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Rastreio parasitológico em lagomorfos, roedores e petauros do açúcar, através 

das técnicas de esfregaço fecal e Mini-FLOTAC 

Resumo 

Atualmente existe um grande número de animais exóticos mantidos como animais de 

companhia. Estes animais podem ser importantes reservatórios de parasitas, alguns deles 

transmissíveis ao Homem.   

 Neste estudo, foi realizado um rastreio parasitológico em algumas espécies de 

pequenos mamíferos exóticos de companhia, em Portugal, de forma a obter prevalências de 

parasitas gastrointestinais nessas populações. Foram obtidas amostras de fezes de 57 

animais, incluindo 23 coelhos, 14 porquinhos da Índia, 2 chinchilas, 3 ratazanas, 2 hamsters 

e 13 petauros do açúcar. As amostras foram analisadas através do Mini-FLOTAC e do 

esfregaço fecal com coloração Ziehl-Neelsen.  

 Foram identificados parasitas gastrointestinais em 8,77% (5/57) dos animais. Através 

do Mini-FLOTAC foi possível observar e quantificar oocistos de Eimeria spp. em 13,04% (3/23) 

dos coelhos. O esfregaço fecal com coloração Ziehl-Neelsen permitiu identificar quistos de 

Giardia spp. em duas das três amostras fecais das ratazanas. Um aspeto comum entre estes 

5 animais positivos, é o facto de em nenhum deles ser realizada desparasitação regular de 

forma profilática.  

 O Mini-FLOTAC é uma técnica relativamente recente, muito sensível, precisa e exata, 

que neste estudo permitiu a identificação de uma espécie altamente contagiosa entre coelhos. 

Por sua vez, através do esfregaço fecal com coloração Ziehl-Neelsen é possível identificar 

oocistos de Cryptosporidium spp. e quistos de Giardia spp., dois protozoários com potencial 

zoonótico.  

 

Palavras-chave: Animais exóticos, Medicina preventiva, Parasitas, Prevalência, Portugal 
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Parasitological screening in lagomorphs, rodents and sugar gliders, through 

faecal smear and Mini-FLOTAC techniques 

 

Abstract 

Nowadays, there is a great number of exotic animals kept as pets. These animals can 

be important reservoirs of parasites, some transmissible to humans. 

In this study, a parasitological screening was carried out on some small exotic mammal 

species kept as pets, in Portugal, to assess the prevalence of gastrointestinal parasites in 

these populations. Faecal samples were collected from 57 animals, including 23 rabbits, 14 

guinea pigs, 2 chinchillas, 3 rats, 2 hamsters and 13 sugar gliders. Samples were analyzed 

through Mini-FLOTAC and faecal smear with Ziehl-Neelsen staining. 

Gastrointestinal parasites were identified in 8,77% (5/57) of the animals. Through Mini-

FLOTAC it was possible to observe and quantify Eimeria spp. oocysts in 13,04% (3/23) of the 

rabbits. The faecal smear with Ziehl-Neelsen staining allowed the identification of Giardia spp. 

cysts in two out of three of the rat faecal samples. One common aspect between these 5 

positive animals is the fact that no regular deworming is performed in a prophylactic way in 

none of them. 

Mini-FLOTAC is a relatively recent technique, very sensitive, precise and accurate, that 

in this study allowed the identification of one highly contagious species among rabbits. On the 

other hand, through faecal smear with Ziehl-Neelsen staining is possible to identify 

Cryptosporidium spp. oocysts and Giardia spp. cysts, two protozoans with zoonotic potential.  

 

Key-words: Exotic animals, Preventive medicine, Parasites, Prevalence, Portugal 
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1. Atividades realizadas durante o estágio curricular 

 O estágio curricular decorreu na “Allpets - Clínica Veterinária de Tires”, no total de 542 

horas, com início a 2 de setembro de 2021 e conclusão a 14 de janeiro de 2022. Os animais 

presentes em consulta eram maioritariamente exóticos, surgindo ocasionalmente cães e 

gatos.  

