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A microbiota de um hospedeiro tem sido considerada como parte de seu sistema 
imune inato. Em anuros, a microbiota da superfície cutânea vem sendo bastante 
investigada, visto que está na linha de frente no combate contra potenciais patógenos, 
principalmente contra o fungo Batrachochytrium dendrobatidis (Bd), responsável pela 
doença quitridiomicose, a qual tem causado o declínio populacional de diversas 
espécies de anuros no mundo todo. Melanophryniscus admirabilis é um anuro micro-
endêmico da região sul do Brasil, a qual está próxima de diversas ameaças ao habitat, 
tais como plantações de eucaliptos, fumo, soja e pecuária. A espécie está classificada 
como Criticamente em Perigo (CR) de extinção de acordo com o ICMBIO e a IUCN, e 
o conhecimento acerca de sua microbiota ainda é escasso. Sendo assim, o presente 
trabalho teve como objetivos: (i) identificar, por meio das técnicas de MALDI-TOF e 
sequenciamento parcial do gene 16S rRNA a comunidade bacteriana cultivável 
presente na epiderme, cavidade oral, e fezes de 15 indivíduos de M. admirabilis; (ii) 
analisar o perfil de suscetibilidade aos antimicrobianos dos isolados obtidos, e (iii) 
detectar a presença do fungo Bd por nested-PCR. Após realização da coleta de 
material biológicos e características morfológicas, os animais foram soltos no local de 
captura. Foram identificados 173 isolados bacterianos, dos quais as espécies mais 
abundantes foram Bacillus sp., Serratia sp., Hafnia alvei, Citrobacter sp. e 
Enterobacter sp. Perfis de multirresistência aos antimicrobianos foram observados em 
21% dos isolados da ordem Enterobacteriales, havendo alta frequência de resistência 
a ampicilina, enquanto que somente 5% foram suscetíveis a todos os antimicrobianos 
testados. A presença do fungo Bd não foi detectada em nenhum dos indivíduos 
analisados. Alguns dos microrganismos identificados são capazes de produzir 
substâncias com atividade contra o fungo Bd, além de serem potenciais micro-
organismos patogênicos para humanos, e apresentarem potencial zoonótico. Muitos 
estão diretamente relacionados com a dieta desses animais, bem como seu habitat. 
É possível que as bactérias identificadas nos animais analisados tenham um papel 
importante na manutenção dessa espécie em um ambiente modulado por ações 
antrópicas desenvolvidas na região, como por exemplo, o uso de herbicidas, agentes 
promotores de crescimento animal, e uso de antimicrobianos como tratamento 
profilático em criações de gado, suínos e aves. Diante disso, a conscientização sobre 
a preservação do habitat desses animais, é essencial para a conservação do sapinho-
admirável-da-barriga-vermelha, além de evitar possíveis casos de zoonoses para 
humanos e, portanto, novas epidemias e pandemias. 
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In recent years, the host microbiota has been considered as part of its innate immune 
system. In anurans, the skin surface microbiota has been extensively investigated, 
given that it is the front line of combat against potential pathogens, primarily against 
the fungus Batrachochytrium dendrobatidis (Bd), responsible for the chytridiomycosis 
disease, that has caused the population decline of several species of anurans 
worldwide. Melanophryniscus admirabilisis is a microendemic anuran from southern 
Brazil, which is close to several threats to the habitat, such as eucalyptus, tobacco, 
soy, and livestock plantations. The species is classified as Critically Endangered 
according to ICMBio and IUCN, and knowledge about your microbiota is still scarce. 
Thus, the present study has the aim: (i) to identify, through MALDI-TOF and 16S rRNA 
partial gene sequencing, the cultivable bacterial community present in the oral cavity, 
epidermis, and feces of 15 M. admirabilis individuals; (ii) to analyze the antimicrobial 
susceptibility profile of the isolates, and (iii) to detect the presence of Bd fungus by 
nested-PCR in the samples. The animals were released at the place of capture after 
carrying out the biological samples collection and morphological data. 173 bacterial 
isolates were identified, which the most abundant species were Bacillus sp., Serratia 
sp., Hafnia alvei, Citrobacter sp. e Enterobacter sp. Multidrug-resistance profile was 
observed in 21% of Enterobacteriales order, with a great abundance of ampicillin 
resistance, therefore, only 5% were susceptible to all antimicrobials tested. The 
presence of the Bd fungus was not detected in any of the analyzed individuals. Some 
of the microorganisms identified are capable of producing substances with activity 
against the Bd fungus, in addition to being potential pathogenic to humans, and have 
zoonotic potential. In addition, many of these microorganisms are directly related to 
the diet of these animals, as well as their habitat. The identified bacteria from the 
analyzed animals may play an important role in maintaining this species in an 
environment modulated by anthropic actions developed in the region, such as the use 
of herbicides, animal growth-promoting agents, and the use of antimicrobials as a 
prophylactic treatment in livestock, swine, and poultry. Therefore, awareness about the 
preservation of the habitat of these animals is essential for the conservation of the 
admirable-red-belly-toads, in addition to avoiding possible cases of zoonosis for 
humans and, therefore, new epidemics and pandemics. 
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1. INTRODUÇÃO  

 

Estudos a respeito da microbiota de anuros têm se tornado cada vez mais 

frequentes, principalmente devido ao seu potencial contra diversos patógenos, com 

ênfase no fungo Batrachochytrium dendrobatidis (Bd) (Walke & Belden, 2016). O 

fungo Bd tem sido responsável pelo declínio populacional de diversas espécies de 

anuros no mundo todo, devido a sua capacidade de provocar a doença chamada 

quitridiomicrose (Berger et al., 1998; Olson et al., 2013). A quitridiomicose é uma 

doença cutânea, causada através do zoósporo do fungo, que penetra as camadas 

profundas da epiderme do indivíduo, podendo leva-lo a morte devido aos impactos na 

respiração cutânea e osmorregulação (Berger et al., 1998).  

Estudos recentes têm salientado que alguns microrganismos da pele dos 

anuros são capazes de inibir o crescimento do fungo Bd, atuando como parte do seu 

sistema imune inato (Colombo et al., 2015; Bates et al., 2018; Woodhams et al., 2020), 

no entanto, o conhecimento acerca da microbiota desses animais ainda é escasso. A 

importância da microbiota na conservação de espécies ameaçadas tem se tornado 

cada vez mais relevante. O conhecimento da microbiota comensal de um hospedeiro 

pode auxiliar nas ações de conservação da espécie, bem como atuar como um 

bioindicador de uma população livre de patógenos (Redford et al., 2012; Bahrndorff et 

al., 2016; West et al., 2019). 

É estimado que a Classe Amphibia abranja um total de 8,285 espécies, das 

quais 1,188 podem ser encontradas no Brasil, sendo em sua maioria (1,144 espécies) 

pertencentes a Ordem Anura (AmphibiaWeb, 2021; Segalla et al., 2021). Atualmente 

no Brasil, 40 espécies de anuros estão sob risco de extinção (ICMBio, 2014), dentre 

elas, o sapinho-admirável-da-barriga-vermelha, Melanophryniscus admirabilis (Di-

Bernardo et al., 2006). Melanophryniscus admirabilis é uma espécie microendêmica 

de um trecho de 700 metros nas margens do Rio Forqueta, na região norte do Rio 

Grande do Sul, Brasil (Di-Bernardo et al., 2006; Vasconcelos, 2015).  

Por ter sido uma espécie descrita recentemente, ainda são escassos os 

estudos a seu respeito (Lima, 2014; Vasconcelos, 2015), no entanto, nos últimos anos 

foram realizados trabalhos a fim de verificar o impacto da exposição aos herbicidas 

no metabolismo desses animais (Silva et al., 2020), e a caracterização da microbiota 
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oral, bem como seu potencial metabólico diante do ambiente no qual se encontra 

(Mann et al., 2021).  

Diante disso, o presente trabalho teve como objetivo identificar, caracterizar 

e verificar o perfil de suscetibilidade aos antimicrobianos da comunidade bacteriana 

cultivável presente na epiderme, cavidade oral e fezes de indivíduos de M. admirabilis. 

A partir dos resultados obtidos, é esperado correlacionar os dados desse estudo com 

o impacto das atividades antropogênicas sobre a população de M. admirabilis, e 

assim, contribuir para o desenvolvimento de estudos e ações de conservação e 

preservação da espécie. 

 

2. OBJETIVOS  

 

2.1. Objetivo Geral  

 

Este estudo teve como objetivo identificar por meio de métodos 

dependentes de cultivo e espectrometria de massa, bactérias em Melanophryniscus 

admirabilis, bem como inferir seus benefícios e ameaças para o hospedeiro. Ademais, 

verificar se esta única população conhecida de sapinhos-admiráveis-da-barriga-

vermelha está sendo atingida pelo fungo B. dendrobatidis, a fim de obter dados que 

auxiliem na conservação desta espécie de anuro.  

 

2.2. Objetivos específicos 

 

a) Identificar a diversidade de bactérias cultiváveis presentes na superfície 

epidérmica, cavidade oral e fezes de M. admirabilis;  

 

b) Determinar o perfil de suscetibilidade aos antimicrobianos dos isolados 

bacterianos obtidos das amostras de M. admirabilis;  

 

c) Verificar a presença de Enterococcus spp. na superfície epidérmica e no TGI 

de M. admirabilis;  
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d) Detectar a presença do fungo B. dendrobatidis na superfície epidérmica de M. 

admirabilis através da técnica de reação em cadeia da polimerase (PCR); 

 

e) Correlacionar a comunidade bacteriana isolada dos M. admirabilis com 

sua conservação e preservação no ambiente  

 

3. REVISÃO DA LITERATURA 

 

3.1. Declínio populacional de anuros  

 

Nos últimos anos, os anfíbios em geral vêm passando por uma crise global 

de conservação caracterizada principalmente pela extinção de espécies e declínios 

populacionais (Butchart et al., 2010; IUCN, 2013). De acordo com a lista de espécies 

mundialmente ameaçadas – Red List – elaborada pela International Union for 

Conservation of Nature (IUCN), atualmente há cerca de 35.500 espécies em risco de 

extinção. Dentre as 8,285 espécies de anfíbios descritas, cerca de 40% estão 

classificadas como em risco de extinção. (IUCN, 2021). A classe Amphibia é composta 

por três ordens principais: Anura, que abrange os sapos, rãs e pererecas; Caudata, 

representada pelas salamandras e tritões; e Gymnophiona, que compreende as 

cecílias, popularmente conhecidas como cobras-cegas (Wake & Koo, 2018). 

De acordo com Collins & Storfer (2003), os principais fatores pelo declínio 

populacional de anfíbios podem ser classificados em duas classes. A primeira classe 

abrange fatores que estariam acometendo esses animais há mais de um século. 

Dentre elas, os autores citam a introdução de espécies exóticas, a super-exploração 

de terras, bem como as mudanças no uso dessas terras como fragmentação e 

destruição de habitat. Já a segunda classe compreende fatores que começaram a 

afetar as populações de anfíbios nos últimos 30 anos. Como principais causas estão 

as alterações globais – tais como aumento no nível de radiação ultravioleta, aumento 

na concentração de dióxido de carbono na atmosfera, alterações biogeoquímicas nos 

ciclos dos elementos essenciais – e o surgimento de doenças infecciosas, 

principalmente causadas pelo fungo Batrachochytrium dendrobatidis, e por vírus do 

gênero Ranavírus, e o aumento do uso de pesticidas e demais toxinas ambientais.  
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As fragmentações das florestas e alterações químicas causadas na água 

devido às práticas de agricultura, impactam diretamente no sucesso reprodutivo 

desses animais, bem como em suas densidades populacionais (Nyström et al., 2007). 

Além disso, o aumento das práticas de agricultura também promoveu ao longo dos 

anos uma drástica redução de habitats para a biodiversidade em geral, e isto, junto 

com o aumento da urbanização e a construção de mais rodovias terrestres, acabaram 

contribuindo para o declínio populacional de algumas espécies de anuros (Arntzen et 

al., 2017).  

As mudanças climáticas afetam os anfíbios de diversas maneiras, dentre 

elas, através do aumento do nível do mar devido ao aquecimento global, podendo 

causar a morte desses animais (Haddad et al., 2008). O estudo indica que este fator 

provoca inundações em áreas de ocorrência de diversas espécies de anfíbios, os 

quais não tolerariam a concentração salina da água por conta da grande 

permeabilidade da pele e respectivas funções fisiológicas. Os autores também 

sugerem que o aumento das temperaturas pode provocar alterações climático-

vegetacionais, que influenciariam diretamente nas florestas ombrófilas - local de 

ocorrência de diversas espécies endêmicas de anuros – já que os bancos de nuvens 

seriam deslocados para altitudes maiores. No Brasil, as populações de anuros já estão 

sendo impactadas por esses fatores. Um estudo realizado em 2005 verificou que em 

cinco coleções científicas de museus brasileiros, não haviam entradas de espécimes 

de 13 espécies de anuros nos últimos 15 anos (Eterovick et al., 2005). 

  

3.1.1. O fungo Batrachochytrium dendrobatidis que ameaça a 

população mundial de anfíbios 

 

Dentre os diversos fatores ambientais que estão levando populações de 

anfíbios ao declínio em todo o mundo, uma doença de pele denominada de 

quitridiomicose tem sido apontada como uma das mais prováveis causas de morte em 

massa de anfíbios (Berger et al., 1998). A quitriodimicose em anuros é causada pelo 

fungo Batrachochytrium dendrobatidis (Bd), que pertence ao filo Chytridiomycota, 

sendo o primeiro do filo a parasitar um animal do filo Vertebrata, o anuro Dendrobates 

azureus, conhecido popularmente como sapo-flecha-azul-venenoso (Longcore et al., 
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1999) Fungos do gênero Batrachochytrium são parasitas obrigatórios de outros 

fungos, algas, plantas vasculares, rotíferos, nematódeos ou insetos (Berger et al., 

1998). 

O fungo quitrídio geralmente é detectado em anuros encontrados mortos, 

mas pode estar presente em sapos e girinos saudáveis e ser, portanto, assintomático 

(Berger et al., 1999; Garner et al., 2006). De acordo com Berger et al., (1999), o fungo 

não é distribuído uniformemente na superfície do corpo, sendo encontrado mais 

frequentemente no estrato córneo dos dedos, seguido da superfície ventral, 

especialmente nas coxas e região inguinal, sendo necessária a realização de cortes 

histológicos nos animais para a detecção do fungo. No entanto, estudos recentes 

detectaram a presença do fungo em anuros de vida livre utilizando somente suabes 

epidérmicos (Coutinho et al., 2015; Lambertini et al., 2021), sem ser necessário 

efetuar a eutanásia e/ou realização de cortes histológicos no animal, sendo, portanto, 

um modo menos invasivo. 

O primeiro registro de B. dendrobatidis em anuros do gênero 

Melanophryniscus foi realizado por Agostini et al. (2015), em uma população de M. 

aff. montevidensis, onde 11 dos 32 espécimes capturados foram positivos para o 

fungo, e os mesmos eram aparentemente saudáveis. Conforme a IUCN (2013), M. 

montevidensis é uma espécie considerada “Vulnerável” em relação ao risco de 

extinção, mas de acordo com Agostini et al., (2015), não é possível afirmar que haja 

uma relação direta entre a presença do fungo na população e o declínio da mesma. 

Contudo, animais positivos para a presença de B. dendrobatidis podem ter uma baixa 

probabilidade de sobrevivência em casos de desenvolvimento da quitridiomicose.  

Diversos estudos têm demonstrado que a infecção pelo fungo Bd pode 

impactar a microbiota bacteriana da pele de anuros, muitas vezes, mas talvez não 

exclusivamente, na forma de disbiose (Jani & Briggs, 2014; Bates et al., 2018; Becker 

et al., 2019). Na microbiologia, a disbiose é definida como uma alteração na 

composição da microbiota, que resulta em um desequilíbrio entre bactérias benéficas 

e prejudiciais ao organismo (Ducatelle et al., 2014). Kueneman et al., (2014) afirmam 

que a comunidade microbiana da pele de anuros pode mediar a suscetibilidade da 

doença causada pelo fungo. A investigação da presença do fungo Bd em anuros da 
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Mata Atlântica é essencial para a elaboração de ações efetivas para conservação de 

espécies (Ruthsatz et al., 2020). 

 

3.2. O microendêmico Melanophryniscus admirabilis (sapinho-

admirável-da-barriga-vermelha) 

 

O gênero Melanophryniscus Gallardo, 1961 consiste em 29 espécies 

pertencentes à família Bufonidae, distribuídas pelo norte da Argentina, sul da Bolívia, 

região sul do Brasil, Paraguai e Uruguai (Frost, 2021). Muitas dessas espécies 

ocorrem em áreas restritas e sob um forte impacto ambiental, o que predispõe a 

problemas de conservação (Vasconcelos, 2015). No entanto, para a maioria delas 

inexistem estudos de história natural, distribuição geográfica, ecologia populacional e 

principalmente sobre a microbiota.  

A maioria das espécies desse gênero apresentam hábitos diurnos 

(Colombo et al., 2008), no entanto, algumas também apresentam hábitos noturnos 

(Colombo et al., 2007). O gênero Melanophryniscus é de grande interesse 

farmacológico devido aos alcalóides presentes em sua epiderme, adquiridos através 

da sua dieta rica em artrópodes (Daly et al., 2007; Grant et al., 2012; Hantak et al., 

2013). A presença destes alcalóides torna os indivíduos impalatáveis, o que é 

evidenciado pela coloração aposemática, geralmente vermelha, da planta das patas 

traseiras e dianteiras dos indivíduos. A coloração aposemática é exposta através de 

uma postura de defesa denominada reflexo “unken”, na qual os indivíduos arqueiam 

as plantas das patas traseiras e dianteiras, sinalizando sua impalatabilidade aos 

possíveis predadores (Bordignon et al., 2018; Vargas et al., 2019). 

Melanophryniscus admirabilis Di Bernardo, Maneyro & Grillo, 2006, 

popularmente chamado de sapinho-admirável-da-barriga-vermelha (Figura 1), é uma 

espécie endêmica do Rio Grande do Sul, encontrado até o momento somente no 

município de Arvorezinha, Rio Grande do Sul, Brasil (Fonte et al., 2021; ICMBio, 

2018).  Morfologicamente a espécie é caracterizada pela presença de muitas 

glândulas desenvolvidas na superfície dorsal, lateral e ventral do corpo, cuja coloração 

é bem contrastante do restante da coloração verde do dorso (Di-Bernardo et al., 2006). 
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Figura 1. Indivíduo de Melanophryniscus admirabilis. Foto: Pedro Peloso (reprodução 

autorizada pelo autor).  

