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LIMA, M.C. DETECÇÃO DE CLOSTRIDIOIDES DIFFICILE EM FEZES DE

ANIMAIS SILVESTRES- 2022. 55p. Dissertação (Mestrado) – Faculdade de

Medicina Veterinária e Zootecnia, Campus de Botucatu, Universidade Estadual

Paulista.

RESUMO

Clostridioides difficile é uma bactéria estritamente anaeróbica e formadora de

esporos. Este patógeno está associado a quadros de diarreia (CDI)

especialmente em seres humanos com histórico prévio da utilização de

antimicrobianos. Sua presença em animais com problemas entéricos já foi

descrita em equinos, cães, suínos e bovinos. Isolamentos em animais

selvagens são descritos de forma escassa na literatura. Da mesma maneira

estes podem atuar como reservatórios e/ou carreadores. O objetivo do

presente trabalho foi determinar a ocorrência de C. difficile nas fezes de

animais selvagens e comparar duas técnicas de detecção. Foram colhidas

amostras de 100 animais de 34 espécies diferentes entre répteis e mamíferos.

Estas foram submetidas à qPCR para a detecção da presença do agente (16S)

e de suas toxinas (tcdA e tcdB), e ao isolamento bacteriano anaeróbico e

multiplex para detecção do perfil toxigênico das colônias. Na qPCR

observou-se 61% dos animais a presença do C. difficile, dessas uma foi

positiva para tcdA, três para tcdB e 17 para ambas as toxinas. Foi possível o

isolamento anaeróbico de 16% das amostras, sendo três isolados positivos

para TcdA e TcdB. O C. difficile foi observado em diversas espécies de animais

selvagens, assim como a presença de cepas toxigênicas. A técnica de qPCR

apresentou maior positividade comparada ao isolamento bacteriano e a

presença deste agente infeccioso nas fezes dos animais selvagens ressalta a

importância destes como possíveis carreadores de infecção para animais de

produção ou humanos.

Palavras-chave: Clostridioides difficile; Clostridium difficile; toxinas A e B;

animais selvagens; qPCR.



LIMA, M.C. DETECTION OF CLOSTRIDIOIDES DIFFICILE IN FECES OF

ANIMALS WILD- 2022. 55p. Thesis (Master's)– Faculdade de Medicina

Veterinária e Zootecnia, Campus de Botucatu, Universidade Estadual Paulista.

Abstract

Clostridioides difficile is a strictly anaerobic, spore-forming bacterium. This

pathogen is associated with diarrhea (CDI) especially in humans with a previous

history of antimicrobial use. Its presence in animals with enteric problems has

already been described in horses, dogs, pigs and cattle. Isolations in wild

animals are scarcely described in the literature. Likewise, they can act as

reservoirs and/or carriers. The objective of the present work was to determine

the occurrence of

C. difficile in the feces of wild animals and to compare two detection techniques

(qPCR and anaerobic culture). Samples were collected from 100 animals of 34

different species including reptiles and mammals. These were submitted to

qPCR to detect the presence of the agent (16S) and its toxins (tcdA and tcdB),

and to anaerobic isolation and multiplex PCR to detect the toxigenic profile of

the colonies. In qPCR the presence of C. difficile was observed in 61% of the

animals, of which one was positive for TcdA, three TcdB and 17 for both toxins.

The anaerobic isolation of 16% of the samples was possible; with three positive

isolates for TcdA and TcdB. C. difficile was observed in several species of wild

animals, as well as the presence of toxigenic strains. The qPCR technique

showed greater positivity compared to bacterial isolation and the presence of

this infectious agent in the feces of wild animals underscores their importance

as possible carriers of infection for production animals or humans.

Keywords: Clostridioides difficile; Clostridium difficile; toxins A and B; wild

animals; qPCR



CAPÍTULO 1

1. INTRODUÇÃO

O Clostridioides difficile (C. difficile) é uma bactéria anaeróbica, em

forma de bacilos gram positivos, com capacidade de esporulação e produção

de toxinas. Sua importância está associada ao desenvolvimento de desordens

entéricas em seres humanos e animais (CZEPIEL et al. 2019; WEESE 2020). É

a principal causa de diarreia associada ao uso de antimicrobianos em seres

humanos (KURKE; LAMONT, 2014; CATALDO et al., 2021). Estes quadros são

denominados como infecção causada pelo C. difficile (CDI) (MASLENNIKOV et

al., 2022). Nos últimos anos, a CDI foi relatada em pacientes jovens e sem

histórico prévio de hospitalização ou tratamento com antibióticos. Todavia o uso

de corticoides e supressores da bomba de prótons são fatores de risco nesta

faixa etária (ANJEWIERDNEN et al., 2020).

A infecção inicia-se predominantemente pela via fecal-oral. Os esporos

são eliminados por animais com CDI e portadores clinicamente saudáveis. No

intestino delgado ocorre a germinação do C. difficile em resposta a presença de

sais biliares (taurina e glicina) (SORG; SONESHEIN, 2008). Ao atingirem

regiões intestinais onde exista anaerobiose (ceco e cólon), ocorre a sua

proliferação. O C. difficile pode constituir a microbiota intestinal de indivíduos

saudáveis (WEESE, 2020).

Em situações normais o C. difficile não é capaz aderir-se a mucosa

intestinal devido ao microbioma estruturado no trato gastrointestinal (ZHU et al.,

2018). Desta forma, a disbiose é necessária para o aparecimento da CDI e

disseminação do C.difficile (BÅVERUD et al., 2002). A resposta inflamatória é o

segundo ponto crucial para o aparecimento da CDI (PENICHE et al., 2013).

Pois, os hospedeiros respondem de maneira diferente aos estímulos oriundo

das toxinas (TcdA e TcdB) (TENG et al., 2018; WEESE, 2020). Neste momento

existe eliminação de esporos nas fezes.

As cepas toxigênicas de C. difficile produzem duas toxinas: a toxina A

(enterotoxina) e toxina B (citotoxina) que causam lesões no epitélio intestinal e



hipersecreção de mediadores inflamatórios (LYERLY et al., 1988). Os sinais

clínicos de C. difficile podem variar de enterite pseudomembranosa a colite

fulminante com hemorragia e necrose dos enterócitos (SLOVIS, 2009).

Algumas cepas são capazes de produzir outra toxina, conhecida como não

binária (CDT). Esta toxina possui dois genes (cdtA e cdtB) localizados em uma

região distinta do seu genoma sua participação na CDI é pouco conhecida

(PENICHE et al., 2013).

