
Skóra i błony śluzowe tworzą pierwszą i bardzo 
efektywną linię obrony przeciwzakaźnej orga-

nizmu. Naturalne, nieimmunologiczne mechanizmy 
obronne skóry i błon śluzowych są związane z bu-
dową anatomiczną, właściwościami fizjologicznymi 
i mikrobiomem (1), podczas gdy za immunologicz-
ne mechanizmy odporności naturalnej odpowiada-
ją komórkowe i humoralne mechanizmy, zwłaszcza 
fagocytoza, zapalenie, układ dopełniacza, układ pro-
perdynowy i białka ostrej fazy (2, 3). Współdziałanie 
tych mechanizmów uniemożliwia drobnoustrojom 
warunkowo chorobotwórczym i patogenom wnik-
nięcie do tkanek podskórnych lub do krwi, a tym sa-
mym zakażenie organizmu. W skórze znajduje się 
tkanka limfatyczna związana ze skórą (SALT, skin 
associated lymphoid tissue), stanowiąca element 
układu odpornościowego, a komórki Langerhansa 
po kontakcie z drobnoustrojami aktywują komórki 
odpowiedzialne za odporność swoistą (4). Sytuacja 
zmienia się diametralnie w przypadku przerwania 
ciągłości skóry. Otarcia, ostre cząstki pokarmu, rany 
spowodowane uszkodzeniami mechanicznymi i po-
gryzieniem (5) oraz oparzenia stają się wrotami za-
każenia, skąd drobnoustroje obecne w jamie ustnej, 
na skórze lub w otaczającym środowisku, głównie 
w glebie, nawozie i wodzie, przedostają się do rany, 
gdzie się osiedlają i namnażają, a przy ranach głębo-
kich wnikają do tkanek leżących pod skórą. Niektóre 
bakterie, np. Clostridium tetani, namnażając się w ra-
nie, produkuje śmiertelną toksynę. Z powodu znisz-
czenia tkanek w ranie odpowiedź nieswoista i swo-
ista są często osłabione lub uniemożliwione, bakterie 
przedostają się do naczyń krwionośnych i chłonnych 
i zakażają cały organizm. Początkowe miejscowe za-
każenie zmienia się w uogólnione, układowe.

Z zakażeń przyrannych rozwijają się też choro-
by: tężec i obrzęk złośliwy, który jest ostrą śmier-
telną chorobą bydła, koni, owiec, kóz i świń oraz za-
nokcica u owiec.

Osobny, aktualny problem stanowią zakażenia 
związane z implantami. Wiadomo, że bakterie obec-
ne w krwi mogą przyczepiać się do implantów, two-
rząc biofilm (6, 7). Zmienia się także spektrum bak-
terii wywołujących zakażenia przyranne, przy czym 
obecnie zakażające bakterie ze znacznie większym 
prawdopodobieństwem mogą okazać się oporne 
na stosowane leki przeciwbakteryjne (8, 9). Istot-
ne znaczenie odgrywają też pooperacyjne zakaże-
nia szpitalne, zwłaszcza u psów i kotów, a w leczeniu 
ran decydującą rolę odgrywają wczesna i właści-
wa diagnoza, monitorowanie przebiegu zakaże-
nia, przestrzeganie właściwej toalety i zaopatrzenia  
rany (10, 11).

Czynniki ryzyka

Jakościowy i  ilościowy skład mikroflory bakteryj-
nej ran zależy od wielu czynników. Za najważniejsze 
można uznać: charakterystykę i usytuowanie rany, 
gatunek zranionego zwierzęcia, charakter mikro-
flory w środowisku, ogólny stan zdrowia zwierzęcia, 
a w przypadku leczenia występowanie lekoopornych 
szczepów bakterii, szczególnie jednocześnie opornych 
na wiele leków przeciwbakteryjnych. Rany z pogryzie-
nia stanowią szczególny typ ran ze względu na skład 
mikroflory i charakter uszkodzenia tkanek (zmiaż-
dżenia, poszarpania; 12). Także specyficzne warun-
ki dla rozwoju bakterii zakażających stwarzają rany 
z oparzenia. Oparzenia niszczą bariery skórne i sys-
temy obronny skóry (13). Powierzchnia oparzenia jest 
wilgotna, co sprzyja namnożeniu się bakterii, najczę-
ściej Pseudomonas aeruginosa i Staphylococcus aureus.