 

Para reprodução e crescimento larval indivíduos dessa espécie utilizam 

poças marginais rasas e sazonais que se formam em depressões de rochas basálticas 

ao longo das margens do Rio Forqueta (Di-Bernardo et al., 2006). O período 

reprodutivo da espécie ocorre entre os meses de Setembro e Outubro, podendo ter 

ocorrência de breves eventos de reprodução explosiva ao longo do período (Fonte et 

al., 2021).  

A população de M. admirabilis é muito pequena – e ainda indeterminada – 

cuja área de ocorrência compreende aproximadamente 700 metros ao longo das 

margens do rio Forqueta, no extremo sul da Mata Atlântica brasileira, em um vale 

estreito, limitado por encostas íngremes (Vasconcellos, 2015). A região está próxima 

de diversas ameaças ao habitat, tais como plantações de eucaliptos, soja e fumo, e 

pecuária, portanto, o uso de herbicidas pode afetar diretamente essa população de M. 

admirabilis.  

Atualmente M. admirabilis está avaliado como Criticamente em Perigo em 

nível nacional (ICMBio, 2018), e também em nível global (IUCN, 2013). Outras nove 

espécies do gênero – M. cambaraensis, M. dorsalis, M. macrogranulosus, M. 

montevidensis, M. setiba, M. orejasmirandai, M. devincenzii, M. peritus e M. langonei 

– também estão sob risco de extinção e classificadas dentre as categorias 

Criticamente em Perigo, Em Perigo ou Vulnerável (ICMBio, 2018; IUCN, 2013). 
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A fim de verificar o impacto de herbicidas no desenvolvimento dos girinos 

da espécie, Silva et al., (2020) analisaram as possíveis alterações no perfil metabólico 

e no balanço oxidativo causadas pela exposição aos herbicidas sulfentrazona e 

glifosato, os quais são altamente utilizados na região de ocorrência de M. admirabilis. 

O estudo constatou que M. admirabilis possui alta capacidade antioxidativa, a fim de 

garantir a sobrevivência dos girinos, visto que não foi constatada nenhuma 

mortalidade entre os grupos analisados. No entanto, isso requer alta demanda 

fisiológica para metabolizar esses xenobióticos, que foi verificada através da redução 

na concentração dos níveis de glicogênio, após período de exposição aos herbicidas.  

Até o momento, somente um estudo foi realizado para a avaliar a microbiota 

bacteriana residente de M. admirabilis (Mann et al., 2021), no qual os autores 

avaliaram a composição da microbiota oral de M. admirabilis. O estudo identificou vias 

metabólicas de degradação de xenobióticos, como benzoato e tolueno, na 

comunidade bacteriana oral de M. admirabilis. Os autores sugerem que, em conjunto 

com a mobilização enzimática, a comunidade bacteriana capaz de degradar 

xenobióticos, seja um dos fatores que auxiliam os M. admirabilis habitarem um 

ambiente relativamente antropizado.  

Além das ameaças já citadas, recentemente foi sugerido um projeto de 

construção de uma Pequena Central Hidrelétrica (PCH) na região de Perau de 

Janeiro. A construção desta hidrelétrica afetaria a área de ocorrência de M. 

admirabilis, aumentando o risco de extinção da espécie. Entretanto, devido a 

mobilizações de pesquisadores, autoridades ambientais e empreendedores, o projeto 

foi arquivado, por hora (Fonte et al., 2021; ICMBio/MMA, 2018; SiBBr, 2019).  

Por ser uma espécie em risco de extinção, é de extrema importância a 

realização de estudos a respeito de temas que possam contribuir para a conservação 

e preservação, como por exemplo, compreender os aspectos ecológicos, morfológicos 

e fisiológicos deste anuro, assim como a microbiota presente nestes animais. e 

sugeriram que a comunidade bacteriana oral poderia ter papéis importantes na saúde 

e sobrevivência de M. admirabilis no seu ecossistema. 
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3.3. A microbiota e sua relação com a conservação de espécies 

 

Microbiota é definido como um grupo de microrganismos que vivem em 

determinado ambiente. Englobam as bactérias, os fungos, os protozoários assim 

como os vírus. A microbiota desempenha um papel importante na manutenção da 

saúde animal, além disso, a adaptação e a persistência de espécies animais em 

ambientes impactados têm sido associadas à microbiota. A composição da microbiota 

pode ajudar a promover uma maior compreensão do estado fisiológico das espécies 

e divergências de nicho sob diferentes condições ambientais. Relações simbióticas 

entre organismos multicelulares e microrganismos são comuns na natureza. 

Atualmente, já há diversas evidências de que os microrganismos associados a plantas 

e animais desempenham diversas funções relevantes para a saúde e sobrevivência 

do hospedeiro (Berg, 2009; Archie & Tung, 2015; Bahrndorff et al., 2016; Ross et al., 

2019; Plaza et al., 2020).  

A diversidade de microrganismos em um hospedeiro, bem como seus 

genes, é denominada microbioma (West et al., 2019). Zaneveld et al., (2017) 

demonstraram como o Princípio Anna Karenina enunciado por Lev Tolstoy pode ser 

aplicado ao microbioma.  No famoso conto de Tolstoy, Anna Karenina, tem-se o 

princípio: “todas as famílias felizes são iguais; cada família infeliz é infeliz à sua 

maneira”. No caso, Zaneveld et al., (2017) partem do pressuposto de que “todos os 

microbiomas saudáveis são similares; cada microbioma disbiótico é disbiótico a sua 

maneira”, e, portanto, indivíduos que sofrem disbiose, tem maior variação na 

composição de seu microbioma do que indivíduos saudáveis. 

Atualmente, diversos estudos têm sido realizados a fim de descobrir 

métodos que restabeleçam o equilíbrio da microbiota, e dentre eles, a engenharia de 

microbioma - engineering microbiome - tem tido destaque (Foo et al., 2017). 

Engenharia de microbioma é uma metodologia experimental que tem como objetivo 

aumentar o fitness do hospedeiro a partir de uma seleção artificial de comunidades 

microbianas (Mueller & Sachs, 2015). Dentre as técnicas que podem ser utilizadas na 

engenharia de microbioma, está o fornecimento de substrato natural para o 

hospedeiro, o uso de probióticos e prebióticos, a aplicação de uma dieta saudável e o 

transplante de microbiota fecal (Song et al., 2019; West et al., 2019). 
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Recentemente, essa metodologia tem sido associada como uma das 

principais ferramentas na conservação de espécies de plantas e animais (Mueller & 

Sachs, 2015; Epstein et al., 2019; Song et al., 2019). Redford et al., (2012) sugere que 

os casos de reintrodução de fauna mal-sucedidos possam ter relação com a alteração 

no microbioma, causado pelo manejo do animal em cativeiro. De fato, a condição em 

cativeiro promove uma dieta diferente daquela ao qual o animal estava acostumado 

na natureza, e essa alteração na dieta, pode promover alterações na microbiota do 

espécime, e consequentemente, suas funções fisiológicas (Faith et al., 2011). Essa 

hipótese foi comprovada no trabalho de Passos et al., (2018), no qual foi comparado 

a microbiota epidérmica de indivíduos selvagens e de cativeiro de Mantella aurantiaca, 

e foi constatado que os animais de cativeiro possuem menor diversidade e abundância 

bacteriana em relação aos animais de vida livre, o que provavelmente os tornam mais 

suscetíveis a infecções.  

 No entanto, para que todas as técnicas da engenharia de microbioma 

sejam de fato eficazes para a conservação de diversas espécies, o primeiro passo é 

ter conhecimento da microbiota natural do hospedeiro. West et al., (2019) sugere a 

criação de um “índice de microbioma saudável” para espécies ameaçadas de 

extinção, a fim de auxiliar na identificação de mudanças na comunidade microbiana 

que possam causar vulnerabilidade e doenças no hospedeiro.  

Considerando o atual status de conservação de M. admirabilis - 

Criticamente em Perigo de extinção - os estudos que visam identificar a microbiota 

desta espécie são essenciais para compreender se os microrganismos podem auxiliar 

no metabolismo dos xenobióticos presentes no habitat, bem como sua atuação no 

combate a potenciais patógenos.  

 

3.3.1. Microbiota da epiderme de anuros  

 

A pele dos anuros é um importante órgão do sistema imune inato e é a linha 

de frente para defesa contra patógenos (Varga et al., 2019). Devido a isso, diversos 

estudos têm sido realizados com o objetivo de analisar a diversidade da microbiota da 

pele de anfíbios (McKenzie et al., 2012; Kueneman et al., 2014; Loudon et al., 2014; 



11 
 

Rebollar et al., 2020), no entanto, ainda não há dados referentes a microbiota cutânea 

do gênero Melanophryniscus.  

A constituição da comunidade bacteriana epidérmica de anuros é afetada 

principalmente por fatores abióticos, como temperatura, precipitação e elevação, e até 

mesmo pela dieta alimentar, podendo o ambiente, portanto, ser capaz de modular 

essa comunidade (Medina et al., 2017; Ruthsatz et al., 2020). Em sua revisão, Varga 

et al., (2019) reforçam que a exposição a antibióticos e outros contaminantes 

antropogênicos, também podem levar a alterações na microbiota da epiderme de 

anuros. Além disso, fatores específicos dos hospedeiros também causam alterações 

nesta microbiota, como a espécie, estágio de desenvolvimento, comportamento, 

variações genéticas e o próprio sistema imune, através da produção de anticorpos e 

peptídeos antimicrobianos (Rebollar et al., 2020). 

Em geral, a maioria dos trabalhos sobre microbiota da epiderme de anuros 

utiliza técnicas de sequenciamento de nova geração para a identificação dos 

microrganismos presentes, sendo estes pertencentes em sua maioria aos filos 

Proteobacteria, Actinobacteria e Firmicutes (Catenazzi et al., 2018; Estrada et al., 

2019; Varga et al., 2019). Algumas bactérias presentes na superfície epidérmica dos 

anuros são capazes de produzir metabólitos secundários com propriedades 

antimicrobianas, antifúngicas e antiparasitárias (Loudon et al., 2014; Bresciano et al., 

2015; Woodhams et al., 2018; Bartel et al., 2019), o que pode promover uma interação 

de competição com outros microrganismos, muitos deles patogênicos (Ruthsatz et al., 

2020). No entanto, a presença de patógenos também pode modular a composição 

microbiana, podendo causar um aumento na suscetibilidade do hospedeiro (Jani et 

al., 2018; Rebollar et al., 2016; Bates et al., 2018). 

Desse modo, a identificação de microrganismos na epiderme de M. 

admirabilis pode gerar informações que auxiliem nas estratégias de conservação da 

espécie, visto que, em caso de presença de microrganismos patogênicos na 

população, isto pode cooperar para a uma redução da população. Além disso, o 

habitat desta espécie está muito impactado com as atividades humanas, e é sabido 

que micro-organismos comensais de humanos, possam ser patogênicos para os 

animais, sendo este mais um motivo para conservação do habitat desses animais. 
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3.3.2. Microbiota intestinal e oral de anuros  

 

Estudos em humanos, animais domésticos e de laboratório têm 

demonstrado a importância da microbiota intestinal sobre a digestão de alimentos, 

síntese de nutrientes vitais, fisiologia, desenvolvimento, comportamento e 

performance do sistema imune (Jiménez & Sommer, 2017). Foi a partir de 2010 que 

se intensificaram os estudos com espécies de animais selvagens, tanto as que vivem 

em cativeiros quanto as que vivem em seus habitats naturais (Yildirim et al., 2010; 

Amato et al., 2013; Menke et al., 2014; Cheng et al., 2015; Carrillo-Araujo et al., 2015). 

O estudo de Kohl et al., (2013) foi o primeiro que analisou a microbiota 

intestinal de sapos adultos e girinos, e os autores verificaram diferenças na 

diversidade bacteriana em relação ao estágio de vida. Os girinos apresentaram uma 

microbiota mais semelhante à dos peixes, enquanto os sapos adultos possuíram uma 

microbiota mais semelhante a amnioto. Além disso, foi observado que os sapos 

apresentaram uma baixa diversidade filogenética em sua microbiota, provavelmente 

devido às mudanças na alimentação e a ampla reorganização dos órgãos intestinais 

durante a metamorfose, tais como a alteração de um estômago não ácido quando 

girinos para um estômago ácido quando adultos. 

Bletz et al., (2017) comprovaram que a comunidade microbiana intestinal 

pode ser mediada de acordo com os fatores ambientais do meio em que o animal se 

encontra, visto que diferentes habitats possuem diferentes recursos alimentares e 

fontes de nutrientes. Os autores analisaram dois grupos de salamandras de dois 

habitats diferentes: um córrego com baixas temperaturas e fluxo contínuo de água 

durante o ano, e uma lagoa cujas temperaturas variam constantemente ao longo do 

ano, e a abundância de água é limitada. Os autores supõem que a microbiota do 

hospedeiro vertebrado tem um papel importante na plasticidade fenotípica do mesmo, 

isto é, na capacidade de um único genótipo alterar sua expressão a fim de exibir um 

fenótipo diferente em virtude das pressões causadas pelo ambiente. 

Fontaine et al. (2018) analisaram a microbiota intestinal de salamandras 

para verificar se esses animais apresentariam alterações na diversidade de espécies 

bacterianas em relação a mudanças de temperatura, visto que esses animais são 

ectotérmicos, bem como os anuros, e sua temperatura corpórea não é constante 
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comparado a outros grupos de animais. Os autores verificaram que diferentes 

temperaturas (10, 15 e 20 °C) proporcionam uma alteração na composição da 

microbiota intestinal desses animais. O mesmo resultado foi obtido por Kohl & Yahn 

(2016), no entanto, os autores analisaram a microbiota intestinal de girinos e 

verificaram que em temperaturas mais altas (28 °C) havia uma alta abundância do 

gênero Mycobacterium. 

Visto que salamandras e anuros pertencem à mesma classe (Amphibia) e 

compartilham de muitos aspectos fisiológicos, é provável que os resultados obtidos 

nos trabalhos de Bletz et al., (2017) e Fontaine et al., (2018) também sejam aplicados 

a anuros. Diferente do que foi visto para a microbiota intestinal e cutânea, os estudos 

a respeito da microbiota oral de anuros são quase inexistentes (Hacioglu &Tosunoglu, 

2014; Mann et al., 2021).  A dieta rica em artrópodes de alguns anuros influencia na 

produção de alcalóides, os quais são secretados através de glândulas distribuídas 

pelo corpo desses animais (Rodríguez et al., 2011; Saporito et al., 2012, 2015). É 

provável que além da aquisição de alcalóides, a própria dieta desses animais também 

possa modular sua microbiota oral. 

 Recentemente foi realizado o primeiro estudo de caracterização da 

microbiota oral de M. admirabilis (Mann et al., 2021), no qual foi identificado a 

prevalência de bactérias dos filos Proteobacteria, Firmicutes, Bacteroidetes, 

Actinobacteria e Fusobacteria. O mesmo trabalho sugere que a prevalência do filo 

Proteobacteria esteja relacionada com a dieta, visto que esses microrganismos fazem 

parte do microbioma cuticular de formigas, e no trato gastrointestinal de artrópodes 

(Yun et al., 2014), os quais são principais componentes da dieta alimentar de M. 

admirabilis (Lima, 2014). Ainda, os autores também têm a hipótese de que assim como 

sua ocorrência restrita, o próprio ambiente endógeno oral – como por exemplo, a 

saliva – poderia modular a microbiota oral desses animais.  

 

3.4. O gênero Enterococcus em animais selvagens 

 

O gênero Enterococcus compreende espécies bacterianas ubíquas sendo 

associadas a humanos, animais, alimentos, esgotos, águas, solos, plantas (Pieniz et 

al., 2015; Prichula et al., 2016, 2020; Cassenego et al., 2011; Medeiros et al., 2017; 

Huescas et al., 2019; Huff et al., 2020; Araújo et al., 2020). São cocos Gram-positivos 
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e aparecem em pares ou cadeias com um formato mais ovalado. São catalase 

negativa, anaeróbios facultativos, capazes de crescer em 6,5% de NaCl, em 40% de 

sais biliares, em pH 9,6 e em temperaturas de 10°C e 45°C (Devriese et al., 2006). 

Enterococcus são considerados comensais do trato gastrointestinal de 

humanos, e podem atuar como patógenos oportunistas em sítios corporais extra-

intestinais (Devriese et al., 2006; Kosecka-Strojek et al., 2019). Em humanos, 

Enterococcus faecium e E. faecalis estão associados a altos índices de mortalidade e 

é considerado a principal bactéria associada a infecções nosocomiais (Mitchell, 2011). 

Diversos estudos já verificaram a presença de Enterococcus em animais marinhos, 

como leões marinhos (Arctocephalus australis e A. tropicalis) (Santestevan et al., 

2015), pinguins-de-magalhães (Spheniscus magellanicus) (Prichula et al., 2020), aves 

marinhas (Sterna trudeaui e Himantopus melanurus), tartarugas marinhas 

(Eretmochelys imbricata e Chelonia mydas) e mamíferos marinhos, como baleias-

jubarte, baleias-minke e golfinho de risso (Megaptera novaeangliae, Balaenoptera 

acutorostrata e Grampus griseus, respectivamente) (Prichula et al., 2016). Além 

destes, a presença de Enterococcus também já foi registrada em mamíferos terrestres 

como o graxaim-do-campo (Lycalopex gymnocercus), o gato-do-mato-grande 

(Leopardus geoffroyi) (Araujo et al., 2020), e macacos-prego (Sapajus nigritus) 

(Grassotti et al., 2018), bem como em invertebrados pertencentes a Ordem 

Lepidoptera, Heliconius erato phyllis (Huff et al., 2020).    

Até momento, somente quatro estudos avaliariam enterococos em anuros. 