A partir de 1978, diversos estudos focaram no isolamento e

caracterização do C. difficile em seres humanos com e sem diarreia. Esta

bactéria já foi descrita em inúmeras espécies (WEESE, 2020), como potros

(JONES et al., 1989), gatos (WEBER et al., 1989), cães (RILEY et al. 1991),

suínos (MARTIROSSIAN et al., 1992) e avestruzes em cativeiro (FRAZIER et

al., 1993). Estes estudos tiveram por objetivo determinar a influência desta

patógeno nos casos de diarreia.

O diagnóstico da CDI é baseado na detecção das toxinas A/B por cultura

de células ou por ELISA (DELMEÉ, 2001). O isolamento é realizado por meio

de cultivos seletivos e manutenção da condição de anaerobiose (WHITTIER et

al., 1993; LYERLY et al., 1998). As cepas toxigênicas são diferenciadas por

meio da identificação das toxinas “in vitro”. Os genes responsáveis pela

produção da toxina A (tcdA) e B (tcdB) podem ser detectados por técnicas de

biologia molecular (KATO et al., 1991; ZIMMEL, 2008).

2. REVISÃO DA LITERATURA

2.1 – Clostridioides (Clostridium) difficile

Os primeiros isolamentos de C. difficile ocorreram a partir de amostras

fecais obtidas de crianças no primeiro dia de vida (HALL; O’TOOLE, 1935).

Naquele momento, os pesquisadores identificaram uma bactéria de estrutura

bacilar, gram positiva, capaz de formar esporos e produtora de toxina altamente

patogênica para coelhos e cobaios. Em função de sua morfologia foi

inicialmente denominada de Bacillus difficilis devido à grande dificuldade de

cultivar a mesma. Prévot (1938) sugeriu a sua mudança para o gênero



Clostridium. Posteriormente a comunidade internacional modificou sua

classificação para Clostridium difficile no Approved Lists of Bacterial Names

(SKERMAN et al., 1980). Em 2016 foi reclassificado, sendo denominado como

Clostridioides difficile, terminologia utilizado nos dias atuais (OREN; GARRITY,

2016).

Os primeiros casos de diarreia em animais domésticos relacionando C.

difficile foram relatados em equinos entre 1970 a 1980 (DABARD et al., 1979).

Posteriormente foi isolado em cães e gatos, cogitando-se que os animais de

companhia poderiam atuar como reservatórios (BORRIELLO et al., 1983). Anos

depois o C. difficile foi associado a quadros entéricos em cães (BERRY;

LEVETT, 1986; WEESE et al., 2001).

Atualmente é possível estabelecer que algumas cepas de C. difficile são

mais frequentes em seres humanos e outras em animais de produção (ZHU et

al. 2018; CZEPIEL et al., 2022). A presença do patógenos nas fezes não está

diretamente ligada à manifestação da doença (JARDINE et al., 2013;

RODRIGUEZ et al., 2016). A presença de C. difficile em seres humanos e

animais iniciou uma discussão sobre um possível potencial papel zoonótico do

patógeno (MULLIGAN, 1984). A semelhança genética de isolados de seres

humanos e animais demonstraram a existência de possíveis associações

epidemiológicas a CDI (KEESSEN et al., 2013; LOO et al., 2016).

Os casos de CDI em humanos aumentaram substancialmente na última

década. Neste contexto, acredita-se que os animais tenham importância

epidemiológica na transmissão da doença. De forma que a CDI começa a ser

tratada pela perspectiva da saúde única (HENSGENS et al., 2012;

SQUIREAND-RILEY, 2013).

2.2 Clostridioides difficile – O agente

Clostridioides difficile é um bastonete, gram-positivo, anaeróbio estrito,

formador de esporos, com dimensões variando entre 0,5-1,9 x 3,0 -16,9 μm são

potencialmente patogênicos para humanos e diversos animais. Pertence ao

gênero de bactérias formadoras de esporos, são usualmente móveis e

produtoras de grande quantidade de gás (LAWSON et al., 2016).



Genotipicamente podem ser divididos em dois grandes grupos, produtoras de

toxinas e atoxigênicas. As cepas toxigênicas possuem ilha genômica de 19,6

kb conhecida como locus de patogenicidade (PaLoc), a qual alberga os genes

das toxinas A (TcdA) e B (TcdB) (GERDING et al., 2014; NATARAJAN et al.,

2013).

O processo de esporulação é um mecanismo essencial para a

perpetuação da bactéria no ambiente (SORG et al., 2008). A forma vegetativa

do C. difficile não tolera a presença de oxigênio, sendo inviável sua replicação

fora do intestino do hospedeiro (PAREDES-SABJA et al., 2014). O

microrganismo em sua forma esporulada pode permanecer viável no ambiente

por períodos prolongados. Quando estão na presença de sais biliares (taurina e

glicina) existe a germinação dos esporos (YOUNG, 2014). A forma esporulada

minimiza os danos ao material genético. Assim estes se tornam resistentes à

dessecação e conferindo resistência a diversos métodos físicos e químicos de

desinfecção (SORG et al. 2008; GIL et al., 2017).

Quando esporulado o C. difficile pode permanecer viável em instalações

hospitalares mesmo após a realização de procedimentos de desinfecção (LIM

et al., 2019; AWAD et al., 2014; KOENIGSKNECHT et al., 2015). Proteínas

presentes na cápsula dos esporos são capazes de interagir com receptores de

macrófagos e enterócitos (PAREDES-SABJA et al., 2012; AWAD et al., 2014).

Dentro da patogênese da CDI, além das toxinas amplamente estudadas,

a formação de biofilme por esta bactéria é associada a manutenção deste

quadro. Este facilita a permanência do C. difficile no intestino, e dificulta a ação

de antibiótico sobre as bactérias (VUOTTO et al., 2018). Atualmente observa-

se um perfil de resistência elevado aos antibióticos associados ao

aparecimento da CDI (Fluoroquinolonas e clindamicina). Todavia, com relação

aos principais fármacos utilizados no seu tratamento (metronidazol e

vancomicina) não são amplamente relatados (SHOLEH et al., 2020).

A utilização de antimicrobianos é associada a CDI, pois altera o

microbioma intestinal e consequentemente os metabólitos produzidos no

intestino são modificados tornando possível a multiplicação e adesão do C.

difficile (THERIOT; YOUNG, 2015).