As principais espécies que surgiam em consulta eram, no caso dos pequenos 

mamíferos, os coelhos (Oryctolagus cuniculus), no caso das aves, os canários (Serinus 

canaria) e no caso dos répteis, as tartartarugas aquáticas.  

A estagiária teve a oportunidade de assistir e participar em consultas de maneio, 

vacinação e avaliação do estado geral dos animais. 

De entre os motivos de consultas de medicina geral, destacam-se as situações de 

estase gastrointestinal em coelhos e o sobrecrescimento dentário em porquinhos da Índia. 

Nas aves destaca-se a regurgitação em psitacídeos, e nos répteis os abcessos em tartarugas 

aquáticas.  

Em situações de urgência médica a estagiária pôde observar e auxiliar nos 

procedimentos veterinários, nomeadamente cateterização, colocação a soro, sedação, 

oxigenoterapia, manutenção em incubadora, aquecimento, entre outros.  

Quando havia necessidade de realização de exames complementares ao diagnóstico, 

foi possível observar, auxiliar ou realizar alguns dos procedimentos, nomeadamente: colheita 

de sangue/urina/fezes, análises bioquímicas, exames radiográficos, realização e observação 

ao microscópio ótico de esfregaços sanguíneos e fecais, raspagens cutâneas e tricogramas, 

endoscopia para biópsia do papo, contenção dos animais, entre outros.  

Nas cirurgias, a estagiária assistiu, auxiliou ou realizou a sedação dos animais, a 

cateterização, a indução anestésica, o controlo de parâmetros vitais do animal, participou 

como assistente de cirurgião, na administração de fármacos no pós-cirúrgico e avaliação do 

estado geral do animal durante o recobro. As cirurgias mais frequentes foram a 

ovariohisterectomia e orquiectomia de coelhos, mas destacam-se também as correções de 

fraturas ósseas em membros de coelhos e porquinhos da Índia (Cavia porcellus), assim como 

o nivelamento dos dentes nestas mesmas espécies. Nas aves foi possível assistir à remoção 

de um timoma num agapornis (Agapornis fischer) (Figura 1) e à realização de uma tala em 

fratura do tibiotarso (Agapornis personata). Finalmente, nos répteis, foi possível assitir à 

remoção de um iridofuroma num camaleão do Iémen (Chamaleo calyptratus) e à 

ovariosalpingectomia numa tarataruga-de-orelhas-vermelhas (Trachemys scripta elegans) 

(Figura 2). Posteriormente, foi possível assistir às consultas de reavaliação dos animais 

intervencionados cirurgicamente, nomeadamente para observação das feridas cirúrgicas.  
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Em casos de animais que permaneciam na clínica em regime diurno, a estagiária 

realizou, auxiliou ou assistiu à administração de fármacos, higienização das instalações, 

montagem de sistemas de fluidoterapia e colocação a soro, cateterização e alimentações 

assistidas (nomeadamente alimentação por seringa em pequenos mamíferos e alimentação 

por sonda em psitacídeos).  

 Durante o período de estágio curricular foram obtidas as amostras fecais necessárias 

para a realização deste estudo, que posteriormente, foram analisadas pela estagiária no 

Laboratório de Parasitologia e de Doenças Parasitárias da FMV-ULisboa, em horário 

intercalar com o estágio curricular na clínica.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1- Timoma num Agapornis fischer Figura 2- Abertura do plastron de uma 

Trachemys scripta elegans para 

ovariosalpingectomia 
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2. Revisão bibliográfica 

2.1. Introdução 

Atualmente, muitos são os detentores que mantêm pequenos mamíferos exóticos 

como animais de companhia, sendo que em 2020, na Europa, os valores rondavam cerca de 

30 milhões de animais (FEDIAF 2020).  