O primeiro conduzido por Rana et al., (2011) isolaram E. faecium resistentes à 

vancomicina a partir de pellets fecais de sapos da espécie Rana sylvatica. O estudo 

abordou o papel dos anfíbios como sentinelas para doenças que afetam humanos, 

visto que atualmente muitas espécies selvagens, de vida livre, têm sido capturadas 

para serem comercializadas como pets e, portanto, tornando anfíbios potenciais 

portadores de patógenos. O segundo, realizado por Wang et al., (2016) com anuros 

das espécies Rana limnicharis, Rana exilispinosa e Amolops afghanus, observou que 

estas espécies produziam 12 peptídeos antimicrobianos (AMP, antimicrobial peptide) 

nas suas peles que foram capazes de inibir o crescimento de Enterococcus faecalis 

(ATCC 29212).  
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No terceiro estudo, com a espécie de anuro Lithobates palustres, foi 

observado que esta espécie também sintetiza um AMP, denominado palustrina, que 

foi capaz de inibir o crescimento de E. faecalis (Cardoso et al., 2014). Os mesmos 

autores demonstraram que o gênero Phyllomedusa também é capaz de sintetizar um 

AMP que inibiu o crescimento de E. faecalis. Recentemente, resultados similares 

foram obtidos por Barran et al., (2020), onde o peptídeo ocelatina, produzido pelo 

anuro Leptodactylus nesiotus, foi capaz de inibir o crescimento de E. faecium. Ainda 

não existem trabalhos que detectaram a presença de enterococos em amostras de M. 

admirabilis. 

 

3.5. Resistência das bactérias aos antimicrobianos 

 

Antimicrobianos desenvolvem um papel importante no controle e 

tratamento de doenças infecciosas, no entanto, atualmente são um dos principais 

problemas de saúde pública mundial do século XXI (Abushaheen et al., 2020).  

Infecções causadas por bactérias resistentes a antimicrobianos tem se tornado cada 

vez mais comuns e difíceis, ou até mesmo impossíveis, de serem tratadas (Arzanlou 

et al., 2017). De acordo com a Organisation for Economic Co-operation and 

Development (OECD), no Brasil, Indonésia e Rússia, cerca de 60% das infecções são 

causadas por microrganismos resistentes, e nestes países a resistência está prevista 

para aumentar de 4 a 7 vezes mais rápido do que em relação a outros países da 

Europa, América do Norte e Austrália (Hofer, 2019).  

A resistência a antimicrobianos é definida como a habilidade de um 

microrganismo sobreviver e estar viável sob influência de agentes antimicrobianos, e 

pode ser do tipo intrínseca, adaptativa ou adquirida (Arzanlou et al., 2017; 

Abushaheen et al., 2020). Resistência intrínseca pode ser definida por um traço 

universal compartilhado entre as espécies bacterianas, independente de exposição 

prévia a antimicrobianos e não relacionada a transferência horizontal de genes 

(Reygaert, 2018). Já a resistência adaptativa refere-se à habilidade de um 

microrganismo adaptar-se e sobreviver frente a diversas condições de estresse devido 

a rápidas alterações em seu transcriptoma em resposta a estímulos ambientais 

(Arzanlou et al., 2017). Resistência adquirida ocorre quando um microrganismo 
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sensível a antibióticos se torna resistente através de mutações em genes pré-

existentes, ou pela aquisição de genes de outro microrganismo através da 

transferência horizontal de genes (Boerlin & Reid-Smith, 2008).  

Os mecanismos de resistência antimicrobiana já descritos podem ser 

classificados em quatro categorias principais: a) destruição enzimática de agentes 

antimicrobianos; b) modificação nos alvos dos antimicrobianos; c) redução na 

captação dos antimicrobianos; d) efluxo ativo do antimicrobiano (Reygaert, 2018; 

Arzanlou et al., 2017). As bactérias que compõem a microbiota da epiderme de 

anfíbios que produzem peptídeos antimicrobianos provavelmente desenvolveram 

algum destes mecanismos de resistência para habitar este ambiente, assim como as 

bactérias da cavidade oral e intestinal, pois estas necessitam de um mecanismo que 

as permitam sobreviver diante do contato com os alcaloides adquiridos através da 

dieta destes animais, (Rodríguez et al., 2011; Saporito et al., 2012, 2015), sendo 

portanto, um exemplo de resistência adaptativa. 

No caso da microbiota bacteriana de M. admirabilis, outro exemplo de 

desenvolvimento de resistência adaptativa, seria a contaminação através do 

ambiente. Ambientes de água doce são suscetíveis a possível contaminação com 

antibióticos provenientes de diferentes fontes, tais quais como escoamento agrícola, 

descargas de esgoto e lixiviação de fazendas próximas (Nnadozie & Odume, 2019). 

Diante disso, o presente estudo justifica-se pela ausência de informações 

sobre o isolamento e identificação de bactérias cultiváveis presentes na cavidade oral, 

fezes e epiderme de M. admirabilis, bem como, em relação ao perfil de suscetibilidade 

a antimicrobianos destes microrganismos. Além disso, a partir dos resultados obtidos, 

é esperado correlaciona-los com o impacto das atividades antropogênicas sobre a 

população de M. admirabilis e assim, contribuir para desenvolvimento de estudos 

relacionados a conservação e preservação da espécie.  

 

4. MATERIAL E MÉTODOS 

 

4.1. Área de estudo  

 

Atualmente, a única população de sapinhos-admiráveis-de-barriga-

vermelha ocorre em uma área de aproximadamente 700 metros às margens do rio 
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Forqueta, na região norte do estado do Rio Grande do Sul. O clima predominante da 

região é o subtropical úmido, que de acordo com o sistema geral de Köppen (1931), 

caracteriza-se por temperaturas médias compreendidas entre -3°C e 18°C para o mês 

mais frio, e superiores a 22°C para o mês mais quente (FEPAM, 2013).  

O município de arvorezinha possui 10.225 habitantes, destes, cerca de 

3.950 moram na zona rural da cidade, onde desenvolvem culturas de fumo, erva-mate 

e milho, bem como atividades de pecuária como avicultura, bovinocultura e 

suinocultura. O acesso ao sítio de ocorrência da espécie se dá por uma propriedade 

privada, cujo visitação é permitida para turistas que têm como atrativo principal a 

cachoeira e as trilhas ecológicas. O trecho de ocorrência de M. admirabilis é formado 

por um lajedo rochoso (Figura 2), o qual é limitado, de um lado pelo rio Forqueta e, do 

outro, pela mata ciliar que cobre as encostas íngremes do local (Vasconcellos, 2015).  

 

Figura 2. Trecho de ocorrência do sapinho-admirável-da-barriga-vermelha, M. 

admirabilis, ao longo do Rio Forqueta, no norte do Rio Grande do Sul, Brasil. (Foto: 

Arquivo pessoal da autora (2019). 

 

4.2. Coleta das amostras 

 

As coletas aconteceram no mês de setembro de 2019, em virtude de 

compreender o período reprodutivo desta espécie de anuro, no qual os indivíduos 
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ficam mais abundantes e são encontrados mais facilmente, visto que utilizam as poças 

de água para acasalarem. A busca pelos animais se deu por meio do método de 

Procura Visual (Visual Encouter Survey – VES; Crump & Scott Jr. 1994), não limitada 

por tempo, em períodos diurnos e noturnos. O trecho de ocorrência da espécie às 

margens do rio foi percorrido a pé, observando sob as rochas, vegetação e nas poças 

d’agua, e durante a noite, a vocalização dos animais também auxiliou no processo de 

busca. A área de ocorrência já é previamente setorizada em quadrantes, de 15 metros 

cada (Vasconcellos, 2015) e está setorização foi utilizada para determinar o local de 

captura dos animais.  

Conforme encontrados, os espécimes de M. admirabilis eram capturados 

independente do sexo. A captura dos animais foi realizada com luvas estéreis e 

individuais para cada animal, a fim de evitar contaminação cruzada na microbiota 

epidérmica, acarretando em um resultado falso-positivo nas análises posteriores 

(Figura 3A). Primeiramente, foram coletados dois suabes epidérmicos, ambos 

passados por todo o corpo do animal – dorso, ventre, região entre os dígitos, patas 

posteriores e anteriores – e, em seguida, um foi mantido em meio de transporte Stuart, 

e outro foi mantido em álcool etílico absoluto, para análises da microbiota bacteriana 

e presença do fungo Bd, respectivamente. 

Um terceiro suabe foi introduzido cuidadosamente na boca do animal, 

seguido de movimentos circulares, e após mantido em meio de transporte Stuart. 

Todos os suabes, assim como as fezes, foram conservados em temperatura ambiente 

durante o processo de busca pelos animais, e em seguida foram mantidos sob 

refrigeração a 4° C até o momento das análises, realizadas no Laboratório de 

Microbiologia Ambiental e de Alimentos, da Universidade Federal do Rio Grande do 

Sul.  

Ao todo, foram amostrados 15 animais, os quais após a realização das 

coletas de materiais biológicos, foram medidos o comprimento rostro-cloacal (CRC) e 

a massa de cada indivíduo, com auxílio de paquímetro (resolução de 0.01 mm) e 

balança (0.1 g), respectivamente (Tabela 1). Também foi realizado registro fotográfico 

do padrão de manchas ventrais (fotoidentificação), a fim de evitar a recaptura de um 

mesmo indivíduo e para posterior identificação dos indivíduos, conforme Vasconcellos 

(2015).  
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Tabela 1. Dados morfológicos dos indivíduos de M. admirabilis amostrados.  

Espécime Sexo¹ Massa (g) CRC² (mm) Quadrante 

M1 F 4.21 39.96 6 

M2 M 2.95 32.54 6 

M3 M 3.83 36.77 17 

M4 M 3.56 36.23 24 

M5 M 2.97 31.26 24 

M6 M 3.69 37.40 24 

M7 M 3.06 33.54 24 

M8 F 4.07 36.56 24 

M9 SI 1.60 27.51 24 

M10 M 3.86 30.75 24 

M11 F 3.21 32.77 24 

M12 M 3.13 32.19 24 

M13 F 4.35 37.93 24 

M14 M 3.43 31.92 24 

M15 F 4.54 37.65 24 
¹F: fêmea; M: macho; SI: sexo indefinido (animal juvenil). ²CRC: Comprimento rostro-cloacal. 

Por fim, o espécime foi mantido de forma individual em um saco tipo zip-

lock, por um período de 15 minutos, para obtenção do material fecal (Figura 3B). Ao 

término do processo, os animais foram colocados no local exato de captura. Este 

trabalho foi realizado sob licença permanente para coleta de material zoológico, de 

número 10341-1, fornecida pelo Instituto Chico Mendes de Conservação da 

Biodiversidade (ICMBio) e pelo Instituto Brasileiro do Meio Ambiente e dos Recursos 

Naturais Renováveis (IBAMA). Além disso, o acesso ao patrimônio genético está 

permitido mediante licença do Sistema Nacional de Gestão do Patrimônio Genético e 

do Conhecimento Tradicional Associado (SisGen), de número A9A34FDA72680. 
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Figura 3. Procedimento de coleta de material biológico em campo. A) Coleta de suabe 

epidérmico; B) Indivíduo mantido em saco zip-lock para obtenção do material fecal. 

(Fotos: Arquivo pessoal da autora)  

 

 

4.3. Isolamento das bactérias presente nas amostras 

 

O pool de fezes, os suabes orais e epidérmicos foram mergulhados em 3 

mL de Água Peptonada, por 24 horas a 37 °C. Este cultivo foi semeado pelo método 

de esgotamento em meios seletivos e diferencias Ágar MacConkey e Ágar 

Sal/Manitol, e incubadas a 37 °C por 24 e 48 horas, respectivamente. Além disso, 100 

µL do cultivo foram utilizados para diluição seriada em solução salina 0,75%, até 10-

5, as quais foram plaqueadas em meio de cultura que permite o crescimento de uma 

grande variedade de tipos de organismos, o meio Ágar Infusão Cérebro Coração 

(BHIA, Brain Heart Infusion agar). As diluições foram plaqueadas em duplicata e as 

placas incubadas a 37 °C por 24 horas. Para as amostras de suabes epidérmicos 

somente alíquotas das diluições 10-4 e 10-5 foram plaqueadas, já as amostras fecais e 

de suabes orais tiveram todas suas diluições plaqueadas. 

Ao término da incubação, foi realizada a contagem das unidades 

formadoras de colônias (UFC), e as colônias que apresentaram morfologias diferentes 

foram semeadas em BHI pelo método de esgotamento a fim de obter colônias puras, 
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e posteriormente incubadas a 37 °C por 24 horas. Características fenotípicas das 

colônias foram analisadas, tais como morfologia e pigmentação, seguidos de 

realização de testes de coloração de Gram e catalase. Todos os isolados foram 

armazenados em solução contendo 10% de leite desnatado em pó (Molico, Nestlé®) 

e glicerol 10% (v/v), sob refrigeração à -20 °C até o momento das análises. 

 

4.4. Identificação das espécies bacterianas  

4.4.1. Por meio da espectrometria de massa (MALDI-TOF) 

 

Todos os isolados obtidos através dos meios BHIA, MacConkey e Sal 

Manitol foram identificados através de MALDI-TOF. Para tal, a partir de cada cultura 

foram realizados repiques em meio BHIA para obtenção de colônias puras, que 

posteriormente foram adicionadas a 300 µL de água milli-Q estéril, seguido da adição 

de 900 µL de etanol absoluto. Por fim, a solução foi homogeneizada em vórtex e 

encaminhada para realização da análise efetuada pela equipe técnica do 

Departamento de Microbiologia, Imunologia e Parasitologia do ICBS/UFRGS (Fotos: 

Autora).  

 

4.4.2. Por sequenciamento parcial do gene 16S rRNA  

 

Para os isolados submetidos ao MALDI-TOF que não puderam ser 

identificados pelo equipamento, foi realizada amplificação do gene 16S rRNA por 

reação em cadeia da polimerase (PCR) – cuja sequência dos oligonucleotídeos 

iniciadores encontram-se na Tabela 2 – para posterior identificação através de 

sequenciamento Sanger. Para extração de DNA foi utilizado o método de lise térmica, 

conforme protocolo de Donato (2007), que consiste na adição de uma solução alcalina 

contendo SDS (dodecyl sulfato de sódio) ao inóculo das culturas pré incubadas em 

caldo BHI, seguido de tampão TE 1x [Tris HCl 1M, EDTA 0,5M, pH 8,0]. Como controle 

positivo foi utilizada a cepa Enterococcus durans 605E.  

A reação da PCR foi realizada em um volume total de 25 µL, contendo 1x 

de tampão Taq DNA polimerase (Invitrogen®), 0,4 μM de cada oligonucleotídeo 
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iniciador (Invitrogen®), 1,5 mM de MgCl2 (Invitrogen®), 200 μM de dNTPs (Ludwig 

Biotecnologia Ltda), 1U de Taq DNA Polimerase (Invitrogen®), 100 ng de DNA e água 

MilliQ para completar o volume. A PCR foi realizada nas condições de 5 minutos a 

94°C, seguida por 35 ciclos de 1 minuto a 94°C, 1 minuto a 58°C e 1 minuto a 72°C, 

com um ciclo de extensão final de 10 minutos a 72°C, utilizando Termociclador – 2720 

Thermal Cycler (Applied Biosystem, California, EUA).  

Os produtos amplificados foram corados com o fluoróforo GelRed® 

(Biotium) e visualizados por eletroforese em gel de agarose 1,5% em 

fotodocumentador L.Pix (Loccus Biotecnologia, Molecular Imaging). Foram 

interpretadas como positivas as amostras que amplificaram fragmentos de 

aproximadamente 503 pares de bases, e estas foram purificadas com o kit Agencourt 

AMPure XP (Beckman Coulter), conforme instruções do fabricante. O sequenciamento 

das amostras foi realizado pela empresa ATCGene Análises Moleculares.   

As sequências de bases nitrogenadas obtidas no sequenciamento foram 

analisadas no programa Chromas v2.6.6 (Technelysium®), e em seguida, foram 

submetidas a análise de similaridade utilizando o Basic Local Alignment Search Tool 

(BLAST). As sequências que apresentaram maior similaridade no BLAST, foram 

alinhadas no ClustalW utilizando a função “build” do ETE3 v3.1.1. (Huerta-Cepas et 

al., 2016), seguida da construção de uma árvore filogenética utilizando FastTree 

v2.1.8 (Prince et al. 2009), a fim de determinar à qual espécie do banco de dados a 

sequência obtida estava mais relacionada.  

 

4.4.3. Identificação do gênero Enterococcus 

 

As amostras orais, fecais e epidérmicas foram submetidas ao isolamento 

de Enterococcus spp. empregando os protocolos descritos por Santestevan et al., 

2015; Prichula et al., 2016. As amostras também foram submetidas a técnica de 

reação em cadeia da polimerase (PCR), para verificar a presença do gênero do 

Enterococcus spp. Para tanto, o DNA total das amostras foi extraído por meio do kit 

de purificação PureLinkTM Genomic DNA Mini Kit (InvitrogenTM, Carlsbad, CA, USA), 

conforme recomendações do fabricante. Foram utilizados oligonucleotídeos 
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iniciadores gênero-específico (Tabela 2) referentes à amplificação do gene tuf, um 

constituinte essencial do genoma bacteriano, responsável por codificar o fator de 

elongação EF-Tu (Ke et al., 1999). A reação da PCR foi realizada em um volume total 

de 25 µL, contendo 1x de tampão Taq DNA polimerase (Invitrogen®), 0,4 μM de cada 

oligonucleotídeo iniciador (Invitrogen®), 1,5 mM de MgCl2 (Invitrogen®), 200 μM de 

dNTPs (Ludwig Biotecnologia Ltda), 1U de Taq DNA Polimerase (Invitrogen®), 100 ng 

de DNA e água MilliQ para completar o volume. Para a amplificação foi utilizado o 

Termociclador – 2720 Thermal Cycler (Applied Biosystem, California, EUA), nas 

seguintes condições: 3 minutos a 95°C, seguida por 35 ciclos de 30 segundos a 95°C, 

30 segundos a 55°C e 1 minuto a 72°C, com um ciclo de extensão final de 7 minutos 

a 72°C. 

Os produtos amplificados foram corados com GelRed® (Biotium) e 

visualizados por eletroforese em gel de agarose 1,5% em fotodocumentador L.Pix 

(Loccus Biotecnologia, Molecular Imaging). Foram interpretadas como positivas as 

amostras que amplificaram fragmentos de aproximadamente 112 pares de bases. 