Rozważając związki pomiędzy tymi czynnikami, 
należy także mieć na uwadze, że podawanej staty-
stycznej korelacji pomiędzy nimi nie zawsze moż-
na automatycznie uznać za potwierdzenie związku 
przyczynowego, ponieważ korelacje mogą być zu-
pełnie przypadkowe. W ranach powierzchownych, 
w których jest uszkodzona ciągłość skóry i tkanki 
podskórnej, rzadko istnieją warunki beztlenowe lub 
mikroaerofilne do rozwoju beztlenowców, które są 
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w ranach głębokich, w ranach miażdżonych i szarpa-
nych. Obecność ciał obcych w ranie, zanieczyszczenie 
nawozem i ziemią, niedotlenienie, skrzepy stwarzają 
warunki do rozwoju beztlenowców. Bakteryjne za-
każenia ran przedłużają czas leczenia i tym samym 
zwiększają się koszty leczenia (14). Ilość bakterii za-
każających ranę lub namnożonych w ranie wpływa na 
czas zdrowienia. Przyjmuje się, że ilość przewyższa-
jąca 106/g tkanki silnie spowalnia ten proces. Bakterie 
zakażające ranę indukują produkcję mediatorów za-
palenia i proteolitycznych enzymów, czego następ-
stwem jest zapalenie, degradacja substancji między-
komórkowej i zahamowanie tworzenia naskórka (15).

W zależności od nasilenia zakażenia rany wyróż-
nia się: zanieczyszczenie, kolonizację, kolonizację 
graniczną (critical colonization), zakażenie miejsco-
we i zakażenie układowe (systemic infection). W ra-
nach zanieczyszczonych miejscowe bakterie mikro-
biomu namnażają się w niewielkich ilościach, co nie 
wpływa negatywnie na zdrowienie rany. Koloniza-
cja ma miejsce w starszych ranach otwartych, w któ-
rych dzięki dopływowi tlenu namnażają się bakterie 
w ilości niehamującej gojenia. Nie występują klinicz-
ne objawy zakażenia rany. W bakteryjnej kolonizacji 
granicznej rany istnieje równowaga pomiędzy ilo-
ścią namnożonych bakterii i nasileniem odpowie-
dzi immunologicznej w ranie. Przy braku objawów 
zakażenia gojenie się rany jest opóźnione. W zaka-
żeniach miejscowych odpowiedzią na namnożone 
w obfitości bakterie w środowisku rany jest nasilo-
ny odczyn zapalny. Przyranne zakażenia układowe 
mają charakter bakteriemii lub intoksykacji (tężec, 
obrzęk złośliwy, zakaźna zanokcica owiec).

Flora bakteryjna ran przypadkowych

Rany przypadkowe powstają poza sferą ingeren-
cji człowieka. Są zakażane przez bakterie obecne 
w środowisku i bakterie warunkowo chorobotwór-
cze tworzące mikrobiom skóry, natomiast w ranach 
z pogryzień do ran przedostają się bakterie wystę-
pujące w jamie ustnej napastnika. Najlepiej poznano 
mikroflorę bakteryjną ran u psów i kotów. W więk-
szości przypadków niezależnie od lokalizacji ran, 
a także miejsc, krajów, a nawet kontynentów po-
chodzenia zwierząt, występuje pewna prawidłowość 
w gatunkach bakterii zakażających rany (16). Z re-
guły ranę zakaża więcej aniżeli jeden gatunek bak-
terii. Do typowych gatunków bakterii zakażających 
rany u psów i kotów należą: Staphylococcus interme-
dius, S. aureus, Streptococcus spp., Pseudomonas spp., 
Clostridium spp., Escherichia coli, ponadto najczęściej 
u kotów Pasteurella i zakażenia wywołane przez S. in-
termedius. W Czechach S. intermedius jest przyczy-
ną 31,11% zakażeń ran u małych zwierząt (17). We-
dług Kreunumkum i wsp. (18) Pseudomonas spp. jest 
przyczyną 48,85% zakażeń ran u psów i 28,57% za-
każeń ran u kotów. Gronkowce zakażają 21,42% ran 
u psów i kotów. Rzadziej zakażają rany u psów Kleb-
siella spp., P. aeruginosa, Proteus spp., Bacillus spp., 
Escherichia coli, a Streptococcus spp. i Enterobacter spp. 
u kotów. Analiza powoli gojących się 172 ran natural-
nych i 32 ran chirurgicznych – E. coli, Pasteurella spp., 