É essencial educar os detentores destes animais para o seu maneio correto, 

nomeadamente em termos de alojamento, higiene, alimentação, comportamento e medicina 

preventiva (Sutherland et al. 2021). Uma vez que, para a maior parte destes animais (exceto 

coelhos e furões), não existem protocolos de vacinação, os restantes cuidados preventivos 

acabam por ser negligenciados (Sutherland et al. 2021).  

A medicina preventiva envolve o controlo e deteção precoce de várias doenças, entre 

as quais as parasitoses. Tal como para os restantes animais, os pequenos mamíferos exóticos 

são possíveis hospedeiros de diversos parasitas, alguns deles com potencial zoonótico 

(ESCCAP 2017). Desta forma, a avaliação epidemiológica destas populações, assim como o 

estudo das medidas profiláticas a adotar, são essenciais para orientar os detentores.  

 

2.2. Fisiologia do trato gastrointestinal 

2.2.1. Coelhos 

Os coelhos (Oryctolagus cuniculus) pertencem à ordem Lagomorpha e à família 

Leporidae (Vella e Donnelly 2012) e são herbívoros estritos (Kohles 2014) (Figura 3). A sua 

alimentação deve ser, em maior percentagem, feno ad libitum, complementando com vegetais 

frescos (Meredith e Crossley 2002; Kohles 2014). Os alimentos comerciais formulados 

(rações) e alimentos ricos em açúcar devem ser cuidadosamente doseados (Meredith e 

Crossley 2002). 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1- Coelho, Oryctolagus 

cuniculus (Vella e Donnelly 2012) 
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O estômago dos coelhos funciona como um reservatório, contendo cerca de 15% da 

ingesta do trato gastrointestinal (Vella e Donnelly 2012). O seu pH é bastante ácido (=2), 

sendo muito eficiente na destruição de bactérias e outros microrganismos (Vella e Donnelly 

2012). 

 Segundo Suckow e Douglas (1997), citados por Sohn e Couto (2012), o intestino 

delgado é curto, representando 12% do volume do trato gastrointestinal e é nele que ocorrem 

a maior parte dos processos de digestão e absorção (Carabaño et al. 2010). Na porção distal 

do íleo ocorre a interseção deste órgão com o ceco e o cólon numa estrutura exclusiva do 

coelho designada sacculus rotundus (Kohles 2014) (Anexo 1). 

 A válvula íleocecal localiza-se entre o íleo e o intestino grosso e regula o movimento 

da matéria alimentar entre o intestino delgado e o intestino grosso (Kohles 2014). 

 Os coelhos possuem um ceco muito desenvolvido, onde ocorre fermentação 

bacteriana (Meredith e Crossley 2002). Este órgão constitui cerca de 40% do volume do seu 

trato gastrointestinal (Jenkins 1999). Consequentemente à fermentação bacteriana das 

partículas alimentares, ocorre formação de ácidos gordos voláteis e, de forma a tamponizar 

os efeitos destes ácidos, existe, na extremidade distal do ceco, um apêndice vermiforme 

responsável pela produção de bicarbonato (Cheeke 1987). 

 Segundo Kohles (2014), estes animais produzem dois tipos de fezes: fezes duras, 

secas e ricas em fibra e, por outro lado, fezes moles, cobertas por muco, designadas 

cecotrofos. Os cecotrofos são ricos em bactérias, protozoários, leveduras, ácidos gordos 

voláteis, enzimas (amilase e lisozima), aminoácidos, nitrogénio, vitaminas, água e minerais e, 

por isso, são reaproveitados pelos coelhos (Harcourt-Brown 2002; Vella e Donnelly 2012). A 

coprofagia é uma atividade fisiológica de um coelho saudável, ocorrendo uma a duas vezes 

em 24 horas, sobretudo durante a noite, e os cecotrofos são ingeridos inteiros diretamente do 

ânus (Meredith e Crossley 2002; Kohles 2014). Os cecotrofos são eliminados 3 a 8 horas após 

a ingestão de alimento e as dietas ricas em fibra estimulam a sua produção (Meredith e 

Crossley 2002).  