Para determinar a espécie de enterococos das amostras que apresentaram resultado 

positivo para o gene tuf, foram realizadas PCR espécie-específica para Enterococcus 

casseliflavus, E. hirae e E. mundtii. Os oligonucleotídeos iniciadores utilizados para 

cada espécie constam na Tabela 2.  
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Tabela 2. Oligonucleotídeos iniciadores, sequências de DNAs e massa molecular 
geradas nas reações de PCR para 16S rRNA, gênero-específica, espécie-específica 
(E. casseliflavus, E. hirae e E. mundtii) e fungo Batrachochytrium dendrobatidis.  
 

Oligonucleotídeos 

Iniciadores  
Sequência (5'-3') 

Massa do 
fragmento 

(pb)¹ 
Referência  

16S rRNA      

FC27 AGAGTTTGATCCTGGCTGAG 
503 Gontang et al. (2007) 

R530 CCGCGGCTGCTGGCACTGA 

Enterococcus spp.   
 

 
tuf_F TACTGACAAACCATTCATGATG 

112 Ke et al. (1999) 
tuf_R AACTTCGTCACCAACGCGAAC 

E. casseliflavus   
 

 
CA1 TCCTGAATTAGGTGAAAAAAC 

288 Jackson et al. (2004) 
CA2 GCTAGTTTACCGTCTTTAACG 

E. hirae  
 

 
HiR1 TTATGTCCCWGTWTTGAAAAATCAA 

180 
Knijff et al. (2001) 

HiR2 TATTGATAAGCTAATGCAAGCGC Prichula et al. (2016) 

E. mundtii  
 

 
MU1-F CAGACATGGATGCTATTCCATCT 

94 Jackson et al. (2004) 
MU2-R GCCATGATTTTCCAGAAGAATG 

Batrachochytrium dendrobatidis   
Bd1a CAGTGTGCCATATGTCACG 

300 Annis et al. (2004) 
Bd2a CATGGTTCATATCTGTCCAG 

¹ Pares de bases.  

 

4.5. Ensaio de motilidade e coloração de endósporos  

 

 Para identificar dois isolados cujas sequências do gene 16S rRNA 

obtiveram altos índices de similaridade com mais de uma espécie bacteriana no 

alinhamento de sequências através do BLAST, foram realizados ensaios de motilidade 

e teste de coloração de endósporos. Para ambos os ensaios, as bactérias foram 

previamente inoculadas em placas de ágar BHI e incubadas por 24 horas a 37 °C. A 

partir do crescimento obtido, uma unidade formadora de colônia foi selecionada e 

inoculada com auxílio de uma agulha estéril em tubos contendo meio de cultivo SIM 

(Sulfeto de hidrogênio, Indol e Motilidade), seguido de incubação a 37° C por 24 horas.  

 Para o teste de coloração de endósporos, foi realizado o método de Wirtz-

Conklin, o qual consiste em fixar uma suspensão bacteriana sobre uma lâmina, cobrir 

a mesma com corante verde malaquita e aquecê-la por 5 minutos em Bico de Bunsen, 
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evitando a secagem do corante. Em seguida, o corante verde malaquita foi retirado 

com água destilada, e a suspensão bacteriana coberta com solução aquosa de 

safranina por 30 segundos, seguida de uma nova lavagem. Se há esporulação, os 

esporos ficam corados de verde, enquanto que as células vegetativas se coram de 

rosa.  

4.6. Teste de suscetibilidade a antimicrobianos 

 

A determinação do perfil de suscetibilidade antimicrobiana foi verificada 

através do método de disco de difusão, de acordo com o Clinical and Laboratory 

Standards Institute (CLSI, 2021). As amostras foram avaliadas quanto à 

suscetibilidade aos seguintes antimicrobianos: ampicilina (AMP), ampicilina-

sulbactam (ASB), cefoxitina (CFO), ciprofloxacina (CIP), cloranfenicol (CLO), 

gentamicina (GEN), imipenem (IPM), nitrofurantoína (NIT), norfloxacina (NOR) e 

tetraciclina (TET) (Tabela 3). O teste foi realizado somente para os isolados 

identificados como pertencentes a ordem Enterobacteriales já que foram os mais 

abundantes (vide Sessão 5.1; Tabela 5). 

Os isolados utilizados encontravam-se em solução de leite desnatado 

(Molico, Nestlé ®), e foram repicados em ágar BHI por método de esgotamento e 

incubados em estufa bacteriológica por 24 h à 37 °C, com exceção dos isolados dos 

gêneros Serratia e Yersinia, os quais após estocados, só apresentaram crescimento 

de unidades formadoras de colônias sob incubação à 30 °C. Posteriormente, as 

amostras foram padronizadas em 5 mL de solução salina 0,85%, até atingir a turvação 

equivalente à solução padrão 0,5 da escala de McFarland (aproximadamente 1 a 2 x 

108 UFC mL -1), e semeadas em placas de Ágar Müeller-Hinton.  

Os discos contendo os antimicrobianos foram colocados sobre a superfície 

dos meios, respeitando a distância estabelecida de 24 mm entre seus centros, e as 

placas foram incubadas a 37 °C, durante 16 a 24 horas. O diâmetro dos halos de 

inibição de crescimento foi analisado e as amostras foram classificadas como 

suscetíveis, intermediárias ou resistentes, através das faixas de interpretação 

específica para Enterobacteriales (CLSI, 2021). Entretanto, isolados suscetíveis e 

intermediários foram considerados em uma categoria única e classificados como 

“suscetíveis”, seguido determinação do European Committee on Antimicrobial 

Susceptibility Testing (EUCAST, 2019). Amostras que apresentaram resistência a três 
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ou mais classes de antimicrobianos foram consideradas com perfil de múltipla 

resistência (MR) (Schwarz et al., 2010). 

 

Tabela 3. Descrição dos agentes antimicrobianos utilizados no estudo.  

¹ Reygaert, 2018; PC: Parede Celular.  

 

4.7.  Detecção do fungo Batrachochytrium dendrobatidis  

 

A detecção do fungo B. dendrobatidis foi realizada pela técnica de PCR, 

conforme protocolo de Coutinho et al. (2015). Foram utilizados oligonucleotídeos 

iniciadores referentes à amplificação da sequência de rDNA de B. dendrobatidis 

(Tabela 2). A extração de DNA fúngico das amostras foi realizada com o PureLinkTM 

Genomic DNA Mini Kit (InvitrogenTM, Carlsbad, CA, USA), conforme recomendações 

do fabricante.  

As reações de PCR convencional foram realizadas em um volume total de 

25 μL com 5 μL de DNA (50 ng), 1x de tampão Taq DNA polimerase (Invitrogen®), 1 

μM de cada oligonucleotídeo iniciador (Invitrogen®), 1,5 mM de MgCl2 (Invitrogen®), 

200 μM de dNTPs (Ludwig Biotecnologia Ltda), 1U de Taq DNA Polimerase 

Classe Antimicrobiano Sigla Concentração 
(µg) 

Mecanismo de 
ação¹ 

Aminoglicosídeos Gentamicina GEN 10 Síntese Proteica 

Anfenicóis Cloranfenicol CLO 30 Síntese Proteica 

Nitrofuranos Nitrofurantoína NIT 300 Síntese Proteica 

Tetraciclinas Tetraciclina TET 30 Síntese Proteica 

β-lactâmicos combinados Ampicilina/Sulbactam ASB 10/10 Síntese de PC 

Carbapenêmicos Imipenem IPM 10 Síntese de PC 

Cefalosporinas Cefoxitina CFO 30 Síntese de PC 

Penicilinas Ampicilina AMP 10 Síntese de PC 

Quinolonas Ciprofloxacina CIP 5 DNA girase 

Norfloxacina NOR 10 DNA girase 
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(Invitrogen®), e água MilliQ para completar o volume. A amplificação foi realizada em 

Termociclador – 2720 Thermal Cycler (Applied Biosystem, California, EUA) – sob as 

seguintes condições: 10 minutos a 93 °C, seguido de 40 ciclos de 45 segundos a 93 

°C, 45 segundos a 60 °C, 1 minuto a 72 °C, e extensão final a 72 °C por 10 minutos.  

Após a amplificação, as amostras foram coradas com GelRed® (Biotium) e 

submetidas a eletroforese em gel de agarose (1%), seguida de visualização em 

fotodocumentador L.Pix (Loccus Biotecnologia, Molecular Imaging). Para todos os 

produtos obtidos, foi realizado nested-PCR, que consiste na repetição da reação de 

amplificação citada acima, pois de acordo com Coutinho et al (2015), a PCR singleplex 

pode gerar resultados falso-negativos, portanto, a detecção do fungo Bd é mais 

precisa através da técnica de nested-PCR. Foram interpretadas como positivas as 

amostras obtidas no nested-PCR que amplificaram fragmentos de aproximadamente 

300 pares de bases. 

 

4.8. Análises Estatísticas 

 

Para avaliar a suficiência amostral foi elaborada uma curva de rarefação de 

espécies para cada grupo amostral (epiderme e oral). Como foi utilizado um pool de 

fezes de vários indivíduos, a curva de rarefação não foi elaborada para este grupo, 

assim como o mesmo não fora considerado para α-diversidade (alfa). A α-diversidade 

foi considerada como a diversidade bacteriana de cada espécime (indivíduo 

amostrado) de M. admirabilis, em relação aos dois tipos de amostras: i) epiderme, e 

ii) cavidade oral, separadamente. A β-diversidade (beta) foi considerada como a 

diversidade bacteriana total de cada um dos três grupos amostrais: i) epiderme, ii) 

cavidade oral, e iii) fezes. (Figura 4).   

O estimador Chao-1 foi utilizado para analisar a riqueza de espécies, 

enquanto que os índices de Simpson (1-D) e Shannon (H) foram utilizados para as 

análises relacionadas à diversidade bacteriana, cujos valores foram comparados pelo 

teste de Kruskal-Wallis (P < 0.05). A similaridade entre os grupos amostrais foi 

analisada utilizado o Índice de Jaccard (IJ). Para visualizar o perfil da comunidade 

bacteriana entre os grupos amostrais, foi realizada análise de coordenadas principais 

(PCoA, Principal Coordinates Analyzes), a qual foi calculada utilizando o índice de 
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dissimilaridade de Bray-Curtis.  As análises estatísticas foram realizadas nos 

softwares PAST v.4.06 (Hammer, Harper & Ryan, 2001) e RStudio v.1.3.1093, 

enquanto que os gráficos foram elaborados no software GraphPad Prism v.8.  

 

Figura 4. Representação de modelo do estudo, no qual foram baseadas as análises 

estatísticas realizadas. O quadro verde representa a α-diversidade, ou seja, as 

comunidades bacterianas entre os indivíduos de M. admirabilis. A β-diversidade é 

representada pelo círculo verde, sendo composta pelo conjunto de comunidades 

bacterianas das fezes, da epiderme e da cavidade oral. A seta laranja indica os testes 

estatísticos realizados somente para a β-diversidade; enquanto que a seta cinza, 

indica os testes realizados para ambas diversidades (Ilustração: Julia Ienes-Lima; 

Fonte: Arquivo pessoal da autora (2021)).  
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5. RESULTADOS  

 

5.1. Diversidade de bactérias cultiváveis e esforço amostral 

 

Do total de 30 suabes – 15 orais e 15 epidérmicos – e um pool de fezes 

correspondente a 6 animais, foi possível isolar bactérias de 67% (n = 10) suabes orais 

e  60% (n = 9) epidérmicos e dos pools de fezes. De uma das amostras epidérmicas 

houve crescimento atípico (Figura 5; Tabela 4) e por questões de segurança biológica, 

essa amostra foi desconsiderada do n total. 

 

 TABELA 4. Informações sobre o crescimento bacteriano obtido a partir dos suabes 

obtidos dos 15 indivíduos de M. admirabilis. 

 

ID das 
amostras 

Swab Epidérmico Cresc. Bacteriano Swab Oral Cresc. Bacteriano 

M1 S S S S 

M2 S AT* S S 

M3 S N S N 

M4 S S S N 

M5 S S S S 

M6 S S S N 

M7 S S S S 

M8 S S S S 

M9 S N S N 

M10 S S S S 

M11 S S S N 

M12 S S S S 

M13 S NR S S 

M14 S NR S S 

M15 S NR S S 
ID = identificação; S = sim; N = não; AT* = crescimento atípico, vide figura abaixo; NR = não realizado. 
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Figura 5. Crescimento atípico obtido nas placas de BHI do suabe epidérmico do 

espécime M2 (Foto: Arquivo pessoal da autora (2019)) 

A partir dos 10 suabes orais, 9 suabes epidérmicos e do pool de fezes, foram obtidos 

ao todo, 173 isolados bacterianos. Destes, 134 foram identificados através de 

espectrometria de massa (MALDI-TOF, Matrix Assisted Laser Desorption Ionization 

Time Of Flight Mass Spectrometry) e 39 pelo sequenciamento e análise do gene 16S 

rRNA. 

Do total de 173 isolados obtidos, 83 foram isolados de amostras 

epidérmicas, 74 isolados de amostras orais, e 16 isolados a partir do pool de fezes 

(Tabela 5). Entre os três tipos de amostras, a que apresentou maior riqueza de 

espécies (S) foram as provenientes da epiderme, com 19 espécies ao todo, enquanto 

que as amostras orais e fecais tiveram riquezas de 17 e 7 espécies, respectivamente.  

Dentre as amostras epidérmicas, as espécies mais abundantes foram do 

gênero Bacillus (26,51%), Hafnia alvei (22,89%) e Enterobacter sp. (15,66%). Nas 

amostras orais, o gênero Serratia foi o mais abundante, representando 28,38% dos 

isolados, cuja espécie de maior abundância foi Serratia marcescens (14,86%). As 

espécies de Bacillus sp. (17,57%) e Citrobacter sp. (16,22%) também foram 

abundantes entre as amostras orais. Já nas amostras fecais, a espécie Morganella 

morganii foi a mais abundante, representando 43,75% dos 16 isolados obtidos.  

Isolados de Bacillus sp. e Hafnia alvei foram identificados nos três tipos de 

amostras, em diferentes abundâncias, sendo ambas mais abundantes nas amostras 

epidérmicas. No entanto, houveram espécies que foram isoladas somente em um tipo 

de amostra, como por exemplo, Acinetobacter calcoaceticus, Citrobacter freundii, C. 

braakii, Enterobacter spp., Lactococcus garvieae, Providencia rettgeri, Yersinia 

enterocolitica e Y. nurmii foram espécies exclusivas de amostras epidérmicas.  
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Tabela 5. Lista de espécies e abundância de isolados encontrados nas amostras 
orais, epidérmicas e fecais de Melanophryniscus admirabilis.  

Gram / Família / Espécie bacteriana 
nᵢ = nº de isolados (%) 

∑nᵢ  
Oral (N = 10) Epiderme (N = 9) Fezes (pool) 

Gram-Positivas      
Bacillaceae      

 Bacillus cereus 4 (5.41) 11 (13.25) 0 15 

 Bacillus sp. 8 (10.81) 11 (13.25) 1 (6.25) 20 

 Bacillus thuringiensis 1 (1.35) 0 1 (6.25) 2 

 Lysinibacillus sphaericus ᶜ 0 0 2 (12.50) 2 

Staphylococcaceae     

 Staphylococcus epidermidis ᶜ 0 0 3 (18.75) 3 

Streptococcaceae     

 Lactococcus garvinae ᵃ 0 3 (3.61) 0 3 

Gram-Negativas     
Aeromonadaceae     

 Aeromonas hidrophyla 5 (6.76) 3 (3.61) 0 8 

 Aeromonas jandaei 0 1 (1.20) 0 1 

Enterobacteriaceae     

 Buttiauxella sp.ᵇ 5 (6.76) 0 0 5 

 Citrobacter braakii ᵃ 0 2 (2.41) 0 2 

 Citrobacter freundii ᵃ 0 7 (8.43) 0 7 

 Citrobacter gillenii ᵇ 3 (4.05) 0 0 3 

 Citrobacter sp. 9 (12.16) 1 (1.20) 0 10 

 Enterobacter asburiae ᵃ 0 2 (2.41) 0 2 

 Enterobacter cloacae ᵃ 0 6 (7.23) 0 6 

 Enterobacter sp. ᵃ 0 5 (6.02) 0 5 

 Providencia rettgeri ᵃ 0 1 (1.20) 0 1 

 Raoultella ornithinolytica ᵇ 10 (13.51) 0 0 10 

 Serratia fonticola 4 (5.41) 3 (3.61) 0 7 

 Serratia liquefaciens 1 (1.35) 3 (3.61) 0 4 

 Serratia marcescens ᵇ 11 (14.86) 0 0 11 

 Serratia oryzae ᵇ 2 (2.70) 0 0 2 

 Serratia sp. 2 (2.70) 0 0 2 

 Serratia surfactantfaciens ᵇ 1 (1.35) 0 0 1 

Hafniaceae     

 Hafnia alvei 1 (1.35) 19 (22.89) 2 (12.50) 22 

Morganellaceae     

 Morganella morganii ᶜ 0 0 6 (37.50) 6 

 Morganella morganii subsp. sibonii ᶜ 0 0 1 (6.25) 1 

Moraxellaceae      

 Acinetobacter calcoaceticus ᵃ   0 1 (1.20) 0 1 

Pseudomonadaceae     

 Pseudomonas luteola ᵇ 1 (1.35) 0 0 1 

Yersiniaceae     

 Yersinia enterocolitica ᵃ 0 1 (1.20) 0 1 

 Yersinia massiliensis ᵇ 6 (8.11) 0 0 6 

 Yersinia nurmii ᵃ 0 2 (2.41) 0 2 

 Yersinia sp. 0 1 (1.20) 0 1 

Total      173 (100) 
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Tabela 5 (cont.). N = número total de amostras/suabes; nᵢ = total de isolados em cada grupo 
amostral; ∑nᵢ = número total de isolados de cada espécie; % = frequência absoluta em 
porcentagem; ᵃ espécies que ocorreram somente em amostras de epiderme; ᵇ espécies que 
ocorreram somente em amostras orais; ᶜ espécies que ocorreram somente em amostras 
fecais. 

