uso de vancomicina (Quan et al., 2024). 

Teicoplanina é aprovada em alguns países da Europa para o tratamento de CDI 

(Tanaka et al., 2023). Essa medicação possui elevada ação contra C. difficile, 

possuindo altas taxas de cura e baixa recorrência (Quan et al., 2024) 

Ridinilazole e ibezapolstat são fármacos que atuam contra C. difficile e poderão 

ser alternativas clínicas, quando estiverem disponíveis (Quan et al., 2024). 

Como terapia associada, pode-se lançar mão do transplante de 

microbiota fecal, que se mostrou eficaz no tratamento em casos recorrentes e 

pode ser utilizado em animais (Durham; Le; Cassano, 2020; Guery; Galperine; 

Barbut, 2019; Hain-Saunders et al., 2022). Além disso, em humanos, outras 

terapias e profilaxias têm sido estudadas, como microbiotas para administração 

oral, vacinas e fármacos (Durham; Le; Cassano, 2020). 

C. difficile mostrou grande habilidade em desenvolver resistência

antimicrobiana (AMR), implicando em redução nas opções de tratamento e em 

limitações na utilização de alguns fármacos, visto sua grande adaptação 

(Buddle; Fagan, 2023). Trabalho recente com 160 isolados de equinos relatou 

sensibilidade ao metronidazol em todos os isolados, um isolado resistente a 

fidaxomicina e dois a vancomicina. A clindamicina possuiu o maior número de 

isolados resistentes, seguida da eritromicina, rifaximina e tetraciclina, sem 

resistência ao meropenem e amoxicilina com clavulanato. Ainda, quatro 

isolados apresentaram resistência múltipla a rifaximina, clindamicina, 

eritromicina, moxifloxacina e tetraciclina (Hain-Saunders et al., 2023). Diversos 

trabalhos relatam AMR a diversas moléculas em cepas de C. difficile de 
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equinos, com descrição de resistância a metronidazol (Jang et al., 1997), 

eritromicina e rifampicina (Båverud et al., 1998; Gustafsson et al., 1997; Lee et 

al., 2023), cefotaxima, bacitracina, sulfadiazina com trimetoprima (Båverud et 

al., 2003; Lee et al., 2023; Weese; Staempfli; Prescott, 2001), penicilina, tilosina 

(Lee et al., 2023; Silva et al., 2013), clindamicina, gentamicina, ceftiofur (Lee et 

al., 2023; Rodriguez et al., 2014), enrofloxacina, tetraciclina (Kecerova et al., 

2019; Lee et al., 2023) e moxifloxacina (Diniz et al., 2021; Lee et al., 2023). 

Na Europa, pesquisa com mais de 900 isolados humanos durante 2011 

a 2014, mostrou suceptibilidade a fidaxomicina, metronidazol, vancomicina e 

tigeciclina em taxas de 100%, 97,82%, 96,84% e 99,56%, respectivamente. 

Vinte isolados apresentaram suceptibilidade reduzida ao metronidazol, 13,4% 

apresentaram resistência a rifampicina, 39,99% a moxifloxacina, 49,62% a 

clindamicina e 38% a imipenem (Freeman et al., 2015). Na China, foi relatada 

resitência a ciprofloxacina (96,69%) e a clindamicina (92,27%) (Liu et al., 2023).  

Recente trabalho na Europa trouxe dados referentes a isolados 

humanos (208) e animais (126). A fidaxomicina não mostrou redução em sua 

suceptibilidade em humanos ou animais, enquanto isolados humanos 

demonstraram resistência ou redução da suceptibilidade ao metronidazol. Não 

foi observada resitência a vancomicina, mas as concentrações inibitórias 

minimas (MICs) dos isolados animais foram ligeiramente maiores. Resistência 

a moxifloxacina e clindamicina foi observada em isolados humanos e animais, 

as MICs médias de animais foram maiores para clindamicina. Foi observada 

resistência a rifampicina em isolados humanos, e suceptibilidade reduzida a 

tigeciclina em dois isolados e resistência a linezolida em quatro isolados. 

Quanto ao meropenem e imipenem, não foi observada resistência tanto em 

amostras humanas quanto animais (Freeman et al., 2024). 

Os dados apresentados reforçam o papel de Clostridioides difficile 

como importante enteropatógeno em cavalos adultos e potros (Jones, 2020; 

Weese, 2020). Poucos trabalhos avaliam sua presença em animais saudáveis, 

sobretudo potros nos primeiros dias de vida (Baverud et al., 2003; Olivo et al., 

2016; Weese; Slovis; Rousseau, 2021), havendo maior foco em trabalhos com 

animais doentes (Diniz et al., 2021; Jones; Adney; Shideler, 1987; Magdesian 

et al., 2002; Morsi et al., 20019; Uzal et al., 2012;  Weese, 2020). Estudos 

avaliando sua ocorrência em potros, éguas e ambiente já foram desenvolvidos, 
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contudo, estudos avaliando sua ocorrência no úbere de éguas ainda não foram 

realizados (Baverud et al., 2003; Baverud et al., 1998; Weese; Slovis; 

Rousseau, 2021), apesar de ser considerado uma possível fonte de infecção 

para potros logo após o nascimento (Madigan, 2013).  

3 OBJETIVOS 
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7 CONCLUSÕES 

Esse estudo demonstrou alta ocorrência de Clostridioides difficile em 

potros até três dias de vida, predominantemente de isolados não toxigênicos. 

Não foram observadas correlações entre o isolamento em éguas e potros, mas 

a detecção de contaminação ambiental mostrou seu potencial como reservatório. 

A alta frequência do RT010 e de novos ribotipos indica a diversidade genética 

de C. difficile circulante no ambiente de criação de equinos.  A comparação 

entre cultura bacteriana e qPCR das fezes demonstrou concordância fraca, 

reforçando as diferenças metodológicas. De maneira geral, os achados 

desta pesquisa indicam que C. difficile está amplamente distribuído na 

população de potros neonatos e em seu ambiente.  
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