2.3 Clostridioides difficile – Toxinas

C. difficile toxigênicos são capazes de produzir duas toxinas (TcdA e

TcdB), responsáveis por causar danos nos enterócitos e consequentemente

desenvolvimento dos sinais clínicos da CDI (AKTORIES et al., 2017). Acredita-

se que TcdA e TcdB possuem a mesma importância na patogênese da CDI.

Inicialmente acredita-se que a TcdA era a única causadora dos sinais clínicos e

resposta inflamatória na mucosa intestinal. Todavia, a observação de cepas

A−B+ em indivíduos com apresentação clínica de CDI (KYNE 2007; MACKIN t

al., 2015). Estas possuem uma mutação no gene de TcdB, tornado estas

capazes de realizar a glicosilação das células da mucosa intestina de maneira

semelhante a TcdA (CHANDRASEKARAN; LACY, 2017).

Determinadas cepas são capazes de produzir também outra toxina,

denominada como não binária (CDT) e sua participação na CDI não é

completamente elucidada (PENICHE et al., 2013). Esta é codificada por duas

regiões genômicas cdtA e cdtB (CHANDRASEKARAN; LACY, 2017).

Pesquisas demonstraram que a produção de CDT concomitantemente com

TcdA e TcdB relaciona-se ao aparecimento de quadros grave de CDI (KYNE

2007; MACKIN t al., 2015; CHANDRASEKARAN; LACY, 2017).

Em humanos, a CDI é uma das causas mais importantes de infecção em

pacientes hospitalizados por um longo período, especialmente com

administração de antimicrobianos, em especial as fluorquinolonas (MARTIN et

al., 2016; LIM et al., 2020). Com a ocorrência de alterações no microbioma

intestinal e presença de esporos, que vêem a germinar, o C. difficile consegue

aderir-se a mucosa intestinal. A TcdA causa a quebra das junções celulares.

Posteriormente, a TcdB atua sobre o citoesqueleto causando sua

desorganização (LIM et al., 2020). As ações de ambas as toxinas causam a

secreção de mediadores inflamatórios no lúmen intestinal e modulam o sistema

nervoso autônoma exacerbando as respostas já instaladas (PENICHE et

al.,2013; HRYCKOWIAN et al., 2017). Devido à lesão do epitélio intestinal, as

toxinas podem atingir a circulação e alcançar outros órgãos.



Consequentemente há uma migração intensa leucocitária intestinal, que resulta

na formação da pseudomembrana, típica da CDI (HOOKMAN et al., 2009).

2.4 Diagnóstico

O diagnóstico da CDI é baseado na sintomatologia clínica, dados

epidemiológicos e confirmados por testes laboratoriais. Laboratorialmente a

CDI é diagnosticada por meio da identificação do agente, suas toxinas A/B ou

material genético (MARTÍNEZ-MELÉNDEZ et al., 2017). O isolamento do C.

difficile baseia-se na cultura em condições de anaerobiose (KNIGHT et al.,

2014; YANG et al., 2014; MARTÍNEZ-MELÉNDEZ et al., 2017). Por meio dos

avanços desta técnica, e com o desenvolvimento de meios seletivos e caldos

de enriquecimento, o isolamento vem apresentando maiores índices de

sensibilidade (PENG et al. 2018). Todavia, é necessária a utilização de outras

técnicas para determinar o padrão de toxigenicidade (KNIGHT et al., 2014;

MARTÍNEZ-MELÉNDEZ et al., 2017).

A técnica de isolamento em cultura celular é capaz de identificar cepas

toxigênicas ou não toxigênicas (MARTÍNEZ-MELÉNDEZ et al., 2017). Possui

alta sensibilidade, considerado como padrão outro. Este é comumente utilizado

como referência para comparação de outros testes (KNIGHT et al., 2014;

MARTÍNEZ-MELÉNDEZ et al., 2017; McDONALD et al., 2018). O ensaio de

neutralização de citotoxidade é uma opção para confirmação da presença de

ambas as toxinas (PENG et al. 2018). Atualmente também está disponível teste

rápido baseados na identificação do glutamato desidrogenase (GDH) (RAMOS

et al., 2021; CARVALHO et al., 2022).

Outra opção é a identificação dos genes responsáveis pela produção

das toxinas A e B, por meio da amplificação pela PCR diretamente das fezes

(MARTÍNEZ-MELÉNDEZ et al., 2017; BANDEJI et al. 2018). Esta técnica

possui alta sensibilidade, boa especificidade, podendo ser realizada

rapidamente (MARTÍNEZ-MELÉNDEZ et al., 2017; McDONALD et al., 2018).

Conceitualmente pode-se diferenciar o termo colonização, o qual

significa a identificação do C. difficile e a ausência dos sinais clínicos. Todavia,



a sua detecção e das suas toxinas acompanhadas de diarreia e/ou colite,

determina-se a presença da CDI (CROBACH et al., 2018).

2.5 Clostridioides difficile em humanos

Apesar de ter sido isolado pela primeira vez em 1935, somente na

década de 70 C. difficile foi reconhecido como agente causador de doença.

Desde então passou a ser a principal causa bacteriana de diarreia associada à

antibioticoterapia prolongada e uso de fármacos que alterem o pH gástrico

(SAMIE et al., 2008; ANJEWIERDEN et al., 2021).

A CDI acomete aproximadamente 400 mil pessoas por ano nos EUA, os

custos com o seu tratamento e medidas de controle e prevenção estão em

torno de 800 milhões de dólares anualmente (DESAI et al., 2016). Estes custos

estão intimamente associados ao aumento na incidência e observação de

cepas toxigências e altamente resistentes (ELLIOTT et al., 2017).

Os sintomas da CDI estão associados ao nível de infecção e a

toxigenicidade das cepas envolvidas. Clinicamente observa-se diarreia leve à

grave, colite pseudomembranosa, megacólon tóxico e eventualmente óbito. O

intestino grosso, em especial o colón, parece ser a região mais acometida.

Deve-se destacar que apesar da grande quantidade de casos observados

acredita-se que o sub-diagnóstico e a indivíduos assintomáticos favorecem a

disseminação desta enfermidade (JACOBS et al., 2001).

O tratamento desta infecção utiliza geralmente metronidazol e

vancomicina, essencialmente pela via oral (KOCIOLEK; GERDING, 2016). A

retirada do antimicrobiano desencadeador da DCI é preferível. O transplante de

microbiota fecal é uma opção viável e com resultados satisfatórios. Cuidados

direcionados ao restabelecimento da imunidade também são adotados em

pacientes imunossuprimidos (KOCIOLEK; GERDING, 2016; ELLIOTT et al.,

2017).