 

Já Buttiauxella sp., Citrobacter gillenii, Pseudomonas luteola, Raoultella 

ornithinolytica, Serratia marcescens, S. oryzae, S. surfactantfaciens e Yersinia 

massiliensis foram identificadas apenas em isolados de amostras orais. Dentre as 

espécies bacterianas identificadas nos isolados da amostra fecal, Lysinibacillus 

sphaericus, Morganella morganii e Staphylococcus epidermidis foram as únicas que 

ocorreram exclusivamente neste grupo.  

Ao analisar a curva de rarefação de espécies para as amostras de epiderme 

e oral, foi observado que embora esteja no início da faixa de platô, o qual representa 

o acúmulo de espécies, o nosso n amostral foi suficiente para garantir uma 

representação significativa das comunidades bacterianas epidérmicas e oral 

presentes na população de M. admirabilis (Figuras 6A e 6B).  

 

Figura 6. Curvas de rarefação de espécies. As imagens A e B representam as curvas 

de rarefação de espécies das amostras orais e epidérmicas, respectivamente. 
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5.2. Análises da diversidade bacteriana 

 

5.2.1. Riqueza das espécies entre as amostras de 

Melanophryniscus admirabilis: diversidade alfa 

 

Entre os 10 indivíduos obtidos amostras orais, a riqueza de espécies em 

cada um variou de 1 a 4 táxons bacterianos. Já entre os nove indivíduos os quais 

foram obtidas amostras epidérmicas, a riqueza de espécies variou de 1 a 5 táxons 

bacterianos. 

Os parâmetros de diversidade alfa (Índices de Shannon, Simpson e Chao1) 

foram analisados pelo teste de Kruskal-Wallis, o qual demonstrou que entre os 

espécimes de M. admirabilis não houveram diferenças significativas na riqueza e 

diversidade de espécies das comunidades bacterianas da epiderme (H(chi²) = 6.872; Hc 

= 16.27; P = 0.574) e da cavidade oral (H(chi²) = 3.614; Hc = 9.017; P = 0.912) (Fig. 7). 

Quando o valor para os índices de Simpson e Shannon é igualado a 0, este indica a 

presença de somente um táxon bacteriano na amostra.   
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Figura 7. Análises da diversidade alfa para as comunidades bacterianas 

presentes na epiderme (verde) e na cavidade oral (rosa) dos espécimes de M. 

admirabilis. A) Índice de Simpson; B) Índice de Shannon. C) Índice Chao-1.  

 

5.2.2. Diferenças nas comunidades bacterianas entre as amostras: 

diversidade beta 

 

As métricas de riqueza e diversidade de espécies (Índices de Simpson, 

Shannon e Chao-1) foram aplicadas para cada par de comunidades, seguido da 

realização do teste de Kruskal-Wallis (Tabela 6). Foi verificado que a comunidade 

bacteriana cultivável oriunda do pool de fezes apresenta riqueza e diversidade de 

espécies significativamente menor (P < 0.05) em relação as comunidades da 

epiderme e da cavidade oral (Figura 8). 
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Tabela 6. Valores obtidos ao aplicar o teste de Kruskal-Wallis entre as comunidades 
bacterianas obtidas das amostras.  

 

(*) indica valor estatisticamente significativo (P < 0.05). 

 

Figura 8. Análise de diversidade beta entre as três comunidades bacterianas. 
Resultados observados quanto a riqueza (esquerda) e diversidade (centro e direita) 
de espécies. Letras diferentes (em azul) indicam diferença estatística significativa (P 
< 0.05) pelo teste de Kruskal-Wallis.  

 

Os resultados obtidos através da aplicação do Índice de Jaccard, 

demonstraram que as comunidades bacterianas analisadas possuem baixa 

similaridade entre si. No entanto, as comunidades epidérmicas e orais são mais 

similares, cujo grau de similaridade é de aproximadamente 24%, e diferem 

consideravelmente da comunidade bacteriana presente nas fezes dos indivíduos 

(Figura 9). Estes dados foram sustentados pelo resultado obtido através da Análise 

de Coordenadas Principais (PCoA), onde foi possível verificar a ocorrência de 

determinadas bactérias em grupos amostrais específicos (Figura 10) 

 

 

Tipo de amostra Hchi² Hc Valor de P 

Oral x Epiderme 0,072 0,080 0,776 

Epiderme x Fezes 7,602 9,821 0,001* 

Oral x Fezes 5,629 7,603 0,005* 
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Figura 9. Dendrograma de similaridade de Jaccard para as amostras de epiderme, 

orais e fecal.  

 

 

Figura 10. Composição das comunidades bacterianas presentes na cavidade oral 
(vermelho), epiderme (verde) e fezes (marrom) de M. admirabilis. O+F+E indicam 
espécies que ocorreram em todos os grupos amostrais (amarelo); Comp. Indicam 
espécies compartilhadas entre dois grupos amostrais (cinza).  
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5.3.  Ocorrência do gênero Enterococcus nas amostras 

 

De todas as amostras analisadas no presente trabalho, nenhuma delas 

apresentou crescimento de enterococos através dos métodos de cultivo, nem mesmo 

sob concentrações mais baixas de cloreto de sódio (NaCl) no meio de cultura. Para 

confirmar a ausência, ou presença destes microrganismos nas amostras, foi realizada 

amplificação do gene tuf, por reação da PCR. Somente nas amostras do pool de fezes, 

foi obtido resultado positivo para o gene tuf, no entanto, ao realizar PCRs espécie-

específico, não houve amplificação positiva para nenhuma das espécies de 

enterococos testadas. Portanto, nas amostras epidérmicas, orais e fecais de M. 

admirabilis testadas não foi possível detectar a presença de enterococos.  

 

5.4.  Perfil de suscetibilidade a antimicrobianos da ordem 

Enterobacteriales 

 

Cento e vinte isolados pertencentes a ordem Enterobacteriales (Adeolu et 

al., 2016) foram submetidos ao teste de suscetibilidade aos antimicrobianos, e destes, 

105 (87,5%) apresentaram resistência a pelo menos um dos antimicrobianos 

utilizados (Figura 11). Resistência a ampicilina (n = 99; 83%), cefoxitina (n = 38; 32%) 

e nitrofurantoína (n = 27; 27%) foi comumente observada, enquanto que resistência a 

norfloxacina, cloranfenicol e gentamicina foi observada somente em apenas 1% dos 

isolados. Somente 15 (12,5%) isolados foram suscetíveis a todos os antimicrobianos 

testados.  
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Figura 11. Classificação dos isolados de Enterobacteriaceae submetidos ao teste de 

suscetibilidade a antimicrobianos. AMP, ampicilina; ASB, ampicilina/sulbactam; CFO, 

cefoxitina; CIP, ciprofloxacina; CLO, cloranfenicol; GEN, gentamicina; IPM, imipenem; 

NIT, nitrofurantoína; NOR, norfloxacina; TET, tetraciclina; S, suscetível; R, resistente.    

 
 

Em relação aos isolados de origem epidérmica (n = 60), foi observada 

prevalência de isolados com fenótipos de resistência a ampicilina (n = 43; 72%), 

seguido de resistência a cefoxitina (n = 23; 38%) (Figura 12). Todos isolados de 

origem epidérmica apresentaram fenótipo de suscetibilidade a ampicilina-sulbactam, 

gentamicina e norfloxacina.  

Quanto aos isolados provenientes da cavidade oral (n = 56), todos 

apresentaram fenótipo de resistência a pelo menos um dos antimicrobianos utilizados. 

O fenótipo de resistência a ampicilina foi observado em 55 (98%) isolados, enquanto 

que, resistência a nitrofurantoína, imipenem, cefoxitina foi observada em 17 (30%), 15 

(27%), 15 (27%) isolados, respectivamente. Dos quatro isolados bacterianos de 

origem fecal, 2 (50%) foram suscetíveis a todos os antimicrobianos testados, enquanto 

que o fenótipo de resistência a nitrofurantoína foi observada em ambos demais (n = 

2; 50%). 
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Figura 12. Prevalência de fenótipos observados no teste de suscetibilidade a 

antimicrobianos quanto a origem dos isolados: epiderme (n = 60), oral (n = 56) e fezes 

(n = 4). AMP, ampicilina; ASB, ampicilina/sulbactam; CFO, cefoxitina; CIP, 

ciprofloxacina; CLO, cloranfenicol; GEN, gentamicina; IPM, imipenem; NIT, 

nitrofurantoína; NOR, norfloxacina; TET, tetraciclina; S, suscetível; R, resistente.   
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A relação de espécies bacterianas, bem como o número de isolados 

classificados como resistentes pode ser observada na Tabela 8, para qual, somente 

foram considerados os isolados que apresentaram resistência a pelo menos um (1) 

antimicrobiano testado. Portanto, nos isolados resistentes provenientes de amostras 

epidérmicas foi observado que de 47 isolados, 6 (13%) apresentaram múltipla 

resistência (MR), 22 (47%) apresentaram resistência a duas classes de 

antimicrobianos (DR), 19 (40%) foram resistentes a somente um antimicrobiano (UR) 

(Tabela 7).  

O perfil de múltipla resistência foi observado em 15 (27%) dos 56 isolados 

de amostras orais. Vinte e dois isolados (39%) orais apresentaram resistência a dois 

antimicrobianos diferentes, e 34% (n = 19) foram resistentes a somente um 

antimicrobiano (Tabela 7). Dentre os isolados da amostra de fezes, um (50%) 

apresentou perfil de múltipla resistência, enquanto que no outro, foi observado 

resistência dupla (n = 1; 50%). 
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Tabela 7. Resistência a antimicrobianos observada nos isolados de amostras de 

epiderme (n = 47), oral (n = 56) e fezes (n = 2)*. 

Espécie (n) 
Nº de isolados resistentesᵃ   Perfil de Resistência (%)ᵇ 

AMP ASB CFO CIP CLO GEN IPM NIT NOR TET   SR DR MDR 

Epiderme                

Acinetobacter calcoaceticus (1) 1 0 1 0 1 0 0 1 0 0  0 (0) 0 (0) 1 (100) 

Citrobacter braakii (2) 2 0 2 0 0 0 0 0 0 0  0 (0) 2 (100) 0 (0) 

Citrobacter freundii (7) 7 0 7 0 0 0 0 0 0 0  0 (0) 7 (100) 0 (0) 

Citrobacter sp. (1) 1 0 1 0 0 0 0 0 0 0  0 (0) 1 (100) 0 (0) 

Enterobacter  sp. (4) 4 0 4 0 0 0 0 0 0 0  0 (0) 4 (100) 0 (0) 

Enterobacter asburiae (2) 2 0 2 1 0 0 0 0 0 0  0 (0) 1 (50) 1 (50) 

Enterobacter cloacae (6) 5 0 6 1 0 0 0 0 0 0  1 (17) 4 (67) 1 (17) 

Hafnia alvei (10) 9 0 0 0 0 0 1 0 0 0  10 (100) 0 (0) 0 (0) 

Providencia rettgeri (1) 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0  1 (100) 0 (0) 0 (0) 

Serratia fonticola (3) 3 0 0 0 0 0 0 1 0 0  2 (67) 1 (33) 0 (0) 

Serratia liquefaciens (1) 1 0 0 0 0 0 0 1 0 0  0 (0) 1 (100) 0 (0) 

Serratia marcescens (5) 3 0 0 1 0 0 4 5 0 3  1 (20) 1 (20) 3 (60) 

Yersinia enterocolitica (1) 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0  1 (100) 0 (0) 0 (0) 

Yersinia nurmii (2) 2 0 0 0 0 0 0 0 0 0  2 (100) 0 (0) 0 (0) 

Yersinia sp. (1) 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0  1 (100) 0 (0) 0 (0) 

Oral                

Buttiauxella warmboldiae (5) 4 0 5 0 0 0 0 0 0 0  1 (20) 4 (80) 0 (0) 

Citrobacter gillenii (3) 3 0 0 0 0 0 0 1 0 0  2 (67) 1 (33) 0 (0) 

Citrobacter sp. (9) 9 0 0 0 0 0 0 1 0 0  8 (89) 1 (11) 0 (0) 

Enterobacter asburiae (1) 1 0 1 0 0 0 0 0 0 0  0 (0) 1 (100) 0 (0) 

Hafnia alvei (1) 1 1 0 1 0 0 1 0 0 0  0 (0) 0 (0) 1 (100) 

Raoultella ornithinolytica (10) 10 0 2 2 0 0 7 1 0 0  1 (10) 7 (70) 2 (20) 

Raoultella sp. (1) 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0  1 (100) 0 (0) 0 (0) 

Serratia fonticola (4) 4 0 0 0 0 0 2 0 0 0  2 (50) 2 (50) 0 (0) 

Serratia liquefaciens (1) 1 1 0 0 0 0 0 0 0 0  0 (0) 1 (100) 0 (0) 

Serratia marcescens (11) 11 6 4 4 0 0 4 7 0 6  2 (18) 0 (0) 9 (82) 

Serratia oryzae (2) 2 0 0 0 0 0 0 1 0 0  1 (50) 1 (50) 0 (0) 

Serratia sp. (2) 2 2 1 1 0 0 1 2 0 1  0 (0) 0 (0) 2 (100) 

Serratia surfactantfaciens (1) 1 0 1 0 0 0 0 0 0 0  0 (0) 1 (100) 0 (0) 

Yersinia massiliensis (5) 5 1 1 2 0 0 0 4 0 0  1 (20) 1 (20) 3 (60) 

Fezes                

Morganella morganii (2) 1 0 0 0 0 1 0 2 1 0   0 (0) 1 (50) 1 (50) 

 

*Para o n de isolados nesta tabela, foram considerados somente os isolados que apresentaram resistência a no mínimo um (1) 

antimicrobiano testado. a AMP, ampicilina; ASB, ampicilina-sulbactam; CFO, cefoxitina; CIP, ciprofloxacina; CLO, cloranfenicol; 

GEN, gentamicina; IPM, imipenem; NIT, nitrofurantoína; NOR, norfloxacina; TET, tetraciclina. b UR, única resistência; DR, dupla 
resistência; MR, múltipla resistência.  
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5.5.  Detecção do fungo Batrachochytrium dendrobatidis 

 

Dos 15 suabes epidérmicos coletados em campo para fazer o estudo do 

fungo, foi possível extrair DNA total de 13 amostras, pois em duas houve vazamento 

do etanol presente no tubo, inviabilizando a preservação do material genético e 

biológico. Após a extração de DNA total dos suabes conforme citado no item 4.8, todas 

as amostras foram submetidas a PCR convencional para detecção do fungo B. 

dendrobatidis. Como não houve amplificação na primeira PCR, as amostras 

submetidas a reamplificação através de auto nested-PCR (Coutinho et al., 2015). 

Novamente não houve amostras positivas, havendo amplificação somente 

do controle positivo (Figura 13). Para confirmar o resultado obtido, também foi 

efetuada a extração do DNA total dos suabes que foram mantidos em meio de 

transporte Stuart, os quais já estavam armazenados com glicerol em alíquotas da 

água peptonada após incubação (item 4.3) e os submetemos a mesma condição de 

PCR. Todas as reações de PCR foram realizadas em duplicata. Todas as amostras 

de epiderme testadas foram negativas para a presença do fungo Bd. 

 

Figura 13. Eletroforese em gel de agarose para a detecção do fungo B. dendrobatidis 
nas amostras epidérmicas de Melanophryniscus admirabilis. C+, controle positivo; C-
, controle negativo. 
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6. DISCUSSÃO 

 

6.1. Bactérias cultiváveis entre os espécimes de M. admirabilis 

coletados: diversidade alfa 

 

A partir das análises relacionadas a diversidade alfa, foi possível notar que 

a similaridade de diversidade bacteriana epidérmica e da cavidade oral entre os 

espécimes não está relacionada ao local de ocorrência (quadrantes) dos mesmos, 

visto que os sapos M1 e M2 – que foram coletados em quadrante diferente dos demais 

– não apresentaram diferenças significativas em relação aos demais espécimes. Em 

relação a riqueza de espécies, embora alguns sapos tenham apresentado uma 

riqueza de espécies maior (M5, M6 e M12) em relação aos demais, os resultados 

obtidos a partir do índice de Chao-1 não indicaram nenhuma diferença 

estatisticamente significativa.  

As mesmas análises também nos mostram que entre machos e fêmeas não 

houve diferenças significativas em relação a riqueza e diversidade de espécies 

bacterianas. Algumas fêmeas apresentaram valor de 0 para os índices de diversidade 

(M8 e M13; Figura 7), o que indica total dominância de um táxon sobre os demais. 

Neste caso, os táxons em questão são Hafnia alvei entre os isolados epidérmicos, e 

Raoultella ornithinolytica entre os isolados orais. Informações mais detalhadas a 

respeito das espécies bacterianas serão discutidas nas sessões 6.2.1 e 6.2.2., 

respectivamente.  

Nas amostras das outras duas fêmeas (M1 e M11), a diversidade 

bacteriana observada foi similar entre si, e também, em relação a diversidade dos 

machos. No entanto, para uma melhor compreensão a respeito da relação entre sexo 

e bactérias isoladas, um número maior e equivalente de machos e fêmeas deve ser 

analisado.   

Estes resultados indicam que, possivelmente, o presente trabalho, retrata 

efetivamente uma parcela significativa da microbiota comensal desses animais, 

embora nenhuma espécie bacteriana específica (ou particular) tenha sido isolada em 

todos os indivíduos. Isto pode ter ocorrido devido alguma interação de competição 

entre os microrganismos no meio de cultura utilizado para o isolamento, pois a 
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diversidade fenotípica das colônias obtidas foi muito baixa. Diversas espécies do 

gênero Bacillus são produtoras de uma grande variedade de compostos 

antimicrobianos, como bacteriocinas, peptídeos, lipopeptídeos (Bartel et al., 2019), e 

podem apresentar caráter competitivo contra outras bactérias, como por exemplo, 

Listeria monocytogenes (Alonso et al., 2020). 

No presente trabalho, Bacillus sp. foi uma das espécies mais abundantes 

dentre os isolados obtidos (37/173). O crescimento atípico obtido na amostra 

epidérmica do indivíduo M2 - que teve que ser desconsiderada da contagem do 

trabalho - é provavelmente de alguma espécie de bacilo, de acordo com os 

especialistas consultados (observação pessoal de docentes do Departamento de 

Microbiologia). A presença de bactérias do gênero Bacillus pode ser uma explicação 

para a baixa riqueza de espécies observada em cada indivíduo de M. admirabilis, visto 

que em situação in vitro estes microrganismos poderiam estar secretando compostos 

antimicrobianos que inibem o crescimento de outros microrganismos.  