Corynebacterium spp. i Bacillus spp. Z 65,7% ran przy-
padkowych izolowano S. intermedius, z 75% ran po-
operacyjnych P. aeruginosa (19).

U kotów rany są najczęściej następstwem walki. 
Zakażenie rany może spowodować powstanie rop-
ni i zapalenie tkanki łącznej. Z ran kotów najczę-
ściej izoluje się P. multocida, Prevotella, Fusobacterium 
i Porphyromonas spp. (20). Beztlenowce powszech-
nie zakażają rany kłute i rany kończyn. U psów są to 
najczęściej Bacteroides, Fusobacterium, Actinomyces, 
Clostridium i Peptostreptococcus. Zakażenia ran poura-
zowych, zwłaszcza ze znekrotyzowanymi tkankami, 
jest spowodowana przez wiele gatunków bakterii (21). 
S. aureus, P. aeruginosa i β-hemolityczne paciorkow-
ce wywołują ostre, przewlekłe zakażenia i opóźniają 
gojenie się ran (22). Zakażenia ran u bawołów, bydła, 
owiec i kóz wywołują S. pyogenes, S. uberis, S. aureus, 
Staph. intermedius, Corynebacterium diphtheriae, C. py-
ogenes, E. coli, Proteus vulgaris, P. aeruginosa, Micrococ-
cus luteus i Stomatococcus mucilaginosus. Badania wy-
kazały, że bydła zakażone było 86,36% ran, u owiec 
100%. S. pyogenes zakażał 44,19%, S. uberis 16,66%, 
Staph. aureus 17,70%, Staph. intermedius 10,4%, C. di-
phtheriae 17,70%, C. pyogenes 13,54%, E. coli 31,25%, 
P. vulgaris 8,3%, P. aeruginosa 15,6%, M. luteus 41,66%, 
a S. mucilaginosus 6,25% ran (23).

Rany z  pogryzienia zakażają bakterie obecne 
w jamie ustnej atakujących zwierząt, głównie psów 
i kotów. Dobrze poznano mikroflorę bakteryjną ran 
z pogryzienia przez psy i koty u człowieka (24). Ta-
kie same bakterie, które zakażają rany ludzi, zaka-
żają rany z pogryzienia u zwierząt. Ze względu na 
mechanizmy odporności rany bakterie nie zawsze 
mogą się w nich namnażać w takiej ilości, ażeby mógł 
rozwinąć się proces chorobowy w ranie (25). U psów 
z ran po pogryzieniu przez psy izolowano 42 gatunki 
bakterii, w tym P. multocida (16,8%) i S. aureus (14,4%), 
spośród beztlenowców C. perfringens (12). Z ran po-
gryzionych kotów izolowano P. multocida, Bactero-
ides spp., Actinomyces spp., Peptostreptococcus spp. 
i Fusobacterium spp. (26). Istnieją doniesienia o za-
każeniu bydła Mycobacterium bovis przez ugryzienia 
przez borsuki (27).

U zwierząt dość rzadko notuje się rany z oparzenia 
termicznego i chemicznego. Ten typ ran różni się od 
innych zwiększoną przepuszczalnością naczyń wło-
sowatych, zapaleniem prowadzącym do postępują-
cego rozszerzenia naczyń krwionośnych i obrzęku 
(13). W ranach pooparzeniowych dochodzi do ane-
mizacji rany. U człowieka w tego typu ranach poja-
wiają się zakażenia wywołane przez szczepy S. au-
reus oporne na metycylinę, Pseudomonas i Klebsiella 
oporne na antybiotyki β-laktamowe (28).