A mortalidade associada à CDI está associada, ao aumento na

resistência bacteriana (MASLENNIKOV et al. 2022). A colite

pseudomembranosa foi à principal causa de óbito em pacientes internados ano



de 1999 em hospitais na Inglaterra (KELLY; LAMONT, 2008). Acredita-se que o

aumento do número de casos registrados deve-se ao uso indiscriminado de

drogas antimicrobianas. Os principais riscos para o desenvolvimento da CDI

são, além do uso de antimicrobianos, idade avançada e hospitalização

(BARTLETT, 2009).

A possibilidade de animais agirem como reservatórios e transmissores

de C. difficile para humanos foi sugerida pela primeira vez por Borriello (1983)

considerando a presença do agente nas fezes de cães e gatos. Com o

desenvolvimento e maior aplicabilidade das técnicas de biologia molecular,

estudos direcionados as mais diversas cepas do C. difficile tornaram-se

comuns, entre essas técnicas, a mais utilizada nos dias atuais é a ribotipagem,

proposta inicialmente por Gurtler et al. (1993). Essa permitiu a criação de uma

biblioteca de mais de 160 padrões (ribotipos) a partir de estirpes de C. difficile

isoladas de animais, humanos e do ambiente (STUBBS et al., 2000).

Com o uso destas técnicas de ribotipagem, estudos recentes relataram

que estirpes de C. difficile isoladas de produtos cárneos compartilhavam

grande semelhança com os isolados de seres humanos com colite

pseudomembranosa, sugerindo uma possível transmissão do C. difficile por

alimentos de origem animal (RODRIGUEZ et al., 2007; SONGER et al., 2009).

A partir desses resultados, alguns trabalhos foram conduzidos com o objetivo

de avaliar a semelhança entre estirpes isoladas em seres humanos e de

animais domésticos, sendo observado que muitos ribotipos isolados de

bovinos, suínos e cães eram os mesmos isolados em seres humanos com

infecção por C. difficile (ARROYO et al., 2005; JHUNG et al., 2008).

Recentemente um estudo revelou que a exposição ocupacional a suínos

aumenta significativamente a chance de colonização pelo agente em seres

humanos e as estirpes isoladas dos trabalhadores e dos animais tinham o

mesmo ribotipo, reforçando a hipótese de transmissão entre espécies

(NORMAN et al., 2011).

Nas últimas décadas C. difficile foi mais bem compreendido, aparecendo

nas listas de diagnóstico diferencias em casos de diarreia em seres humanos.

Todavia, existem diversas lacunas em sua cadeia epidemiológica e diversos



elementos de sua patogênese ainda não foram completamente elucidados

(SONGER, 2004; SONGER; ANDERSON, 2006; THERIOT; YOUNG, 2015;

ELLIOTT et al., 2017).

2.6 Clostridioides difficile em animais

Em animais, a infecção por C. difficile é comum em suínos e equinos,

ocorrendo também em cães, bovinos e animais de laboratório como cobaios,

coelhos e hamsters (BARTLETT et al., 2009; WEESE, 2020). O C. difficile, é

conhecido como causador de diarreia em potros (SILVA et al.,2012), leitões

(YAEGER et al., 2007) e colite profusa em equinos adultos (GOHARI et al.,

2014). A sua importância e contribuição para causa de anormalidades entéricas

em felinos (WEESE et al., 2001; SCHNEEBERG, et al., 2012), caninos

(WEESE et al., 2001; BUSCH et al., 2015) e animais selvagens ainda não é

completamente entendida. Em aves (ABDEL-GIL et al., 2018) e ovinos

(KNIGHT; RILEY, 2013) o C. difficile parece não possuir importância

epidemiológica (WEESE, 2020).

2.6.1 Clostridioides difficile em suínos

A CDI em suínos ocorre quase que exclusivamente em leitões com até

sete dias de idade a adesão na mucosa intestinal ocorre facilitada pela não

estabilidade da microbiota intestinal. O desenvolvimento da doença nesta

espécie está associado a falhas na colonização intestinal, e não a utilização de

antibióticos (SONGER; UZAL, 2005). O C. difficile encontra-se disseminado

nas granjas suínas, sendo potencialmente eliminado nas fezes pelas porcas.

(HOPMAN et al., 2011).

Clinicamente, a CDI em leitões é caracterizada pela presença de diarreia

pastosa á aquosa, anorexia, baixo desenvolvimento corporal,

subdesenvolvimento, anorexia e morte (SONGER; UZAL, 2005;

GRZESKOWIAK et al., 2017). Em granjas acometidas pela enfermidade, cerca

de 30% dos animais apresentam-se positivos para a presença das toxinas A/B,

(SONGER et al., 2004; YAEGER et al., 2007).



Em leitões o C. difficile pode ser isolado em animais saudáveis e com

enterite. Existe correlação entre a identificação do agente nas matrizes e seus

produtos. Em leitões o C. difficile pode ser observado a partir de 1 hora após o

nascimento devido ao contato com fezes no momento do parto. Nas porcas é

possível identificá-lo de forma intermitente. Nesta ocasião o principal ribotipo

identificado foi 078, o qual possuiu elevada dispersão no ambiente e

comumente observado em seres humanos (HOPMAN et al., 2011).

Observa-se nesta espécie animal a presença de cepas multirresistentes

e toxigênicas causando CDI em indivíduos jovens. Destaca-se a resistência da

cepa RT 078/126 resistente a amoxaciclina, cafalosporinas, flurquinolonas e

cefotoxina. Fármacos estes comumente utilizados na medicina humana

(ANDINO-MOLINA et al., 2019).

Em leitões com CDI observa-se no exame necroscópico o edema

mesocolônico, distenção de alças intestinais por gás e enterite.

Histologicamente infiltrado celular neutrófilo e perda de células caliciformes são

as principais observações. O quadro está associado a introdução de

alimentação sólida a neonatos. Supõe-se que este procedimento inicie a

modificação do microbioma intestinal favorecendo o desenvolvimento do C.

difficile (GRZESKOWIAK et al., 2017).

2.6.2 Clostridioides difficile em equinos

Em equinos, a infecção por C. difficile acomete principalmente potros

com até cinco meses de idade, porém animais dentro dos 10 primeiros dias de

vida são os acometidos com maior gravidade. Os principais sinais clínicos

observados são a presença de diarreia aguda (frequentemente sanguinolenta),

desconforto e distensão abdominal, desidratação e morte em poucas horas

(KEEL; SONGER, 2006). Em equinos adultos observa-se diarreia profusa com

grande quantidade de líquidos, sudorese excessiva evoluindo ao óbito (DIAB et

al., 2013). Especialmente em animais adultos os principais fatores associados

ao desenvolvimento dos quadros são a utilização prévia e prolongada de

antimicrobianos (β-lactâmicos, rifampicina, eritromicina e gentamicina),



hospitalização e mudanças na alimentação (BÅVERUD, 2002; PREIS et al.,

2012; SILVA et al., 2012).