 Parte dos problemas mais comuns que afetam a saúde dos coelhos (de companhia e 

de produção) estão relacionados com o sistema gastrointestinal (Kohles 2014). 

 

2.2.2. Porquinhos da índia 

 Os porquinhos da Índia (Cavia porcellus) pertencem à família Cavidae, constituída por 

14 espécies (Yarto-Jaramillo 2011) (Figura 4). Estes animais são roedores (Yarto-Jaramillo 

2011), herbívoros obrigatórios e possuem uma alimentação semelhante à dos coelhos (Kohles 

2014). No entanto, estes necessitam de suplementação com vitamina C, uma vez que não 

possuem capacidade para sintetizá-la (Flecknell 2002). Esta suplementação pode ser 
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adquirida através de vegetais verdes frescos (couve, dente de leão, salsa, entre outros) e/ou 

alimento comercial formulado (Riggs 2009). 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

  

Os porquinhos da Índia realizam fermentação no ceco e coprofagia, apesar de ainda 

não serem conhecidos os benefícios nutricionais deste comportamento nesta espécie como 

são descritos nos coelhos (Pignon e Mayer 2021). Os porquinhos da Índia apresentam um 

estômago exclusivamente glandular, ao contrário de outros roedores (Harkness et al. 2002). 

  O ceco dos porquinhos da índia é o órgão mais desenvolvido do seu trato 

gastrointestinal, constituindo 65% do mesmo (Hargaden e Singer 2012). 

 

2.2.3. Chinchilas 

 As chinchilas (Chinchilla spp.) são roedores e pertencem à família Chinchillidae, a qual 

é constituída por 6 espécies (Yarto-Jaramillo 2011) (Figura 5). O feno deve ser oferecido ad 

libitum, mas o alimento comercial formulado deve ser limitado (1 a 2 colheres de sopa por dia) 

(Hoefer e Crossley 2002).  

 A anatomia e fisiologia do trato gastrointestinal das chinchilas são mais semelhantes 

às dos porquinhos da Índia do que às dos coelhos (Kohles 2014). Por outro lado, o ceco das 

chinchilas contém menor quantidade de conteúdo alimentar do intestino grosso (23%), 

relativamente aos porquinhos da Índia (capacidade de 44%) e aos coelhos (capacidade de 

57%) (Alworth e Harvey 2012). 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2- Porquinhos da índia, Cavia 

porcellus (Riggs 2009) 

Figura 3- Chinchila, Chinchilla spp. (ESCCAP 

2017) 
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2.2.4. Ratazanas 

 As ratazanas (Rattus norvegicus) são roedores pertencentes à família Muridae (Orr 

2002) (Figura 6). Estes animais são omnívoros, sendo alimentados em cativeiro com 

alimentos comerciais formulados e, em menor quantidade, alimentos frescos (frutas e 

vegetais) e sementes (Orr 2002; Frohlich 2020). 

 O estômago das ratazanas, tal como o dos hamsters, possui uma região glandular e 

outra não glandular (Frohlich 2020). Tal como nas restantes espécies de roedores, o ceco é 

relativamente desenvolvido (Frohlich 2020) e realizam coprofagia (Orr 2002). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

2.2.5. Hamsters 

 Os hamsters (Mesocricetus auratus, Phodopus sungorus sungorus, Cricetulus griseus) 

são roedores pertencentes à família Cricetidae (Goodman 2002) (Figura 7). 

 O estômago dos hamsters é compartimentalizado, apresentando duas regiões bem 

demarcadas por um esfíncter muscular: glandular e não glandular (Baldrey 2021). É nesta 

última que ocorre a fermentação das partículas alimentares com recurso a microbiota do 

estômago e a um pH elevado (Miedel e Hankenson 2015). 

 De acordo com O’Malley (2005), citado por Baldrey (2021), o ceco é saculado e possui 

microbiota característica (Lactobacillus spp., Bacteroides spp. e alguns coliformes e 

clostrídeos). Tal como outros roedores, estes animais realizam coprofagia (Goodman 2002). 