Analisando a microbiota oral de M. admirabilis através de sequenciamento 

de fragmentos da região V4 do gene 16S rRNA, Mann et al., (2021) verificaram que 

Enterobacteriaceae foi a terceira família bacterianas mais abundante identificada, 

similar ao presente trabalho.  Portanto, a realização de análises genotípicas por meio 

de sequenciamento de nova geração para identificação de microrganismos não-

cultiváveis, seria de extrema importância para complementar os resultados obtidos.  

 

6.2. Bactérias cultiváveis entre os grupos amostrais: diversidade 

beta 

 

Ao analisar as três comunidades bacterianas entre si, foi observado que a 

comunidade bacteriana presente nas fezes obteve menor riqueza e diversidade de 

espécie comparado com as demais. Diferentes fatores podem ter influenciado neste 

resultado, tais como a dieta restrita dos animais, as condições de cultivo em 

laboratório, e a pequena quantidade de amostra obtida. Por exemplo, para um estudo 

de imunoensaio enzimático, foram necessários 100 mg de conteúdo fecal de anuros 

da espécie Geocrinia sp. (Hogan et al., 2013), e para a análise de presença de 

Entamoeba em sapos cururu (Rhinella marina), e outras espécies nativas da Austrália, 
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como Limnodynastes convexiusculus, Cyclorana australis, e Litoria sp., os animais 

foram mantidos em sacos plásticos por um período de 24 horas (Rivory et al., 2020).  

Logo, diante do n amostral do qual foi obtido o conteúdo fecal no presente 

trabalho (n = 6), a metodologia utilizada foi considerada como uma variável 

significativa para a quantidade de espécies bacterianas observada nas amostras 

fecais, visto que o esforço amostral possuí uma relação direta com a riqueza de 

espécies (Melo, 2008).  

Em contraste, Melo (2008) indica que para os índices de diversidade, o 

esforço amostral não é significativo. A diferença observada nos resultados dos índices 

de Simpson e Shannon para as amostras fecais (Fig. 9) não está relacionada ao 

tamanho amostral, e sim as características de cada teste estatístico. O Índice de 

Simpson está relacionado a dominância de espécies, logo, um valor alto representa 

uma baixa diversidade e um maior grau de dominância de uma espécie. Já o Índice 

de Shannon considera o mesmo peso para espécies raras e comuns, portanto, quanto 

maior o valor do índice, maior a diversidade de espécies (Uramoto et al., 2005). Isto 

posto, nossos resultados indicam que a comunidade bacteriana fecal de M. admirabilis 

possui menor diversidade bacteriana do que as comunidades epidérmicas e orais, e 

que nesta, a espécie Morganella morganii é predominante em relação as demais 

bactérias.  

 

6.2.1. Diversidade e relevância das bactérias isoladas de amostras 

epidérmicas de M. admirabilis 

 

A diversidade da comunidade bacteriana presente na pele de anuros é 

afetada por fatores abióticos como elevação, latitude e algumas variáveis 

bioclimáticas (Ruthsatz et al., 2020; Lambertini et al., 2021), bem como por fatores 

hospedeiro-específicos como a própria espécie, estágio de desenvolvimento e habitat 

(McKenzie et al., 2012; Bletz et al., 2017; Prest et al., 2018). Além disso, alguns 

microrganismos da microbiota presente na pele dos anfíbios, são capazes de secretar 

metabólitos antifúngicos capazes de inibir o crescimento do fungo Batrachochytrium 

dendrobatidis (Loudon et al., 2014; Woodhams et al., 2015; Bresciano et al., 2015). 

Neste presente estudo, Bacillus sp. foi um dos microrganismos mais 

abundantes na comunidade bacteriana epidérmica. Resultados similares foram obtido 
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por Flechas et al., (2019), onde identificaram este gênero na comunidade bacteriana 

da epiderme de anuros como Dendropsophus labialis (Hylidae) e Rheobates palmatus 

(Aromobatidae). O gênero Bacillus é capaz de produzir diversos compostos 

antimicrobianos, dentre eles peptídeos, bacteriocinas, lipopeptídeos ribossomais e 

não-ribossomais (Sumi et al., 2015; Bartel et al., 2019). Através de métodos 

dependentes de cultivo, Rebollar et al., (2019) identificaram que 20 dos 50 isolados 

de bacilos obtidos de Dendropsophus ebraccatus (Anura: Hylidae), foram capazes de 

inibir o crescimento do fungo Bd. Bactérias com capacidade de inibir o crescimento de 

fungos sobre a epiderme de anuros tem sido documentada. Um dos microrganismos 

mais conhecidos por inibir o crescimento do fungo Bd, é a bactéria Janthinobacterium 

lividum, a qual é capaz de produzir os metabólitos secundários violaceína e indol-3-

carboxaldeído, que possuem propriedade antifúngica (Brucker et al., 2008). 

Outra bactéria identificada com elevada frequência nas amostras de 

epiderme foi Bacillus cereus. Esta espécie habita diversos ambientes, como solo, 

água, certas plantas, em alimentos, larvas de insetos, pele de humanos e em quase 

todas as superfícies (Glasset et al., 2018). A presença desta bactéria em epiderme de 

anuros foi demonstrada anteriormente por Flechas et al., (2019), em amostras de D. 

labialis e R. palmatus, no qual a espécie foi isolada e demonstrou inibir o crescimento 

de Bd em girinos e anuros adultos.  

Além de bacilos, outra espécie que também foi abundante no presente 

estudo e também é capaz de inibir o crescimento do fungo Bd (Madison et al., 2017), 

são as bactérias Serratia sp. Bactérias do gênero Serratia são comumente 

encontradas em amostras epidérmicas de diversas espécies de anfíbios (Woodhams 

et al., 2015, 2018). No presente estudo foram isoladas as espécies de S. liquefaciens 

em amostras epidérmicas do sapo M1, e de S. fonticola no sapo M5. Estes resultados 

corroboram novamente com Flechas et al., (2019), que isolaram estas espécies de 

suabes de epiderme de D. labialis e R. palmatus. Segundo os autores estas espécies 

também demonstraram capacidade de inibir o crescimento de Bd em ambas as 

espécies de anuros. Por outro lado, uma das doenças bacterianas mais comum em 

anfíbios, é a síndrome red leg, a qual confere uma manifestação cutânea de 

septicemia bacteriana, e pode ser causada por bactérias da espécie S. liquefaciens, 

embora seja comumente atribuída a Aeromonas hydrophila, bem como a outros 
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gêneros bacterianos tais quais Pseudomonas, Chryseobacterium, Acinetobacter e 

Citrobacter freundii (Pessier, 2002; Schadich & Cole, 2010). Embora todos os 

indivíduos analisados no presente trabalho não apresentassem nenhum sintoma 

clínico de lesões - como hemorragia ou eritema nos membros posteriores (Schadich 

& Cole, 2010) -  a presença dos isolados de S. liquefaciens na epiderme do sapo M1 

poderia ser um indício de início de infecção e desenvolvimento da síndrome red leg.   

Duas espécies de Aeromonas foram identificadas nas amostras de 

epiderme.  A A. hydrophila é comumente encontrada em ambientes aquáticos, 

podendo atuar como um patógeno oportunista para humanos, aves, anfíbios, répteis 

e diversas espécies de peixes de água doce, tais como salmão, carpas, bagre-

americano e a truta-arco-íris, sendo responsável por causar septicemia nesses 

animais (Cao et al., 2020; Richardson et al., 2021; Yin et al., 2021). Muitas outras 

espécies do gênero também são patogênicas para peixes, dentre elas, A. jandaei 

(Cheok et al., 2020; Pessoa et al., 2020), que também foi identificada no presente 

trabalho. A ictiofauna do Rio Forqueta possui uma grande riqueza de espécies, e 

peixes como carpas e bagres já foram registrados no local (Ferrer et al., 2013). É 

provável que os próprios peixes sejam os vetores de contaminação para os sapinhos-

admiráveis-da-barriga-vermelha, visto que cepas que infectam esses animais 

possuem crescimento ótimo em temperaturas entre 22 e 25 °C (Janda & Abbott, 2010).  

No presente trabalho, A. hydrophila foi um dos microrganismos que foram 

isolados tanto em amostras epidérmicas, quanto em amostras orais, apesar de não 

ter sido tão abundante em ambas. Alguns isolados só puderam ser identificados 

através do sequenciamento do gene 16S rRNA, pois cresceram em pouca quantidade, 

que não foi suficiente para identificação confiável por meio do Maldi-TOF. O baixo 

crescimento desse microrganismo neste estudo pode ter sido devido a temperatura 

de incubação ao qual foi submetido (padrão de 37 °C), o que nos leva à hipótese de 

que as cepas de A. hydrophila e A. jandaei que infectam peixes, também são capazes 

de contaminar anuros.  

Entretanto, apesar deste microrganismo ser patogênico para anuros, os 

espécimes dos quais A. hydrophila foram isolados não apresentavam nenhum sintoma 

aparente da síndrome red leg, porém, estudos in-vitro demonstraram que a A. 

hydrophila causa morbidade ou mortalidade nos animais a partir do sexto dia de 
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exposição (Pearson, 1998; Schadich & Cole, 2010), o que junto com a baixa 

abundância, e a presença de S. liquefaciens em um espécime (M1), pode ser um 

indicativo de que talvez nossa coleta  tenha sido realizada num período inicial de 

infecção.  

Neste estudo, Citrobacter freundii foi isolada somente em amostras 

epidérmicas, bem como outra espécie do gênero, C. braakii.  A espécie C. freundii já 

foi isolada de suabes de epiderme de D. labialis e R. palmatus (Flechas et al., 2019) 

e de Pelophylax ridibundus (Dökenel & Özer, 2019). Nos anuros D. labialis e R. 

palmatus, os isolados de C. freundii demonstraram capacidade de inibir o crescimento 

de Bd (Flechas et al., 2019). Por outro lado, esta espécie é um dos patógenos comuns 

em raniculturas, por ser um dos agentes etiológicos da síndrome red-leg (Mauel et al., 

2002; Pasteris et al., 2011). Esta espécie, pertencente à família Enterobacteriaceae 

possui ampla distribuição, ocorrendo na água, no solo, em alimentos e no intestino de 

humanos e animais (Liu et al., 2018). Em humanos é um patógeno causador de 

diversas infecções envolvendo o trato urinário, rins, fígado, meninges e corrente 

sanguínea (Liu et al., 2018; Samonis et al., 2009). A presença de C. braakii pode estar 

associada ao habitat de M. admirabilis, uma vez que esta espécie foi isolada de 

amostras de água onde viviam anuros P. ridibundus (Dökenel & Özer, 2019). 

Somente um isolado de Acinetobacter calcoaceticus foi identificado neste 

trabalho, o qual fora isolado a partir de amostras epidérmicas. Acinetobacter 

calcoaceticus é comumente isolada a partir de fontes ambientais como solo e água, e 

também em ambientes hospitalares (Bilgic et al., 1995; Zhan et al., 2011). A presença 

dessa espécie já foi descrita recentemente em amostras de epiderme de girinos de R. 

palmatus. Nestes animais esta espécie apresentou atividade inibitória frente a Bd 

(Flechas et al., 2019). A presença de A. calcoaceticus em ambientes naturais é de 

suma relevância, principalmente em águas residuais das indústrias (como em 

esgotos) visto que este microrganismo atua como biorremediador, pois utiliza como 

fonte de carbono, o fenol que é descartado nos esgotos (Zhan et al., 2011).  

Além disso, em ambientes naturais A. calcoaceticus atua ativamente em 

importantes processos metabólicos, bem como nos ciclos de nutrientes, e também 

tem sido utilizado como bioindicador de contaminação fecal em águas doces 

(Serwecińska et al., 2021). Sua baixa presença dentre os isolados identificados no 
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presente trabalho, bem como a ausência de isolados de Escherichia coli, um dos 

principais indicadores de contaminação fecal em ambientes aquáticos, poderia ser um 

indicativo de que o nível de contaminação fecal no ambiente da região é relativamente 

baixo. No entanto, o grupo dos coliformes fecais é composto por outras bactérias além 

de E. coli, como as pertencentes aos gêneros Citrobacter, Enterobacter e Klebsiella 

(Serwecinska et al., 2021).  

Destas, dentre os microrganismos obtidos neste trabalho estão os gêneros 

Citrobacter e Enterobacter, sendo este último, um dos gêneros mais abundantes entre 

as amostras epidérmicas de M. admirabilis. Enterobacter cloacae é uma espécie 

onipresente em ambientes terrestres e aquáticos como água, solo, alimentos e 

esgotos, ocorre como microrganismo comensal do trato intestinal de humanos e 

animais, e é considerado um patógeno de plantas e insetos (Davin-Regli & Pagès, 

2015). Sua presença pode, portanto, ser um indicativo de que na verdade há 

contaminação fecal a partir do Rio Forqueta, porém, a presença de A. calcoaceticus e 

E. coli na microbiota desses animais pode estar sendo inibida por algum metabólito 

secundário produzido por estes. 

Já E. asburiae faz parte do complexo de Enterobacter cloacae e 

recentemente fora identificada na urina de novilhos em uma fazenda no estado de 

Minas Gerais, Brasil, sendo esta a primeira identificação em animais de criação 

(Giannattasio-Ferraz et al., 2020). Zhou et al., (2019) demonstraram que uma cepa de 

E. asburiae foi capaz de reduzir a toxicidade de cádmio em plantações de milho devido 

à redução nas taxas de transpiração, bem como a inibição da expressão de genes 

relacionados à captação de ferro causados pela sua presença. Portanto, a presença 

de bactérias dessa espécie na epiderme dos sapos pode ser justificada pela provável 

disseminação destas no Rio Forqueta, a partir das plantações de milho e criações de 

gado na região ao redor do local de ocorrência da população de M. admirabilis.  

Hafnia alvei foi uma das espécies bacterianas abundantes dentre as 

amostras epidérmicas. H. alvei é uma bactéria Gram-negativa, componente da 

microbiota intestinal de humanos e alguns animais como répteis, peixes, aves, e 

alguns invertebrados (Padilla et al., 2015). É um microrganismo comumente 

encontrado em ambientes naturais como no solo e água, e também em esgotos 

(Moreno et al., 2009). H. alvei é considerada um patógeno oportunista em humanos, 
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geralmente acometendo pacientes imunocomprometidos, causando diversas 

patologias como septicemia, endocardites, pneumonia, meningite, infecções do trato 

urinário, entre outros (Alaygut et al., 2020). Já na medicina veterinária, tem sido 

relacionado a diversas doenças em uma grande variedade de espécies animais, como 

vacas, galinhas, cabras, patos, peixes e abelhas (Padilla et al., 2015), no entanto, 

ainda não há estudos relacionados a sua patogenicidade em anuros. Considerando 

que este microrganismo, no presente trabalho, foi detectado nos três tipos de 

amostras – orais, epidérmicas e fecal – é provável que H. alvei faça parte de algum 

componente da dieta alimentar dos sapos, tornando-se comum no trato 

gastrointestinal desses animais, e consequentemente, presente nas fezes dos 

mesmos. A liberação das fezes no ambiente, pode ser uma explicação para a 

presença deste microrganismo na superfície cutânea dos sapos, assim como o próprio 

contato com a água. 

Alguns microrganismos identificados nas amostras epidérmicas tiveram 

baixíssima abundância (1 a 3 isolados), como Lactococcus garvieae, Providencia 

rettgeri, Yersinia enterocolitica e Y. nurmii, as quais ocorreram exclusivamente neste 

tipo de amostra. Apesar de baixa abundância, a presença de L. garvieae requer 

atenção, pois esta bactéria é considerada um patógeno zoonótico emergente sendo 

responsável pela doença denominada de lactococose em peixes, causando 

septicemia hemorrágica nesses animais (Meyburgh et al., 2017). Em humanos, esta 

bactéria pode causar endocardite, colecistite e discoespondilite, e tais infecções 

geralmente estão associadas com a ingestão de frutos-do-mar crus (Chan et al., 2011; 

Kim et al., 2013). Lactococcus garvieae é uma bactéria Gram-positiva, amplamente 

distribuída no ambiente (Guijarro et al., 2015), e já foi isolada em animais 

endotérmicos, como vacas, porcos, gatos e cavalos (Aguado-Urda et al., 2013). 

Diversos estudos têm considerado L. garvieae como um probiótico para anuros, 

devido a capacidade de produção de metabólitos antagonistas (Montel-Mendoza et 

al., 2012), e pela capacidade de inibição do fungo B. dendrobatidis (Niederle et al., 

2019). Diante disso, sua presença na população de M. admirabilis pode estar sendo 

benéfica para estes animais, atuando em sinergia com as bactérias do gênero Bacillus 

na proteção contra o fungo Bd. Além disso, sua presença pode ser utilizada para 

conscientização da conservação de M. admirabilis, visto que entre os animais e a 
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bactéria pode haver uma relação de comensalismo, e desta forma, evitando que este 

patógeno atinja humanos.  

O mesmo pode ser aplicado para a presença das bactérias do gênero 

Yersinia. Na Europa, Yersiniose é a terceira zoonose mais frequentemente reportada, 

a qual é causada pela bactéria Y. enterocolitica, que está amplamente distribuída no 

ambiente (Morka et al., 2018). Porcos são considerados reservatórios assintomáticos 

de cepas patogênicas de Y. enterocolitica (De Boer & Nouws, 1991; Laukkanen-Ninios 

et al., 2014), e como há algumas criações de porcos ao redor da região do Perau de 

Janeiro, próximo do Rio Forqueta, está poderia ser uma justificativa para a presença 

deste microrganismo na superfície epidérmica dos sapos.  

O gênero Providencia tem sido identificado em amostras orais e cloacais 

de diversos répteis, como serpentes (Iqbal et al., 2014; Artavia-León et al., 2017) e 

tartarugas (Hacioglu & Tosunoglu, 2014), no entanto, ainda não havia sido detectada 

em amostras de anuros. P. rettgeri é um bacilo Gram-negativo, pertencente à família 

Enterobacteriaceae (Sharma et al., 2017). É considerado um patógeno nosocomial, 

podendo causar quadros de peritonite, infecções do trato urinário e sepse neonatal 

(Barrios et al., 2013; Wang et al., 2014; Sharma et al., 2017). Na área clínica tem 

chamado atenção por ser um microrganismo multirresistente, produtor da Nova Deli 

metalo-β-lactamase (NDM), a mais recente descoberta metalo-β-lactamase de Classe 

B transferida de forma molecular (Barrios et al., 2013; Carvalho-Assef et al., 2013).  