Os achados de necropsia e histopatologia são semelhantes aos

relatados em outras causas de enterite (WEESE, 2020; DIAB et al., 2013).

Presença de áreas de hemorragia multifocal e difusa espaçamento de mucosa

são encontrados no intestino delgado e grosso. Especialmente em ceco e cólon

descreve-se a presença da pseudomembrana com coloração variando de

marrom a verde escuro sobre a mucosa nesta região (DIAB et al., 2013).

Em potros com até uma semana de vida a ultrassonografia abdominal é

importante, já que achados não específicos pode sugerir a presença de

clostidium como agente causal da diarreia, sendo geralmente possível observar

a presença de gás intramural em alças de intestino delgado e espaçamento de

submucosa (>5 mm), distenção de alças, acumulo de líquido com aspecto

heterogêneo em abdômen e aumento de ecogenicidade difuso de alças

intestinais (SOLIS et al., 2012).

No Brasil a primeira descrição do C. difficile em potros diarreicos ocorreu

no estado de Minas Gerais. Dois equinos da raça mangalarga marchador com

cinco meses de idade apresentaram diarreia aquosa após a instituição de

antibioticoterapia (penincilina e florfenicol). Foi possível realizar a identificação

do patógeno o qual apresentava caráter toxigênica (A+B+) (SILVA et al., 2012).

A primeira determinação da frequência de C. difficile observou 4,6% de

positividade, sendo todas estas isoladas de potros diarreicos e/ou internados

(SILVA et al., 2013).

Os principais ribotipos isolados de equinos são 078 principalmente em

animais que convivem com bovinos, 001, 012, 014, 017 e 027 (WEESE, 2020).

No Brasil observou-se a presença do ribotipo 009 (A-B-CDT-), 014/20 (A+B+

CDT), 053 (A-B-CDT-) em animais com diarreia (SILVA et al., 2015).

2.6.3 Clostridioides difficile em bezerros

Em bovinos adultos o C. difficile não é correlacionado com o

desenvolvimento de CDI. Em bezerros a sua real participação ainda não é



completamente elucidada (WEESE, 2020). Sabe- se que a presença de

diarreia, uso de antimicrobianos (quinolonas e penincilinas) e polimixina E, são

fatores de risco para o desenvolvimento desta síndrome (MAGISTRALI et al.,

2015).

Em ruminantes o C. difficile e TcdA e TcdB foram encontrados em

bezerros com diarreia (RODRIGUEZ-PALACIOS et al., 2006). Em bezerros o

RT-126 e RT-033, são os mais observados (BLASI et al., 2021; MASARIKOVA

et al., 2020; BANDEJI et al., 2018). Nos neonatos com diarreia a prevalência

varia entre 19,9% a 7,6% (RODRIGUEZ-PALACIOS et al., 2006; BANDEJI et

al., 2018; MASARIKOVA et al., 2020; BLASI et al., 2021).

De acordo com a literatura consultada, há apenas um relato da presença

do C. difficile em bezerros diarreicos no Brasil (SILVA et al., 2015). Existem

estudos internacionais, avaliando a ocorrência, realizados na Itália (BLASI et

al., 2021), República Tcheca (MASARIKOVA et al., 2020), Alemanha

(SCHNEEBERG et al., 2013), Bélgica (RODRIGUEZ et al., 2013), Eslovênia

(BANDEJI et al., 2018), Canadá, China (ZHANG et al., 2020), (RODRIGUEZ-

PALÁCIOS et al., 2006) e Estados Unidos (REDDING et al., 2021).

Os isolados de bezerros demonstram um maior perfil de resistência a

antimicrobianos, em especial à vancomicina. Fármaco este que é uma das

primeiras escolhas em casos de CDI em humanos (BLASI et al., 2011). Neste

sentido estudos envolvendo trabalhadores rurais e bezerros observaram a

presença dos mesmos ribotipos em ambos (BANDEJI et al., 2018).

2.6.4 Clostridioides difficile em cães e gatos

Em cães, a importância de C. difficile diarreicos ainda não é totalmente

elucidada. Acreditava-se que o agente era responsável por casos de diarreia

crônica redicivante em cães (BERRY; LEVETT, 1986; MARKS; KATHER, 2003)

e síndrome hemorrágica aguda (CAVE et al., 2002). Todavia, estudos

demonstram maior risco de colonização e infecção com estirpes toxigênicas de

C. difficile em pacientes internados e sob antibioticoterapia (STRUBLE et al.,

1994; CLOOTEN et al., 2008).



Os sinais clínicos da CDI em animais de companhia variam de uma

apresentação subclínica e diarreia hemorrágica aguda e fatal. Manifestações

de dor abdominal estão associadas a localização da lesão, seja no intestino

delgado ou grosso (MARKS et al., 2011).

Estudos de ocorrência determinaram resultados baixos (1,2%) de

isolamento de C. difficile em cães. Em cães com cinomose a imunossupressão

não é capaz de aumentar o risco de CDI. Assim como outros patógenos,

principalmente virais, em causar disbiose intestinal (SILVA et al., 2017).

Devido ao contato próximo entre cães e gatos com seus proprietários,

imunossuprimidos ou não, a possibilidade de disseminação entres estes é

elevada. O ribotipo 027 foi o mais observado nessas situações. Todavia, cepas

patogênicas são descritas (WESSE et al., 2010). A presença de cepas

altamente resistentes a antibióticos são relatas em cães com a ausência de

diarreia (FINSTERWALDER et al., 2022).

Em gatos os valores de prevalência variam entre 2,5 a 38,1% em

animais saudáveis e diarreicos (WEESE, 2020). Especialmente em animais

hospitalizados observaram-se valores próximos a 20%, com o isolamento

intermitente em alguns indivíduos estudados. Os principais ribotipos foram 010

e 106 (CLOOTEN et al., 2008). Em animais diarreicos cepas toxigênicas foram

observadas em gatos com quadros de diarreia aguda sem o histórico de

utilização prévia de antimicrobianos (WESSE et al., 2001).