Zakażenia bakteryjne ran chirurgicznych i implantów

Pooperacyjne zakażenia ran są następstwem nieod-
powiedniego odkażenia pola operacyjnego, przepro-
wadzania operacji w warunkach niezapobiegających 
zakażeniu lub są efektem zakażenia pooperacyjnego. 
Zakażenie może dotyczyć wyłącznie rany (surgical 
site infection), sąsiednich tkanek lub objąć cały or-
ganizm. Zakażenia pooperacyjne często są określane 
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jako zakażenia szpitalne i w dużym procencie są wy-
wołane przez bakterie oporne na leki. Zakażenia po-
operacyjne ran przyczyniają się do zwiększenia za-
padalności, śmiertelności oraz kosztów leczenia.

Analiza 184 przypadków zakażeń pooperacyjnych 
u psów wykazała, że w 8,7% występowały zakażenia 
powierzchowne ran, 81,3% powierzchowne zakażenia 
nacięć, 12,5% głębokie zakażenia nacięć, 6,3% uogól-
nione zakażenia (29). O znacznie mniejszym odset-
ku zakażeń ran po zabiegach chirurgicznych donoszą 
Eugster i wsp. (30). Według tych autorów u 5,8% ko-
tów i psów występowały zakażenia i zapalenia, u 3% 
rany zakażone, wśród czynników ryzyka dominował 
czas trwania operacji, większa liczba personelu w sali 
operacyjnej, źle odkażone pole operacyjne, nieodpo-
wiednie leczenie antybakteryjne. Turk i wsp. rów-
nież stwierdzili u 3% psów pooperacyjne zakażenie 
ran (31). Natomiast Nicholson i wsp. podają, że spo-
śród 177 operowanych psów u 62 kotów u 5,9% opero-
wanych rozwinęło się bakteryjne zakażenie ran po-
operacyjnych (32). Staph. intermedius zakażał 46%, 
β-hemolityczne paciorkowce 24% ran chirurgicz-
nych u psów. Nie występowała zależność pomiędzy 
gatunkami bakterii zakażającymi rany i procedurami 
operacyjnymi, czasem hospitalizacji lub głębokością 
rany. Tylko E. coli częściej izolowano z ran głębokich 
aniżeli z płytkich ran skóry (10). Implanty zwiększa-
ją możliwość zakażenia przez adherencję biofilmu, 
izolowanie mikroflory bakteryjnej zakażającej im-
plant od działania mechanizmów odpornościowych 
organizmu, a także przez wywoływanie miejscowego 
niedokrwienia (33). Komensaliczne gronkowce skóry, 
a zwłaszcza S. aureus, kolonizują implanty i tworzą na 
ich powierzchni biofilm (34). Biofilm chroni bakterie 
przed działaniem mechanizmów odpornościowych 
gospodarza, głównie fagocytozy i utrudnia kontakt 
z lekami przeciwbakteryjnymi (35).

Lekooporność mikroflory bakteryjnej ran

Coraz częściej bakterie, które zakażają rany, są oporne 
na leki przeciwbakteryjne, spotyka się przy tym opor-
ność na wiele leków. Problem psów stanowi oporny 
na metycylinę Staph. pseudointermedius i Staph. au-
reus, Enterobacteriaceae oporne na cefalosporyny (8). 
Natomiast Pasteurella multocida, Prevotella, Fusobac-
terium i Porphyromonas izolowane z ran u kotów były 
w pełni wrażliwe na amoksycylinę (36).

Oporność bakterii zakażających rany chirurgiczne 
różni się niekiedy wyraźnie w zależności od gatunku 
bakterii. Istnieją dane o niskiej oporność S. pseudo-
intermedius zakażających rany pooperacyjne na me-
tycylinę i E. coli opornej na antybiotyki β-laktamowe 
(16), a także dane o wysokiej oporności w przypad-
ku gronkowców opornych na metycylinę, Entero-
bacteriaceae opornych na antybiotyki β-laktamowe 
i oporności wielolekowej Enterococcus spp., Acineto-
bacter spp. i Pseudomonas spp. (37).