  

6.2.2. Diversidade e relevância das bactérias isoladas de amostras 

orais de M. admirabilis  

 

Bactérias do gênero Bacillus sp. foram as mais frequentes nas amostras de 

suabes orais. Bacillus thuringiensis, é uma bactéria utilizada como controle biológico, 

como alternativa aos produtos químicos, eficaz contra estágios larvais de insetos de 

diversas ordens devido a liberação de toxinas, denominadas Cry ou Cyt (Bravo et al., 

2011). No presente trabalho, este microrganismo teve baixa abundância, sendo 

isolado somente no sapo M1 e no pool de fezes, o que indica que provavelmente sua 

presença esteja associada à sua alimentação, a qual é composta majoritariamente 

por artrópodes (Lima, 2014). 
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Outro microrganismo que pode estar associado a dieta alimentar dos 

animais, são as bactérias do gênero Serratia, por terem sido isoladas somente em 

amostras orais, e por S. marcescens ser um microrganismo simbionte de formigas 

saúva, Atta sexdens rubropilosa (Sclocco & Teseo, 2020). Bactérias do gênero 

Serratia são Gram-negativas, pertencentes à família Enterobacteriaceae, e 

atualmente estão descritas 18 espécies (Soenens & Imperial, 2020). São 

microrganismos de ampla distribuição, estando presentes no solo, na água, em 

plantas, alimentos, insetos, animais vertebrados e em humanos (Pan et al., 2021).  

Somente quatro espécies do gênero (S. marcescens, S. lymuthica, S. 

nematodiphila e S. rubidaea) são capazes de produzir um pigmento vermelho 

denominado prodigiosina, o qual além de possuir propriedades antifúngicas, sendo 

eficaz na inibição do fungo Bd (Woodhams et al., 2018), também possui atividades 

antibacterianas, anti malária, antiparasitária e imunossupressoras (Pan et al., 2021).  

Em seu trabalho utilizando cepas selvagens e mutantes (com alteração na 

rota de síntese de prodigiosina) de S. marcescens, Madison et al. (2019) verificaram 

que a presença de prodigiosina modula a composição da microbiota cutânea do 

hospedeiro, sendo Serratia o microrganismo mais abundante. A prodigiosina é capaz 

de inibir o crescimento de bactérias do gênero Bacillus, como B. cereus, B. subtilis e 

B.thuringiensis (Soenens & Imperial, 2020), o que explica a ausência de bactérias 

deste gênero nas amostras orais em que houveram isolados de Serratia sp., (M2, M5, 

M7, M14 e M15) bem como a presença de bacilos somente nas amostras que não 

houve crescimento de Serratia sp. (M1, M10 e M12). 

Além da prodigiosina, bactérias deste gênero também são capazes de 

produzir carbapenêmicos, compostos orgânicos voláteis e outros metabólitos 

secundários com potencial de inibição de diversos microrganismos, tais como 

Staphylococcus aureus, S. epidermidis, Streptococcus pyogenes, Enterobacter 

faecalis, e também contra parasitas como Caenorhabditis elegans (Soenens & 

Imperial, 2020). A produção de todos esses metabólitos secundários nas bactérias 

Serratia, justifica a prevalência deste gênero dentre as amostras orais do presente 

estudo, sendo este o primeiro registro deste microrganismo em amostras orais de 

indivíduos do gênero Melanophryniscus. 
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Os isolados de Yersinia massiliensis, Serratia oryzae e S. fonticola foram 

identificados a partir do gene 16S rRNA, e ao comparar com as sequências genéticas 

do banco de dados do NCBI apresentaram similaridade de 99,7%, 99,15% e 99,15%, 

respectivamente, com as cepas presentes do banco de dados (códigos de acesso 

NR_044152.1; NR _157762.1; NR_116808.1). Yersinia massiliensis é um bacilo 

flagelar Gram-negativo, tendo sido isolado pela primeira vez em amostras de água 

doce (Merhej et al., 2008). Este microrganismo tem sido encontrado em amostras de 

água e de alimentos, incluindo leite pasteurizado, e está classificada como não 

patogênica para humanos, embora ainda sejam escassos os estudos relacionados a 

está espécie (Souza et al., 2011). Não há registros na literatura sobre a ocorrência 

dessa espécie em animais, sendo este o primeiro trabalho a detectar esse 

microrganismo em anuros, bem como em animais vertebrados em geral.  

Serratia oryzae também é uma bactéria que foi descrita recentemente, 

sendo isolada de caules de arroz (Zhang et al., 2017). Embora não faça parte da dieta 

alimentar dos sapos, ao redor da região há plantações de arroz, as quais podem estar 

sendo irrigadas pelo Rio Forqueta, sendo este um intermédio de contato entre a 

bactéria e o hospedeiro. Visto que este microrganismo foi obtido a partir de amostras 

orais, uma outra hipótese pode ser elaborada: a de que os artrópodes dos quais os 

sapos se alimentam, percorram as plantações de arroz, e então, tornam-se vetores 

deste microrganismo, o que explicaria sua presença na cavidade oral dos sapos.   

A outra espécie do gênero identificada nas amostras orais do presente 

estudo, S. fonticola, foi primeiramente isolada em amostras de água doce, e já foram 

isoladas em amostras de pele de crocodilo e anuros (Flechas et al., 2019; Garcia et 

al., 2008; Gavini et al., 1979). Recentemente, foi descoberta como patogênica para 

humanos, podendo causar quadros de infecção do trato biliar, e endocardite, embora 

os casos de infecção ainda sejam raros (Hai et al., 2020; Espinoza et al., 2021). Além 

disso, Hai et al., (2020) verificaram que está espécie foi resistente a todas as classes 

de antibióticos testadas, o que a torna um potencial patógeno emergente para 

humanos. Até o momento, não existem relatos da presença dessa bactéria em 

amostra de suabes orais de anuros.  

Além de Serratia sp., outra bactéria abundante dentre os isolados de 

amostras orais foi Raoultella ornithinolytica, um bacilo Gram-negativo e encapsulado, 



54 
 

comumente encontrado em ambientes naturais aquáticos, e pode ser isolada em 

peixes e artrópodes como carrapatos e cupins (Sękowska, 2017). Recentemente, R. 

ornithinolytica foi isolada pela primeira vez em amostras de suínos (JiaQi et al., 2018). 

Assim como visto para a bactéria Y. enterocolitica isolada a partir das amostras 

epidérmicas no presente trabalho, a criação de suínos nas proximidades do Perau de 

Janeiro poderiam ser a fonte de contato entre este microrganismo e os sapos. No 

entanto, como este microrganismo fora isolado em amostras orais, a hipótese mais 

provável é que sua presença esteja relacionada a alimentação, composta por 

artrópodes.  

Atualmente, R. ornithinolytica foi classificada como um patógeno zoonótico 

emergente, por ter a capacidade de converter histadina em histamina em peixes, 

provocando a denominada síndrome escombóide, a qual também pode afetar 

humanos em caso de ingestão de um animal contaminado, provocando quadros de e 

envenenamento com sintomas como rubor da pele, náuseas, vômitos e tontura (Kanki 

et al., 2002; Sękowska, 2017). Embora não haja estudos sobre como este 

microrganismo afeta o metabolismo de anuros, a busca por este entendimento é 

essencial diante do potencial zoonótico desta bactéria. 

Registros de ocorrência do gênero Buttiauxella em animais são escassos, 

no entanto, recentemente foi identificado sua presença em uma análise do microbioma 

de salamandras da área urbana de Nova York (Barnes et al., 2020). Sua ocorrência 

no presente trabalho pode ser considerada como primeiro registro em anfíbios da 

Ordem Anura. Assim como Buttiauxella, a bactéria Pseudomonas luteola também não 

é comumente isolada em animais. P. luteola é um bacilo Gram-negativo, que 

apresenta motilidade e é comumente encontrada no solo, na água e em ambientes 

úmidos (Milliron et al., 2020). Os únicos registros em animais foram em trutas-arco-

íris, zebra-fish, furões e em gatos domésticos, todos eles associados a algum quadro 

de inflamação (Altinok et al., 2007; Baum et al., 2015; Cantas et al., 2012; Milliron et 

al., 2020).  

A partir de sequenciamento do gene 16S rRNA através do Ion Personal 

Genome Machine, Mann et al., (2021) identificaram 39 ordens predominantes nas 

amostras orais de M. admirabilis, das quais sete ordens foram as mais 

representativas: Burkholderiales, Bacteroidales, Lactobacillales, Clostridiales, 
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Enterobacteriales, Pseudomonales e Actinomycetales. Duas dessas ordens foram 

identificadas no presente trabalho, Enterobacteriales e Pseudomonadales, sendo a 

primeira a mais abundante. Outras ordens que foram identificadas no presente estudo 

– Aeromonadales e Bacillales – podem ter sido pouco representativas nas amostras 

analisadas por Mann et al., (2021), com uma abundância menor que 5% e, portanto, 

categorizadas como “outros”. Estes resultados tornam-se complementares, 

aumentando o conhecimento a respeito da microbiota oral de M. admirabilis, bem 

como fortalecem a ideia de que o conjunto do uso de métodos dependentes de cultivo 

e não-dependentes de cultivo podem fornecer maiores resultados. 

 

6.2.3. Diversidade e relevância das bactérias isoladas das 

amostras de fezes de M. admirabilis 

 

Nas amostras de fezes a riqueza de espécies foi baixa, em comparação as 

demais. Diferente do observado nas amostras orais e epidérmicas, aqui o gênero 

Bacillus, não fora abundante, totalizando apenas 2 isolados dentre os 16 obtidos a 

partir do pool de fezes. Em trabalhos cujo objetivo foi identificar a microbiota intestinal 

de outra espécie de anuro (Rana dybowskii) a partir de análises do gene 16S rRNA, 

também foi constatada uma baixa representatividade da família Bacillaceae (Tong et 

al., 2019, 2020). Embora tenham sido empregados métodos dependentes de cultivo 

no presente trabalho, o resultado obtido reflete o que fora verificado nos estudos 

citados.       

A partir do meio de cultivo Sal/Manitol, só foi obtido crescimento bacteriano 

na amostra fecal, nos quais os isolados foram identificados como Staphylococcus 

epidermidis. Esta bactéria tem sido relacionada como agente patogênico de anuros, 

como causador de úlceras na pele desses animais, e um possível microrganismo 

causador da síndrome red-leg (Mauel et al., 2002; Tong et al., 2019). Este gênero foi 

identificado em amostra de fezes de Rana dybowskii (Tong et al., 2020). Estudos 

identificaram a presença de S. epidermidis em amostras cloacais de rãs-touro 

americanas, Lithobates catesbeianus, e de amostras intestinais de R. dybowskii, 

ambas mantidas em cativeiro (Montel-Mendoza et al., 2012; Tong et al., 2019). 
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Nas amostras fecais do presente trabalho, também foram isolados 

Morganella morganii, Hafnia alvei e Lysinibacillus sphaericus. A bactéria Morganella 

morganii é uma bactéria Gram-negativa, comumente encontrada no ambiente e no 

trato intestinal de humanos, demais mamíferos (González-Fuentes et al., 2010; Suzuki 

et al., 2021) e répteis (Wimalasena et al., 2017; 2019) como componente natural da 

microbiota. Estudos a respeito da presença desse microrganismo em anuros ainda 

são escassos, no entanto, a nível de gênero, Morganella foi identificado em amostras 

do intestino de Fejervarya limnocharis, uma espécie de rã que ocorre no sul e sudeste 

asiático (Chang et al., 2016).  

Morganella morganii também foi isolada em amostras de bexiga urinária de 

indivíduos de Rana temporaria (Fock et al., 2013). A patogenicidade de M. morganii 

em anfíbios foi verificada em um estudo com a salamandra gigante chinesa, Andrias 

davidianus (Wang et al., 2013). Nele, os autores realizaram necropsia em um 

espécime de A. davidianus encontrado morto, isolaram o microrganismo e realizaram 

experimentos de infecção in vivo. Verificaram que nesses animais, o índice de 

mortalidade foi de 70% (2 dos 3 animais infectados; outros 3 animais compunham o 

grupo controle), e as alterações patológicas causadas pela infecção por M. morganii 

atingiam o baço, coração, fígado, rins e intestino das salamandras.  

Os mecanismos de patogenicidade de M. morganii ainda são 

desconhecidos, e em anfíbios, os estudos ainda estão restritos a Ordem Caudata 

(Wang et al., 2013). No entanto, Chang et al., (2016) sugere que o intestino de anfíbios 

atua como reservatórios de diversos patógenos, os quais são adquiridos através da 

dieta alimentar, na qual são ingeridos artrópodes que estão em sua maioria, em 

contato direto com o solo.   

Até o momento, há um único registro de H. alvei na microbiota intestinal de 

anuros (Montel-Mendoza et al., 2012), sendo este feito com espécies de cativeiro, e 

através de metodologias cultiváveis. Entretanto, em amostras de bexiga urinária de 

Rana temporaria, H. alvei foi o microrganismo mais abundante (Fock et al., 2013). A 

maioria dos trabalhos sobre a microbiota intestinal, ou fecal, de anuros é realizada 

através de metodologias não-cultiváveis, a qual, muitas vezes, limita a identificação 

dos microrganismos a nível de família. Um estudo com Rana pipiens identificou 

isolados de H. alvei em amostras de baço submetidos a pH 5.5 (Simon et al., 2002). 
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Os autores sugerem que a presença desse microrganismo no baço, pode ser devido 

as alterações no ambiente as quais desencadeiam uma cascata de eventos 

fisiológicos, que se iniciam com uma imunossupressão, seguida de distribuição 

sistêmica de bactérias oportunistas, podendo levar sapos adultos a morte. A 

exposição a pH mais ácidos promove um rompimento na integridade da barreira do 

epitélio intestinal, permitindo que bactérias comensais do intestino se desloquem para 

a corrente sanguínea, e assim, atingindo o baço (Simon et al., 2002). Diante os 

resultados obtidos no presente estudo, é provável que H. alvei seja adquirido através 

da dieta alimentar, tornando-se componente da microbiota intestinal desses animais.  

 

6.3. Ausência de enterococos nas amostras testadas 

 

No presente trabalho, o resultado positivo obtido para o gene tuf na amostra 

do pool de fezes não pode ser tido como uma garantia da presença do gênero 

Enterococcus, visto que o mesmo gene também é considerado um marcador para 

outros gêneros bacterianos como Staphylococcus e Streptococcus (Iversen et al., 

2020; Kosecka-Strojek et al., 2020). Visto isso, a confirmação do gene tuf nas 

amostras fecais é justificada pela presença dos isolados de Staphylococcus 

epidermidis obtidos nessas mesmas amostras, a partir do meio de cultura Sal-Manitol. 

Bactérias do gênero Enterococcus têm sido isoladas em diversos animais 

selvagens, tanto em vertebrados (Santestevan et al., 2015; Prichula et al., 2016, 2020; 

Medeiros et al., 2016, 2017; Grassotti et al., 2018; Araujo et al., 2020) quanto em 

invertebrados (Huff et al., 2020).  Em anuros, a presença de enterococos tem sido 

relacionada a patogenicidade nesses animais, sendo comumente encontrado na 

microbiota intestinal de indivíduos diarreicos (Tong et al., 2020), no entanto, ainda são 

escassos os registos a cerca deste microrganismo em anuros.  

Conforme visto em outras espécies de anuros, como Lithobates palustris 

(Ranidae), Rana limnocharis (Dicroglossidae), e o gênero Phyllomedusa 

(Phyllomedusidae), há diversos peptídeos antimicrobianos capazes de inibir o 

crescimento de Enterococcus spp., (Barran et al., 2020; Cardoso et al., 2014; Wang 

et al., 2016), bem como de E. coli (Rollins-Smith et al., 2005) logo, é provável que os 

indivíduos de M. admirabilis também sejam capazes de produzir AMP similares, e 
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estes estejam de fato inibindo o crescimento de enterococos. Estudos relacionados à 

produção de peptídeos antimicrobianos em M. admirabilis são de suma importância, 

principalmente diante da ausência de espécies bacterianas como E. coli e 

Enterococcus spp. na epiderme destes animais, verificada no presente trabalho. 

 

6.4. Perfil de suscetibilidade a antimicrobianos das bactérias da 

família Enterobacteriaceae 

 

Foi observada uma grande incidência de isolados resistentes aos beta-

lactâmicos. Resistência a ampicilina foi observada em 99 isolados, enquanto que a 

resistência a ampicilina-sulbactam foi observada em somente 11 isolados. Bactérias 

Gram-negativas possuem três possíveis mecanismos de resistência a antibióticos 

beta-lactâmicos: a) a partir da produção da enzima beta-lactamase, responsável pela 

hidrolise do anel beta-lactâmico, e então inativando o antibiótico; b) produção de 

bombas de efluxo que removem o antibiótico do periplasma, reduzindo sua 

concentração para níveis subtóxicos, e; c) alteração dos poros da membrana externa 

da bactéria para prevenir a entrada do antibiótico (Arzanlou et al., 2017).  

O uso de ampicilina e ampicilina-sulbactam no presente estudo, permitiu 

distinguir os isolados que produzem e os que não produzem a enzima beta-lactamase, 

totalizando 88 e 11 isolados, respectivamente. Nos isolados de Serratia sp., Raoultella 

ornithinolytica e Hafnia alvei foi observada resistência a diferentes antimicrobianos. A 

produção de beta-lactamases de amplo espectro (ESBL, extended-spectrum β-

lactamases) era originalmente observada em E. coli e Klebsiella spp., porém nos 

últimos anos tem sido documentada em outras bactérias da ordem Enterobacteriales 

isoladas de animais domésticos e selvagens (Smet et al., 2010). 