2.6.5 Clostridioides difficile em animais selvagens

O C. difficile foi isolado em inúmeras espécies selvagens, incluindo

carnívoros, onívoros, herbívoros e insetívoros (BANDELJ et al., 2014; WEESE

et al. 2020). No Brasil já foi descrita em lobo-guará (Chrysocyon brachyurus)e

jaguatirica (Leopardus pardallis) com a observação de cepas patogênicas

(A+B+) (SILVA et al., 2014).

A patogencidade do C. difficile em animais selvagens não é bem

definida. Dados sobre a prevalência desta em animais de vida livre e sem

outras alterações é um ponto crucial para a observação da sua participação



(ANDERSON et al., 2015; WEESE 2020). A infecção em animais de vida livre

pode estar intimamente ligada aqueles que se aproximam da sociedade. Assim

a contaminação por resíduos de antibióticos, contato com animais de produção

e animais carreadores são pontos que podem estar associados a CDI nestes

(SILVA et al., 2013;HIMSWORTH et al., 2014).

Marsupias e roedores de vida livre apresentam-se como carreadores do

C. difficile entre áreas urbana e regiões de mata. A sua movimentação por

áreas altamente povoadas e a presença de esporos do C. difficile nas suas

fezes é um problema de saúde única (SANTANA et al., 2022).

A sua observação em ursos polares (Ursus maritimus) mantidos em

cativeiro e em seu habitat natural demonstra a sua elevada capacidade de

sobrevivência de seus esporos. Com a detecção da toxina A e do gene TcdB

na maioria dos animais (WEESE et al., 2019).

Atualmente supõe-se que os animais selvagens atuem como

carreadores para a CDI em animais e seres humanos. Estes são capazes de

interligar regiões distantes do planeta e facilitar disseminação de ribotipos

patogênicos e genes de resistência (WEESE, 2022).

3- OBJETIVO GERAL

O presente estudo tem como objetivo investigar a ocorrência de

Clostridioides difficile em fezes de animais selvagens acolhidos no CEMPAS

(Centro de Medicina e Pesquisa em Animais Selvagens) da Faculdade de

Medicina Veterinária e Zootecnia, UNESP, Campus Botucatu.

4- OBJETIVOS ESPECÍFICOS

Realizar a detecção de C. difficile e de suas toxinas utilizando a técnica

de qPCR e o a cultura em anaerobiose e posterior detecção de suas toxinas

por PCR convencional.
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27 Abstract.

28 Clostridioides difficile é uma bactéria estritamente anaeróbica e formadora de esporos. Este
patógeno está

29 associado a quadros de diarreia (CDI) especialmente em seres humanos com histórico prévio

30 da utilização de antimicrobianos. Sua presença em animais com problemas entéricos já foi

31 descrita em equinos, cães, suínos e bovinos. Isolamentos em animais selvagens são descritos

32 de forma escassa na literatura. Da mesma maneira estes podem atuar como reservatórios e/ou

33 carreadores. O objetivo do presente trabalho foi determinar a ocorrência de C. difficile nas

34 fezes de animais selvagens e comparar duas técnicas de detecção. Foram colhidas amostras de

35 100 animais de 34 espécies diferentes entre repteis e mamíferos. Estas foram submetidas a

36 qPCR para a detecção da presença do agente (16s) e de suas toxinas (tcdA e tcdB), e ao

37 isolamento bacteriano anaeróbico e multiplex para detecção do perfil toxigêncio das colônias.

38 Na qPCR observou-se 61% dos animais a presença do C. difficile, dessas uma foi positiva

39 para TcdA, três para TcdB e 17 para ambas as toxinas. Foi possível o isolamento anaerobico

40 de 16% das amostras, sendo três isolados positivos para TcdA e TcdB. O C. difficile foi

41 observado em diversas espécies de animais selvagens, assim como a presença de cepas

42 toxigências. A técnica de qPCR apresentou maior positividade comparada ao isolamento

43 bacteriano e a presença deste agente infeccioso nas fezes dos animais selvagens ressalta a

44 importância destes como possíveis carreadores de infecção para animais de produção ou

45 humanos.

46 Key worlds: cdtA; cdtB, qPCR, Didelphis spp.

47

48 O Clostridioides difficile (C. difficile) é uma bactéria anaeróbica, dispostas em bacilos,

49 gram positiva, com capacidade de esporulação e formação biofilme e de produção de toxinas.

50 O agente está associado a quadros de diarreia pseudomembranosa em seres humanos e

51 animais (CZEPIEL et al. 2019; WEESE 2020). Geralmente C. difficile causa de diarreia em

52 pacientes hospitalizados e sob antimicrobianos. A estes quadros dá-se o nome de infecção

53 causada pelo C. difficile (CDI) (MASLENNIKOV et al., 2022). Nos últimos anos, a CDI foi

54 relatada em pacientes jovens e sem histórico prévio de hospitalização ou tratamento com

55 antibióticos. As suas principais toxinas são toxina A ( cdtA) e B (cdtB) (ANJEWIERDNEN et

56 al. 2020).



57 O C. difficile, causa diarreia aguda e letal em potros (SILVA et al.,2012), leitões

58 (YAEGER et al., 2007) e colite profusa em equinos adultos (GOHARI et al., 2014). Apesar

59 da descrição do agente em animais, a sua importância em felinos (WEESE et al., 2001;

60 SCHNEEBERG, et al., 2012), caninos (WEESE et al., 2001; BUSCH et al., 2015) ainda não

61 está adequadamente determinada.

62 Em animais selvagens a sua importância não está completamente elucidada (BANDELJ

63 et al., 2014; SILVA et al., 2014; WEESE et al. 2020). Atualmente supõem-se que os animais

64 selvagens possam atuar como carreadores para a CDI em animais domésticos e seres

65 humanos. Isto ocorre pois estes são capazes de interligar regiões distantes e facilitar

66 disseminação de ribotipos patogênicos e genes de resistência (HIMSWORTH et al., 2014;

67 WILLIAMS et al., 2018 KRIJGER et al., 2019; WEESE et al.; 2019). Outro aspecto

68 importante é a proximidade entre animais  selvagens e humanos especialmente em áreas

69 cercadas por matas. No Brasil existem poucos estudos sobre a presença do C. difficile em

70 animais selvagens (SILVA et al. 2013; SILVA et al., 2014). O objetivo deste trabalho foi

71 avaliar a presença de C. difficilenas fezes de animais selvagens por meio da técnica de qPCR e

72 isolamento, além de determinar a presença de suas principais toxinas.