Tężec

Tężec jest klasycznym przykładem toksykoinfekcji 
układu nerwowego związanej z ranami wywołanej 

przez toksynogenne szczepy laseczki tężca, Clostri-
dium tetani. Endospory Cl. tetani występują w glebie, 
wodzie, kurzu i w kale zwierząt (38). Wrotami zaka-
żenia dla zwierząt i człowieka są rany powłok ciała, 
dróg rodnych i przewodu pokarmowego. Możliwość 
wystąpienia tężca, niekiedy w postaci enzootii, ist-
nieje szczególnie u owiec w następstwie ran odniesio-
nych w czasie porodu, strzyży i zabiegów chirurgicz-
nych. Oseski mogą zakażać się endosporami Cl. tetani 
przez pępowinę. Cl. tetani nie posiada własności inwa-
zyjnych, pozostaje w martwych tkankach rany, gdzie 
istnieją sprzyjające warunki beztlenowe do wykieł-
kowania endospor, namnożenia formy wegetatyw-
nej zarazka, produkcji neurotoksyny tężcowej (te-
tanospazmina) i tetanolizyny, które są uwalniane 
z zautolizowanych komórek wegetatywnych zaraz-
ka (39). Takie warunki spełniają głębokie rany kłute, 
miażdżone i szarpane, rany zanieczyszczone ziemią, 
nawozem i rany zakażone mikroflorą tlenową (40).

W tężcu wstępującym neurotoksyna tężcowa jest 
adsorbowana przez nerwy ruchowe w miejscu swojej 
produkcji, skąd drogą nerwową jest transportowana do 
ośrodkowego układu nerwowego, który jest narządem 
docelowym neurotoksyny (41, 42). Po umiejscowieniu 
w pęcherzykach synaptycznych neuronów wstawko-
wych hamuje uwalnianie neuroprzekaźników glicy-
ny i supresję uwalniania acetylocholiny i GABA w sy-
napsach pobudzających, co powoduje równoczesny 
skurcz par mięśni – prostowników i zginaczy, pro-
wadzący do porażenia spastycznego, który jest do-
minującym objawem tężca (44). Wiązanie tetanospa-
zminy z neuronami ruchowymi jest nieodwracalne 
(44, 45). Neurotoksyna powoduje inhibicje hamują-
cych neuronów i ich mediatorów, co warunkuje cią-
gły przepływ impulsów nerwowych pobudzających do 
drgawek i skurczów mięśni. Przy silnych skurczach 
mięśniowych mogą występować złamania kości, zaś 
skurcze przepony, mięśni krtani i mięśni międzyże-
browych powodują zaburzenia oddychania. Neuro-
toksyna, działając na nerwowy układ autonomicz-
ny, wywołuje nadciśnienie, arytmię i częstoskurcz.

W przypadku gdy cała ilość wyprodukowanej 
neurotoksyny w ranie nie zostanie zaadsorbowana 
przez zakończenia nerwów ruchowych, rozwija się 
tężec zstępujący. Nadmiar niezadsorbowanej neuro-
toksyny za pośrednictwem chłonki jest transporto-
wany do krwi, a następnie z krwią do ośrodkowego 
układu nerwowego. Komórkami docelowymi teta-
nolizyny są erytrocyty, neutrofile, makrofagi, fi-
broblasty i płytki krwi (46).

Choroba występuje sporadycznie, najczęściej cho-
rują konie, owce i ludzie, psy i koty są mało podat-
ne na zachorowanie. Okres wylęgania wynosi śred-
nio 10–14 dni, jest on krótszy, gdy wrota zakażenia 
znajdują się w niewielkiej odległości od ośrodkowego 
układu nerwowego (rany głowy, szyi, przedniego od-
cinka klatki piersiowej), dłuższy, gdy wrota zakaże-
nia znajdują się na obwodzie ciała. Krótszemu okre-
sowi wylęgania odpowiada cięższy przebieg choroby. 
Choroba ma ciężki przebieg, gdy czas od wystąpienia 
pierwszych objawów tężca do pojawienia się pierw-
szych skurczów wynosi 48 godz., średnio ciężki, gdy 
wynosi 3–4 dni, lekki, gdy wynosi powyżej 4 dni (47). 
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Z reguły brak gorączki lub występuje niewielka go-
rączka pod koniec choroby. Przed zgonem gorączka 
może osiągać 42–43°C i najczęściej jest następstwem 
uogólnionego zakażenia. Choroba może zaczynać się 
niepokojem i nadmiernym poceniem się. Tężec uogól-
niony cechuje sztywność wielu mięśni szkieletowych, 
podczas gdy w tężcu miejscowym występuje skurcz 
nielicznych grup mięśniowych, zwykle w okolicy rany.