Todos isolados do gênero Citrobacter provenientes da epiderme foram 

resistentes a ampicilina e cefoxitina, enquanto que os isolados obtidos nas amostras 

orais apresentaram fenótipo de resistência a ampicilina e nitrofurantoína. Este 

resultado pode ser um indicativo que a população de Citrobacter sp. da epiderme, é 

geneticamente distinta da população deste mesmo gênero presente na cavidade oral 

dos animais.  
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Embora tenham sido considerados como “suscetíveis”, os isolados que 

apresentaram fenótipo intermediário são tão relevantes quanto aqueles de fenótipo 

resistente. Isto porque de acordo com a norma da EUCAST, de janeiro de 2019, a 

categoria “intermediário” foi alterada para “suscetível, aumentando exposição”, a qual 

consiste na alta probabilidade de sucesso terapêutico se a exposição ao agente for 

aumentada a partir de ajustes na dose, ou concentração do mesmo no local de 

infecção (EUCAST, 2019). Ou seja, os isolados que foram classificados como 

“intermediário”, também podem apresentar fenótipo de resistência se forem expostos 

a doses, ou concentrações mais baixas de um determinado antimicrobiano.  

As novas definições do EUCAST visam reduzir o uso de carbapenêmicos 

na área clínica, e restringir o uso de antimicrobianos reservas no combate às 

resistências emergentes. Alguns estudos já foram realizados utilizando esta nova 

classificação, e foi observado que diante dos ajustes específicos, os antimicrobianos 

testados apresentaram eficácia contra um número maior de isolados em relação ao 

tratamento empírico (Rothe et al., 2019; Torumkuney et al., 2020).  

No entanto, assim como no trabalho de Suravaram et al., (2021), a 

utilização desta classificação promoveu mudanças na interpretação do perfil de 

resistência dos isolados obtidos de M. admirabilis, em relação a classificação utilizada 

pelo CLSI. A baixa incidência de isolados multi-resistentes no presente trabalho, pode 

estar relacionada a aplicação desta categorização. Portanto, é de suma importância 

acompanhar a longo prazo o perfil de resistência dos isolados classificados como 

intermediário, bem como dos demais isolados bacterianos presentes nesta população.  

Assim como no presente trabalho, a baixa incidência de resistência a 

cloranfenicol também foi observada em bactérias isoladas de Rana tigrina rugulosa, 

(Wang et al., 2019). Antimicrobianos da classe dos anfenicóis não são utilizados com 

frequência na medicina veterinária, ao contrário das penicilinas, cefalosporinas de 

primeira à quarta geração, inibidores de beta-lactamases e carbapenêmicos, que são 

comumente utilizados (Smet et al., 2010). Esta pode ser uma explicação para a 

abundância de isolados resistentes a ampicilina no presente trabalho, visto que nas 

aproximações do sítio de ocorrência de M. admirabilis há criação de suínos, gado e 

avicultura.  

Altos níveis de bactérias multirresistentes em amostras fecais de suínos de 

fazendas já foi identificado anteriormente (Sayah et al., 2005). Além disso, já foi 
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demonstrado que as criações de suínos podem alterar o microbioma epidérmico de 

anfíbios de ambientes generalistas, que são encontrados próximos as fazendas 

(Preuss et al., 2020), logo, é possível que está mesma prática pode estar relacionada 

com o perfil de resistência a antimicrobianos observado nos isolados de 

Melanophryniscus admirabilis. 

Estudos tem demonstrado que a proximidade com a agricultura animal e 

humanos tem aumentado a resistência a antimicrobianos de isolados bacterianos em 

populações naturais e selvagens (Kozak et al., 2009; Allen et al., 2010). Em ambientes 

naturais a existência de genes de resistência pode ocorrer naturalmente diante da 

pressão seletiva do próprio ambiente, no entanto, as atividades humanas tem 

aumentado essa pressão devido ao uso excessivo de antimicrobianos na medicina 

clínica e na agricultura (Allen et al., 2010). Os antibióticos de uso humano podem 

atingir as populações naturais através de processos de irrigação do solo com águas 

do esgoto (Kinney et al., 2006), que poderiam estar alcançando a superfície das águas 

do Rio Forqueta.  

Um levantamento com a população rural próxima da região, a respeito do 

uso de antimicrobianos em suas criações seria uma opção a ser considerada para 

avaliar este impacto sobre a população de M. admirabilis, e assim, determinar a 

origem da resistência a antimicrobianos nesses animais. Outra hipótese para o 

elevado número de isolados resistentes presentes nos indivíduos de M. admirabilis, é 

que estes anuros podem estar produzindo um peptídeo antimicrobiano de estrutura 

química similar aos beta-lactâmicos.  No entanto, somente a estrutura química dos 

alcaloides 267C e 321B de Melanophryniscus sp. está descrita, entre os bufonídeos 

(Daly et al., 2003; Daly et al., 1984), visto que até recentemente, a presença de 

peptídeos nesta família de anuros não era um consenso, e foi confirmada há poucos 

anos atrás (Rodriguez et al., 2020; Rodriguez et al., 2017).  

Embora haja inúmeros estudos que analisam o potencial antimicrobiano 

dos peptídeos secretados pela epiderme de anuros frente a microrganismos 

multirresistentes (Rodriguez et al., 2020; Ogawa et al., 2020; Giacometti et al., 2005; 

Wang et al., 2016; Mangoni et al., 2008), ainda há um gap em relação as suas 

similaridades químicas com os antimicrobianos atuais. Na literatura ainda são 

escassos os trabalhos sobre resistência a antimicrobianos em bactérias isoladas de 

anuros, portanto, a realização de estudos relacionados a esta abordagem é de suma 
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importância, principalmente diante do potencial emergente de patógenos resistentes 

e do atual cenário de multirresistência bacteriana. 

 Diante dos resultados obtidos no presente estudo, é provável que os 

indivíduos de Melanophryniscus admirabilis estejam atuando como reservatórios de 

genes de resistência para patógenos que podem causar doenças tanto em animais, 

quanto aos humanos, sendo este mais um aspecto que deve ser abordado em ações 

de conservação dessa espécie.  

 

6.5. Ausência do fungo Batrachochytrium dendrobatidis nas 

amostras testadas 

 

A ausência do fungo Bd nas 13 amostras analisadas nos indica que há 

possibilidade deste patógeno ainda não ter atingido a população de M. admirabilis 

presente no Perau de Janeiro. Um dos fatores que não nos permite fazer tal afirmação, 

é o tamanho do n amostral, pois como ainda não há uma definição do tamanho 

populacional dessa espécie de sapo, é difícil quantificar quão representativa foi nossa 

amostragem para este tópico, visto que a riqueza de espécies a ser analisada é 

limitada a um microrganismo (fungo Bd).  

Entretanto, a ausência dos fungos pode mesmo ter ocorrido baseado nos 

dados do tamanho populacional que não interferiu nas análises de diversidade 

bacteriana, pois é possível determinar uma correlação entre a quantidade de 

indivíduos amostrados, e o número de espécies bacterianas identificadas entre eles, 

através da curva de rarefação de espécies. Além disso, os primers utilizados neste 

estudo são capazes de detectar uma quantidade mínima de zoósporos fúngicos, igual 

a 10 (Coutinho et al., 2015), a qual em casos de infecção sintomática é uma 

quantidade razoável e fácil de ser obtida, porém, Lampo et al., (2006) detectaram a 

presença do fungo Bd em indivíduos assintomáticos da espécie Atelopus 

mucubajiensis através de PCR quantitativa em tempo real (RT-qPCR) e análises 

histológicas, e haviam aproximadamente 4 zoósporos por 2 mg de amostra.  

Agostini et al., (2015) também utilizou a técnica de RT-qPCR para verificar 

a presença do fungo Bd em 35 espécimes de Melanophryniscus aff. montevidensis, a 

partir de suabes epidérmicos, dos quais 11 foram Bd-positivo, cuja quantidade de 
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zoósporos por suabe variou de 0,34 a 915. Todos os espécimes avaliados também 

estavam aparentemente saudáveis. Um estudo com anuros de outras espécies 

presentes na Mata Atlântica do estado de Santa Catarina, Brasil, que apresentavam 

sintomas clínicos de quitridiomicose, verificou através de RT-qPCR que a quantidade 

de zoósporos variava entre 70 a 6.178 (Preuss et al., 2015).  

Apesar do n amostral e da técnica que foi utilizada, o resultado obtido no 

presente trabalho pode estar relacionado ao fato da temperatura durante os dias de 

coleta. Durante o mês de setembro, a temperatura média na região de Arvorezinha é 

de 16 °C (IRGA, 2021), no entanto, nos dias de coleta, a temperatura máxima 

registrada foi de 26 °C e nos últimos anos, as temperaturas durante o período de 

primavera no estado do RS têm sido cada vez mais altas e fora do comum (IPCC, 

2018; Prestes et al., 2018; Regotto et al., 2021).  O fungo Bd consegue crescer e se 

reproduzir sob temperaturas entre 4 e 25 °C (Piotrowski et al., 2004), e alguns 

trabalhos têm relacionado a temperatura corpórea dos anuros com a presença do 

fungo (Rowley & Alford, 2013; Ruggeri et al., 2015). Em Litoria lesueuri, L. serrata e 

L. nannotis a probabilidade de infecção por Bd diminui significativamente quando a 

temperatura corpórea desses animais esteve acima de 25 °C (Rowley & Alford, 2013).  

Este fato se deve às altas taxas de renovação da epiderme em temperaturas mais 

elevadas, o que pode levar à perda ou redução da infecção pelo fungo (Piotrowski et 

al., 2014), visto que este infecta o estrato córneo e os estratos intermediários da 

epiderme dos animais (Berger et al., 1998).  

Como o período de reprodução de M. admirabilis tem coincidido com os 

períodos de altas temperaturas durante a primavera, pode ser que a prevalência do 

fungo Bd esteja sendo afetada pela temperatura, e provavelmente, alguns indivíduos 

de M. admirabilis estejam conseguindo manter uma infecção endêmica e 

assintomática sem causar efeitos no restante da população. Diante disto, para 

podemos afirmar que a população do sapinho-admirável-de-barriga-vermelha está 

livre do patógeno, um número maior de suabes epidérmicos devem ser analisados, 

para posteriormente realizar a quantificação dos zoósporos através de PCR 

quantitativa em tempo real.  

 Outro ponto importante para a justificar a ausência de Bd nas amostras 

avaliadas, foi a identificação de bactérias isoladas da epiderme de M admiribalis que 
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apresentavam capacidade de inibir o crescimento do fungo em amostras de R. 

palmatus e D. labilis (Flechas et al., 2019), como por exemplo, os gêneros Bacillus e 

Enterobacter.  

6.6. Impactos na conservação de Melanophryniscus admirabilis 

 

A presença ou ausência de microrganismos em todos os membros de uma 

espécie, pode ser usada como bioindicador de um hospedeiro saudável (West et al., 

2019). É de suma importância a realização de trabalhos cujo objetivo seja identificar 

a microbiota de uma espécie e/ou população, para então formar um banco de dados 

que auxilie na prevenção de patógenos e doenças que possam causar danos em 

populações que já estejam ameaçadas de extinção (Redford et al., 2012; West et al., 

2019).  

Os resultados obtidos no presente trabalho são o passo inicial, pois a partir 

disto, será possível desenvolver ensaios “Bd-challenge”, que são baseados na medida 

de crescimento do fungo Bd na presença de bactérias sobrenadantes através de 

unidades de absorbância (Bell et al., 2013). De acordo com Rebollar et al., (2020), 

esta metodologia é mais acurada, quantificável e reproduzível, e permite que diversas 

cepas bacterianas sejam testadas simultaneamente, diferente dos ensaios clássicos 

de competição em placas de Petri.  

Diante da crise global de resistência a antibióticos, os peptídeos 

antimicrobianos provenientes de animais vertebrados têm chamado atenção da 

indústria farmacêutica (Sumi et al., 2015). Além disso, alguns trabalhos verificaram 

que as bactérias presentes na epiderme de outros anuros podem ser eficazes contra 

fungos patogênicos de humanos, como os dermatófitos (Lauer & Hernandez, 2015).  

Estas podem ser mais umas das razões para aumentar os esforços de 

conservação de espécies ameaçadas de anuros, como é o caso do sapinho-

admirável-da-barriga-vermelha, para que estudos acerca de sua microbiota, bem 

como os metabólitos secundários produzidos por esta, se tornem cada vez mais 

abundantes. 

Ainda, conforme Simon et al., (2002), o pH do ambiente tem influência 

direta na microbiota desses animais, podendo converter o fenótipo de microrganismo 
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comensal, para microrganismo patogênico. Dentre os fatores que podem provocar tais 

mudanças no pH do ambiente, estão as práticas de agricultura, que através do uso 

recorrente de fertilizantes e pesticidas proporcionam não somente alterações no solo, 

como também criam uma pressão seletiva sob os microrganismos do solo (Berthrong 

et al., 2013), bem como nos invertebrados e plantas  (Wardle et al., 1999; José-Maria 

et al., 2010).  

A contaminação por metais pesados, como o cobre, também pode 

influenciar a microbiota dos anuros (Yang et al., 2020). O cobre (Cu) está ampla e 

naturalmente presente no solo, sedimentos e água, mas pode ser tóxico em altas 

concentrações (Lance et al., 2012). A poluição ambiental de cobre tem se intensificado 

devido ao amplo uso de produtos comerciais como promotores de crescimento animal, 

fertilizantes, bactericidas e fungicidas, aditivos nas rações animais e no controle de 

doenças em criações de gado e aves domésticas (WHO, 1998). Alguns estudos já 

analisaram o impacto das altas concentrações de Cu em anfíbios, as quais podem 

acarretar em deformações embrionárias, atraso na metamorfose, redução do tamanho 

corporal, e até mesmo, na morte dos indivíduos (Chen et al., 2007; García-Muñoz et 

al., 2010; Lance et al., 2012; Xia et al., 2012). 

Yang et al., (2020) verificaram que a exposição ao cobre induz uma 

mudança significativa na estrutura da comunidade e diversidade da microbiota 

intestinal de Rana chensinensis, promovendo aumento na abundância do gênero 

Flavobacterium, e diminuição de bactérias do filo Fusobacteria. Além disso, os autores 

também verificaram, através de predições funcionais via PICRUSt, que a exposição 

ao cobre altera rotas correspondentes a genes para metabolismo, processamento de 

informações ambientais e genéticas, processos celulares e sistemas orgânicos. 

Recentemente, uma análise similar foi realizada para o microbioma oral de M. 

admiralis, onde foi verificado a presença de rotas metabólicas essenciais para a 

sobrevivência destes no ambiente ao qual se encontram, como por exemplo, para 

degradação de xenobióticos, pesticidas e outros compostos aromáticos fenólicos 

(Mann et al., 2021).   

Portanto, as práticas de agricultura e pecuária da região podem afetar a 

população de M. admirabilis através de: (i) impacto causado na dieta alimentar desses 

animais devido ao uso de pesticidas, tanto diretamente sobre os animais, quanto na 
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abundância dos artrópodes, o que pode interferir diretamente na microbiota intestinal 

dos sapinhos, e tais alterações podem promover desequilíbrios entre as microbiotas 

benéficas e patogênicas; (ii) alterações no pH ambiental, causando o rompimento da 

camada do epitélio intestinal, e então permitindo que bactérias do trato gastrointestinal 

atinjam outros órgãos podendo levar os indivíduos de M. admirabilis a óbito, e: (iii) por 

alterações nas concentrações de cobre no solo e na água, que também podem 

promover alterações na microbiota intestinal desses animais, seguida de quadros de 

disbiose.  

Sob essa perspectiva, é essencial promover a conscientização, sobre o uso 

excessivo de pesticidas, fertilizantes e agrotóxicos nas plantações e fazendas em 

torno da região do Perau de Janeiro, a fim de amenizar os impactos causados por 

ações antrópicas na população dos sapinhos-admiráveis-da-barriga-vermelha. 
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7. CONCLUSÃO 

 

A partir dos resultados do presente trabalho, foi possível identificar as 

bactérias que compõem a microbiota da epiderme, cavidade oral e fezes dos 

indivíduos de Melanophryniscus admirabilis, como, por exemplo, Bacillus sp., 

Enterobacter cloacae, Serratia marcescens e Hafnia alvei. A grande maioria dos 

isolados de Enterobacteriaceae analisados apresentaram resistência a ampicilina, 

seguido de resistência a nitrofurantoína, imipenem e cefoxitina, e somente 5% dos 

isolados foram suscetíveis a todos os antimicrobianos testados.  

Em nenhuma das amostras analisadas foi identificada a presença de 

bactérias do gênero Enterococcus. Este resultado sugere que M. admirabilis produz 

algum tipo de alcaloide ou peptídeo antimicrobiano que é capaz de inibir o crescimento 

destes microrganismos, ou não foi possível cultivar espécies nos meios de cultivo 

testados, já que foi detectado o gênero nos ensaios de PCR. 

Nas amostras analisadas não verificou-se a presença do fungo 

Batrachochytrium dendrobatidis. Tal ausência pode estar relacionada com a presença 

de bactérias do gênero Bacillus na superfície epidérmica dos animais, as quais são 

capazes de inibir o crescimento do fungo Bd. 

Dentre os microrganismos identificados, estão algumas bactérias com 

capacidade de produzir compostos com atividade frente ao Bd, outras com potencial 

zoonótico, como por exemplo Raoultella ornithinolytica e Lactococcus garvieae. 

Outras bactérias, associadas a doenças em anfíbios, como a síndrome red-leg foram 

identificadas em amostras de epiderme do presente trabalho – Aeromonas hydrophila,  

Citrobacter freundii e Serratia liquefaciens.  
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8. CONSIDERAÇÕES FINAIS 

 

Portanto, a partir deste trabalho, há perspectivas de estudos mais 

aprofundados sobre o potencial antimicrobiano dos metabólitos secundários 

produzidos pelos indivíduos de M. admirabilis. Os resultados obtidos no presente 

trabalho podem ser o passo inicial para identificação do microbioma de M. admirabilis, 

e, com isso, a criação de um sistema de acompanhamento microbiológico, a fim de 

analisar a presença de potenciais patógenos para estes animais, e elaborar 

estratégias para combatê-los de maneira eficaz.   

Além disso, a identificação de bactérias patogênicas para humanos, e/ou 

com potencial zoonótico emergente, pode auxiliar na conscientização para 

preservação da região do Perau de Janeiro, bem como na conservação dos sapinhos-

admiráveis-da-barriga-vermelha, os quais podem estar atuando como sentinelas 

destes patógenos, evitando assim, o contato direto para com humanos e, portanto, 

novas pandemias.  
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