73 Os procedimentos de coleta e o presente projeto foram aprovados pela Comissão de Ética

74 no Uso de Animais da FMVZ – UNESP – Botucatu/SP - Protocolo CEUA 0088/2022. As

75 colheitas foram realizadas adaptando-se a rotina de atividades diárias de alimentação, limpeza

76 e manejo do CEMPAS (Centro de Medicina e Pesquisa em Animais Selvagens. As amostras

77 foram colhidas durante o procedimento de manutenção do recinto ou no momento da

78 admissão dos animais ao CEMPAS. Imediatamente após a colheita as amostras foram

79 congeladas a -80ºC. A extração de DNA foi feita a partir de 200 mg de fezes utilizando o kit

80 E.Z.N.A™ Stool DNA Kit (PROMEGA® Madison, Wisconsin, EUA) de acordo com as

81 instruções do fabricante. A reação de qPCR para a detecção do gene 16S (MUTTERS et al.,



82 2009), TcdA e TcdB (KILIC et al., 2015) foram realizadas conforme descrito anteriormente

83 utilizando GoTaq® Probe Master Mix (PROMEGA® Madison, Wisconsin, EUA).

84 Para realização do isolamento bacteriano nas amostras positivas na qPCR para o gene

85 16S do C. difficile, aproximadamente 1g de fezes foi submetido ao procedimento de

86 enriquecimento, descrito anteriormente (SILVA et al., 2012;2013;2014). As colônias com

87 morfologia sugestiva foram submetidas a multiplex PCR para detecção do gene housekeeping

88 (tpi) e TcdA e TcdB (SILVA et al., 2011).

89 Foram analisadas 100 amostras de fezes de 34 espécies diferentes. E os resultados da

90 identificação do C. difficile e as suas toxinas estão descritos na Tabela 1. As amostras foram

91 colhidas entre os meses de junho a novembro de 2020. A técnica de qPCR detectou o agente

92 em 61% das amostras de fezes. Destas 17 foram positivas para ambas as toxinas, 1 apenas

93 para TcdA (Cachorro do mato - Cerdocyon thous) e três apenas para TcdB (Dragão-Barbado -

94 Pogona vitticeps, Jaguatirica Leopardus pardalis e Tamanduá-bandeira Myrmecophaga

95 tridactyla). O isolamento sob condições de anaerobiose obteve 16% de recuperação de

96 colônia de C. difficile. Na multiplex PCR das colônias amplificou-se o gene de ambas as

97 toxinas em três animais (Dragão-Barbado -Pogona vitticeps, Raposinha do campo - Lycalopex

98 vetulus e sagui Callithrix sp) sendo o restante amostras atoxigenicas.

99 Das 21 amostras dos gambas (Didelphis spp.) estudados, nove (42,86%) foram

100 positivas para ambas a toxinas na qPCR. Este percentual é inferior aos observados por Bondo

101 et al. (2019) em animais que habitavam granjas suínas utilizando a técnica de cultivo

102 anaeróbico. A elevada ocorrência observada pode demonstrar um potencial disseminador das

103 cepas de C. difficile por espécies próximas a centro urbanos (SILVA et al. 2014a; ZLENDER

104 et al., 2022).

105 Outro marsupial observado, foi a Cuíca d'água (Chironectes minimus) com cepa

106 toxigênica (A+B+) na qPCR. Esta é espécie de hábitos aquáticos e regiões de nascentes



107 (FERNANDEZ et al., 2015). A presença em outros marsupiais determina a sua participação

108 da disseminação da CDI pois estes atuam como reservatórios (SANTANA et al., 2022).

109 Pequenos mamíferos atuam como sentinelas de outras doenças bacterianas (FURNESS et al.,

110 2017).

111 No presente estudo foram observadas sete espécies estritamente carnívoras (Cachorro-do-

112 mato - Cerdocyon thous, Gato-do-mato pequeno - Leopardus tigrinus, Gato-mourisco - Puma

113 yagouaroundi, Jaguatirica - Leopardus pardalis, Lobo-guará - Crysocyon brachyurus, onça

114 parda - Puma concolor e Raposinha do campo - Lycalopex vetulus). Em todas estas espécies

115 foi realizado o isolamento C. difficile em pelo menos um dos animais em ambas as técnicas.

116 Destes 22 animais estudados, em 15 (68,18%) e quatro (18,18%) foi possível isolar o patógeno

117 ocorreu apenas em quatro oportunidades (TcdA: Cachorros-do-mato - Cerdocyon thous, TcdB:

118 Jaguatirica - Leopardus pardalis; TcdA e TcdB: Onça parda- Puma concolor e Raposinha do

119 campoLycalopex vetulus). É interessante observar que destes 4 apenas a Raposinha do Campo

120 teve cultivo positivo com presença de isolados produtores de toxinas. Valores inferiores de

121 ocorrência de isolamentos em carnívoros selvagens foi descrita por SILVA et al. (2014b).

122 Assim como no presente estudo também foi possível isolar o patógeno em uma jaguatirica

123 (Leopardus pardalis), sendo esta amostra considerada toxigênica (A+B+) ribotipo 046 (SILVA

125 et al., 2013).

126 Apesar do baixo valor amostral, apenas em um indivíduo, houve a identificação de uma

127 cepa toxigência (A+B+) em rato (Mus musculus) na qPCR. Estes animais aparecem como

128 possíveis carreadores da CDI entre animais e seres humanos, uma vez que a maioria dos

129 isolados desses animais são toxigenicos virulentos (WILLIAMS et al., 2018) e atuam como

130 reservatórios para ribotipos com perfil de resistência elevado (HIMSWORTH et al., 2014;

131 KRIJGER et al., 2019).



132 No presente estudo a ocorrência de cepas toxigências de C. difficile em animais selvagens

133 mantidos em um centro de recuperação, pela técnica de qPCR, foi superior ao descrito por

134 Jardine et al. (2013) em animais selvagens que habitavam fazendas de produção animal. Nesta

135 ocasião todas as amostras foram A+B+.

136 Seis amostras de fezes de ouriços (Ouriço - Erinaceus roumanicus e ouriço cacheiro

137 Sphiggurus villosus) foram negativas em ambas as técnicas. Este resultado difere do

138 observado por Iziquierdo-Rodriguez et al., (2020) onde 33% dos ouriços da espécie Atelerix

139 algirus localizados nas Ilhas Canárias foram positivos, porém todos apresentavam diarreia.