Konie zakażają się endosporami Cl. tetani. W 57,1% 
przypadkach wrotami zakażenia są rany lub zabie-
gi chirurgiczne, u 7,1% koni wrotami zakażenia była 
pępowina, a u 4,3% zakażenia miały związek z ka-
stracją (48). U koni po okresie wylęgania, który trwa 
od kilku dni do 2–3 tygodni (49) i po nietypowych 
objawach zwiastunowych (niepokój, sztywny chód, 
szybkie zmęczenie i obfite pocenie, opór przy pró-
bach nawracania i cofania) pojawiają się takie typowe 
objawy, jak: szczękościsk będący następstwem na-
pięcia mięśni żuchwy i głowy, a po kilkunastu go-
dzinach pojawiają się skurcze mięśni szyi, tułowia 
i kończyn. Koń przyjmuje postawę stojącą z wycią-
gniętą do przodu głową, sztywną szyją i grzbietem, 
nieruchomymi i napiętymi małżowinami usznymi, 
odstawionym ogonem i kończynami („kozioł do pi-
łowania drewna”). Wszystkie mięśnie szkieletowe są 
sztywne, perystaltyka zwolniona, często występu-
je zaleganie kału i moczu. Występuje nadwrażliwość 
na bodźce słuchowe, wzrokowe i dotykowe oraz na-
pady skurczów pojedynczych lub wszystkich mięśni 
szkieletowych, które trwają od kilku sekund do kil-
ku minut, którym towarzyszy przyspieszenie tętna 
i często wstrzymanie oddechów. W postaci ciężkiej 
tężca napady pojawiają się w różnych odstępach cza-
su, najczęściej co pół godziny lub co godzinę.

Tężec u świń ma z reguły ciężki przebieg i kończy 
się śmiercią. Napady spastycznych skurczów tężco-
wych pojawiają się już w pierwszym dniu choroby. 
Następstwem zakłócenia pracy mięśni międzyżebro-
wych jest zaleganie śluzu w drogach oddechowych, 
zachłystowe zapalenie płuc i śmierć z uduszenia. 
Śmiertelność waha się od 90 do 100% (50). U prze-
żuwaczy oprócz szczękościsku, wypadnięcia trzeciej 
powieki, napięcia wszystkich mięśni często wystę-
pują wzdęcia kończące się śmiercią. Psy i koty cho-
rują na postać uogólnioną lub miejscową, przy któ-
rej objawy dotyczą mięśni głowy lub kończyn. U ok. 
80% psów występuje tendencja do leżenia, często 
temperatura jest podwyższona (51), mogą występo-
wać bradykardia, tachykardia, zaburzenia ciśnienia 
krwi (52, 53). Charakterystycznym objawem uogól-
nionej postaci tężca u psów jest pomarszczone czo-
ło, stojące uszy, zaciśnięte wargi, wypadnięta trzecia 
powieka, skurcz mięśni żuchwy, zapadnięcie się ga-
łek ocznych i wyprostowanie kończyn (54). Śmiertel-
ność nie przekracza 60% (38). W każdej postaci wy-
stępuje typowa dla tężca nadwrażliwość na bodźce 
zewnętrzne (55, 56). Tężec jest chorobą o wysokiej 
śmiertelności. Choroba o przebiegu ostrym zwykle 
kończy się śmiercią, w przebiegu lekkim śmiertel-
ność wynosi ok. 50%. Rokowanie jest pomyślniejsze 
w tężcu miejscowym i przy szybkim podaniu anty-
toksyny tężcowej, toalecie rany, antybiotykoterapii, 
która uniemożliwia rozwój i namnożenie się Cl. tetani 

w ranie oraz produkcję neurotoksyny (57). W wielu 
krajach, zwłaszcza u koni i psów myśliwskich, sto-
suje się profilaktyczne szczepienia przy użyciu ana-
toksyny tężcowej (58).

Obrzęk złośliwy

Ta ostra i zwykle śmiertelna choroba bydła, koni, 
owiec, kóz, świń, psów występująca na całym świe-
cie jest ostrą toksemią, która wiąże się ściśle zaka-
żeniem przyrannym wywołanym przez beztlenowe 
zarodnikujące laseczki z rodzaju Clostridium, głównie 
C. septicum (59). Mniejsze znaczenie w etiologii cho-
roby odgrywa C. perfringens typ C i D, C. novyi typ A, 
B, C, C. chauovoei i C. sordelli (60, 61). Endospory tych 
klostridiów obecne w powierzchownych warstwach 
ziemi. C. septicum też występuje w przewodzie pokar-
mowym zwierząt, zakażają przypadkowe rany, rany 
pokastracyjne, uszkodzoną błonę śluzową jamy ust-
nej, dróg rodnych i jelit. Endospory kiełkują wyłącznie 
w warunkach beztlenowych rany, w ranie namnażają 
się postacie wegetatywne zarazka. Ich wnikanie do 
głębszych partii tkanek i rozsiew w organizmie od-
bywa się przez ciągłość na sąsiednie tkanki i za po-
średnictwem krwi do dalej położonych narządów.

Zmiany i objawy chorobowe wywołują w przy-
padku C. septicum cztery toksyny: letalna toksyna α 
działająca nekrotyzująco i hemolitycznie, toksyna β 
będąca dezoksyrybonukleazą, γ-hialuronidaza i tok-
syna teta o działaniu hemolitycznym. Toksyna α jest 
cytolizyną odpowiedzialną za tworzenie porów ko-
dowaną przez gen csa w formie nieaktywnej proto-
toksyny, która pod wpływem furyny ulega rozkła-
dowi na aktywne monomery i peptyd C-terminalny 
złożony z 45 reszt aminokwasowych (62). Monome-
ry przyłączają się do białek powierzchniowych ko-
mórek gospodarza, tworzą się kompleksy heksa-
meryczne powodujące w ścianie komórkowej pory 
o średnicy 1,3–1,6 nm (63).

Po 12–36 godz. w zakażonej przez klostridia ranie 
rozwija się początkowo bolesny, później mniej wraż-
liwy na dotyk miękki i zimny obrzęk, który szybko 
rozprzestrzenia się na sąsiednie okolice ciała. Treść 
obrzęku stanowi surowiczy płyn barwy czerwono-
brązowej lub bursztynowej wypełniony pęcherzy-
kami gazu. Pojawia się gorączka (41–42°C), zwierzę 
traci apetyt. W przypadku zakażenia dróg rodnych 
po 2–5 dniach pojawia się gorączka, duszność, obrzęk 
warg sromowych, cuchnąca wydzielina z dróg rod-
nych, obrzęk podkolanowych i wymieniowych wę-
złów chłonnych. W sąsiedztwie pojawiają się obrzęki 
trzeszczące pod uciskiem. Choroba zwykle kończy się 
w ciągmu 15 dni zgonem. Istotną zmianą są obrzęki 
gazowe usytuowane w różnych okolicach ciała i na-
rządach, obrzęk tkanki łącznej i chorobowo zmienio-
nych mięśni, które na przekroju mają barwę ciem-
nobrązowa lub czarną (48, 64). Narządy miąższowe 
są zwyrodniałe. Leczenie polega na chirurgicznym 
zaopatrzeniu ran i antybiotykoterapii oraz nacina-
niu obrzęków. Profilaktyka polega na przestrzega-
niu higieny podczas krwawych zabiegów, porodów. 
Dobre efekty dają szczepienia, należy je przepro-
wadzać zwłaszcza na terenach endemicznych przed 
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zabiegami krwawymi. Odporność poszczepienna trwa 
całe życie, szczepione samice przekazują z siarą od-
porność potomstwu.