140 Não se realizou a identificação do C. difficile e suas toxinas, por nenhum um dos meios

141 diagnósticos, em coelhos (Oryctolagus cuniculus) e lebres (Lepus europaeus). A pesquisa

142 pela referida bactéria em coelhos oriundos de sistema de produção intensivo, observou-se a

143 incidência de 3% com a presenças de cepas toxigênicas (RT-014/020, RT-078, RT-012)

144 (DRIGO et al., 2015).

145 Dentre as espécies de répteis (Dragão-barbado - Pogona vitticeps, Gecko Eublepharis

146 macularius, Jabutu-piranga - Chelonoidis carbonária, jiboia - Boa constrictor constrictor,

147 Píton - Python molurus, Teiu - Tupinambis merianae) (n=19), observou-se duas amostras

148 A+B+ em jiboias (Boa constrictor constrictor) e uma A+B- (Dragão-barbado – Pogona

149 vitticeps), pela técnica de qPCR e pesquisa de toxinas no isolado. Os resultados são

150 semelhantes aos observados por Ramos et al. (2019) no Brasil e Andrés-Lasheras et al. (2018)

151 na Espanha.

152 A observação de um perfil toxigênico A -B+no tamanduá bandeira (Myrmecophaga

153 tridactyla) pela técnica de qPCR não é comumente observada em animais e seres humanos

154 (PENG et al., 2018; WEESE, 2020). Quando submetida a técnica de cultivo e multiplex PCR

155 os resultados obtidos foram, A-B- e negativo, respectivamente.



156 Os principais limitantes deste estudo são a impossibilidade da obtenção de informações

157 epidemiológicas dos animais estudados devido as questões operacionais. Assim como a não

158 realização da ribotipagem das cepas isoladas e determinação do perfil de sensibilidade. A

159 dificuldade na obtenção de grupos distintos de espécies selvagens altera a interpretação dos

160 dados. Estudos posteriores são essenciais para a determinação dos animais selvagens como

161 reservatórios. O C. difficile é observado em diversas espécies de animais selvagens, assim

162 como cepas toxigênicas. A técnica de PCR se mostrou mais sensível para a detecção do C.

163 difficile e suas toxinas nas amostras de animais selvagens.
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CAPÍTULO 3
DISCUSSÃO GERAL

Das 21 amostras dos gambas (Didelphis spp) estudados, nove (42,86%)

foram positivas para ambas a toxinas na qPCR. Estes resultados são inferiores

aos observados por Bondo et al. (2019) em animais que habitavam granjas

suínas utilizando a técnica de cultivo anaeróbico. A elevada ocorrência

observada pode demonstrar um potencial disseminador das cepas de C.

difficile por espécies próximas a centros urbanos (SILVA et al. 2014a;

ZLENDER et al., 2022)

Outro marsupial observado, foi a Cuíca d'água (Chironectes minimus)

com cepa toxigênica (A+B+) na qPCR. Esta é espécie de hábitos aquáticos e

regiões de nascentes (FERNANDEZ et al., 2015). A presença em outros

marsupiais determina a sua participação da disseminação da CDI pois estes

atuam como reservatórios (SANTANA et al., 2022). Pequenos mamíferos

atuam como sentinelas de outras doenças bacterianas (FURNESS et al.,

2017). Desta forma a elevada presença nestes podem favorecer o

desenvolvimento de mutações.

No presente estudo foram observadas sete espécies estritamente

carnívoras (Cerdocyon thous, Leopardus tigrinus, Puma yagouaroundi,

Leopardus pardalis, Crysocyon brachyurus, Puma concolor e Lycalopex

vetulus). Em todas estas espécies foi realizado o isolamento C. difficile em pelo

menos um dos animais em ambas as técnicas. Dos 22 animais estudados, em

15 (68,18%) e quatro (18,18%) foi possível isolar o patógeno pelas técnicas

qPCR e isolamento, respectivamente. Todavia, detecção de cepas patogênicas

ocorreu apenas em quatro oportunidades (TcdA: Hydrochoerus hydrochaeris,

TcdB: Leopardus pardalis; TcdA e TcdB: Puma concolor e Lycalopex vetulus).

Valores inferiores de ocorrência de CDI em carnívoros selvagens (SILVA et al.

2014b). Assim como no presente estudo também foi possível isolar o patógeno

em uma jaguatirica (Leopardus pardalis). Está foi considerada toxigênica (A+B+)

ribotipo 046 (SILVA et al., 2013).

Apesar do baixo valor amostral, apenas um indivíduo, houve a

identificação de uma cepa toxigência (A+B+) em rato (Mus musculus). Estes

animais aparecem como possíveis carreadores da CDI entre animais e seres



humanos, uma vez que a maioria dos isolados desses animais são toxigenicos

virulentos (WILLIAMS et al., 2018) e atuam como reservatórios para ribotipos

com perfil de resistência elevado (HIMSWORTH et al.,2014; KRIJGER et al.,

2019).

No presente estudo a ocorrência de cepas toxigências de C. difficile em

animais selvagens mantidos em um centro de recuperação, pela técnica de

qPCR, foi superior ao descrito por Jardine et al., (2013) em animais selvagens

que habitavam fazendas de produção animal. Nesta ocasião todas as amostras

foram A+B+.

Seis amostras de fezes de ouriços (Erinaceus roumanicus e Sphiggurus

villosus) foram negativas em ambas as técnicas. Este resultado difere do

observado por Iziquierdo-Rodriguez et al., (2020). Nesta ocasião 33% dos

ouriços da espécie Atelerix algiruscom diarreia localizados nas Ilhas Canárias

foram positivos.

Não se realizou a identificação do C. difficile e suas toxinas, por nenhum

um dos meios diagnósticos, em coelhos (Oryctolagus cuniculus) e lebres

(Lepus europaeus). A pesquisa pela referida bactéria em coelhos oriundos de

sistema de produção, observou-se a incidência de 3% com a presença de

cepas toxigênicas (RT-014/020, RT-078, RT-012) (DRIGO et al., 2015).

Os principais limitantes deste estudo são a impossibilidade da obtenção

de informações epidemiológicas dos animais estudados devido às questões

operacionais. Assim como a não realização da ribotipagem das cepas isoladas

e determinação do perfil de sensibilidade. A dificuldade na obtenção de grupos

distintos de espécies selvagens altera a interpretação dos dados. Estudos

posteriores são essenciais para a determinação dos animais selvagens como

reservatórios do C. difficile.

CONCLUSÕES GERAIS

O C. difficile é observado em diversas espécies de animais selvagens,

assim como cepas toxigênicas. A técnica de PCR se mostrou mais sensível

para a detecção do C. difficile e suas toxinas nas amostras de animais

selvagens.
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