Zakaźna zanokcica owiec

Do chorób zakaźnych, które mają pewien związek 
z ranami, można zaliczyć zakaźną zanokcicę owiec 
(footrot), ponieważ jednym z głównych czynni-
ków ryzyka są rozpulchnienia skóry spowodowane 
nadmierną wilgotnością, urazy mechaniczne i rany. 
Zwiększone opady, wilgotna ściółka, urazy, zanie-
dbanie pielęgnacji racic i urazy zwiększają podat-
ność na zachorowanie przez obniżenie odporności 
miejscowej (65, 65) oraz przez wpływ na mikro-
biom racic (67).

Choroba ma przewlekły przebieg i charaktery-
zuje się martwiczym zapaleniem skóry okolicy ra-
cic i gnilnym rozpadem tworzywa racicowego. Może 
ją wikłać ropne zapalenie okolicznych stawów, ko-
ści i ścięgien. Zakaźna zanokcica owiec jest głównie 
spowodowana działaniem bakterii beztlenowej Di-
chelobacter nodosus (Cardiobacteriaceae; 68). Obecnie 
Fusobacterium necrophorum przypisuje się rolę bak-
terii wikłającej proces chorobowy (69), podobnie jak 
Treponema spp. i Trueperella pyogenes (70). D. nodo-
sus występuje częściej w racicach zdrowych i w mię-
dzyracicznym zapaleniu skóry (interdigital derma-
titis), podczas gdy F. necrophorum izoluje się częściej 
z ciężkich przypadków zanokcicy (71). D. nodosus ce-
chuje silne powinowactwo do miazgi twórczej rogu 
racicowego, przy czym produkowane proteazy sery-
nowe (AprV2, AprV5, BprV), powodując oddzielenie 
rogu od miazgi racicowej decydują o nasileniu zmian 
chorobowych (72), natomiast fimbrie typu IV kodo-
wane przez gen fim A są odpowiedzialne za adhezją 
do komórek gospodarza (73).

Fusobacterium necrophorum, który bytuje w prze-
wodzie pokarmowym owiec, występuje powszech-
nie w środowisku. Dermotoksyna F. necrophorum 
chroni D. nodosus i F. necrophorum przed fagocytozą 
i przez destrukcją oraz umożliwia wnikanie D. no-
dosus w głąb tkanek (74). F. necrophorum spełnia rolę 
zarazka, który powoduje cięższy przebieg choroby 
(71). U D. nodosus i F. necrophorum lipid A lipopolisa-
charydu odpowiada za toksyczność i zróżnicowanie 
antygenowe. Indukuje on martwicę tkanek i śródna-
czyniowe krzepnięcie krwi (75).

Źródłem zakażenia są zwierzęta chore i nosiciele, 
zarazki z racic i przewodu pokarmowego przedostają 
się do środowiska, przenosząc się za jego pośrednic-
twem na zdrowe zwierzęta (76). Choroba o przewle-
kłym przebiegu rozpoczyna się zaczerwienieniem, 
miejscowym podwyższeniem temperatury, silnym 
bolesnym obrzękiem okolicy koronki racic i najczę-
ściej śródstopia. W szparze międzyracicowej stwier-
dza się martwicze naloty białej barwy i owrzodzenia, 
nad koronką ropne przetoki z wysiękiem o słodkom-
dłym i silnym zapachu. Przy powikłaniu proces cho-
robowy obejmuje sąsiednie tkanki, objawy kliniczne 
nasilają się. Występuje silna kulawizna, przyjmowanie 
postaw odciążających, poruszanie się na nadgarst-
kach lub długo trwające zaleganie. Proces chorobowy 

może dotyczyć jednej, dwóch lub wszystkich czte-
rech racic, prowadzić do deformacji i zsuwania się 
puszek racicowych, a w konsekwencji do pogorsze-
nia kondycji zwierzęcia (77). Nasilenie choroby za-
leży od proteazy AprV2, warunków środowiskowych 
i wrażliwości zwierząt (78). Chore zwierzęta izoluje 
się i leczy. Leczenie obejmuje korekcję racic, kąpiele 
w środkach leczniczych, w początkach rozwoju cho-
roby zalecana jest antybiotykoterapia. W diagnostyce 
stosuje się test PCR. Niezbędnym elementem profi-
laktyki i zwalczania choroby jest szczepienie (79, 80).
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