 Existem poucos estudos sobre dietas específicas adequadas a hamsters (Newberne e 

McConnell 1979, citados por Miedel e Hankenson 2015). Estes animais são omnívoros e 

normalmente são alimentados com alimentos comerciais formulados indicados para roedores 

ou específicos para hamsters, complementando com pequenas quantidades de fruta fresca e 

vegetais (Baldrey 2021).  

Figura 4- Ratazana, Rattus 

norvegicus (Frohlich 2020) 
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2.2.6. Petauros do açúcar 

 Apesar de algumas semelhanças com carnívoros em relação à anatomia 

gastrointestinal e dentição (Johnson-Delaney 2006), os petauros do açúcar (Petaurus 

breviceps, família Petauridae) (Jackson 2012) são omnívoros (Johnson-Delaney 2006) 

(Figura 8). 

 Quando em estado selvagem, estes animais adaptam a sua alimentação à estação do 

ano: na primavera e verão ingerem essencialmente exsudados de insetos e aranhas (entre 

outros artrópodes) e no outono e inverno ingerem exsudados de plantas (nomeadamente 

goma de acácia) (Brust 2013). Outros alimentos a que podem recorrer são: seiva de eucalipto, 

melaço, pólen e exsudado das suas folhas (Brust 2013). De acordo com Brust (2009), citado 

por Brust (2013), em cativeiro os petauros podem ser alimentados com alimentos comerciais 

formulados complementados com frutas frescas e vitaminas.  

 Estes animais não necessitam de dietas ricas em proteína, podendo até ser prejudicial 

quando presente em níveis mais elevados (Dierenfeld 2009). Muitas vezes em cativeiro opta-

se por oferecer opções variadas: alimento comercial formulado seco ou húmido para gato, 

fruta fresca, vegetais e presas vivas (Tenebrio molitor, Galleria mellonella, Acheta domesticus) 

e eventualmente suplementação com líquidos (néctar, sumos de fruta, etc) (Dierenfeld 2009). 

No entanto, ainda não está descrita uma dieta com resultados ótimos em petauros mantidos 

em cativeiro (Dierenfeld 2009). 

 O seu ceco é bastante desenvolvido, pois é onde ocorre a fermentação da goma 

(exsudados de plantas) e o intestino delgado tem o triplo do comprimento do intestino grosso 

(Johnson-Delaney 2006). 

 

 

 

 

Figura 5- Hamster Chinês, Cricetulus griseus 

(Miedel e Hankenson 2015) 



8 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

2.3. Parasitas gastrointestinais de pequenos mamíferos exóticos 

2.3.1. Coelhos 

2.3.1.1. Protozoários (Reino Protista, Subreino Protozoa) (Schoch et al. 2020) 

2.3.1.1.1. Giardia spp. (Filo Fornicata, Ordem Diplomonadida, Família Hexamitidae, 

Género Giardia) (Schoch et al. 2020) 

 Giardia duodenalis é um protozoário gastrointestinal que tem capacidade para 

parasitar coelhos, sendo os quistos eliminados através das fezes destes animais, 

contaminando alimentos e água (Figura 9) (Halliez e Buret 2013). Segundo Schoeb et al. 

(2008) ainda não tinham sido reportados até à data casos de giardiose humana transmitida 

por coelhos. 

 De acordo com Schwartz e Shook (1931), citados por Hadi (2021), Giardia spp. 

localiza-se no intestino delgado do hospedeiro, aderindo fortemente às células intestinais. A 

transmissão ocorre através da ingestão dos quistos eliminados por animais infetados  (Schoeb 

et al. 2008) (Figura 9). 

Figura 6- Petauro do açúcar, Petaurus 

breviceps (Brust 2013) 
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Apesar de ainda não ser claro se Giardia duodenalis é um protozoário considerado 

patogénico para coelhos, Correa et al. (1971), citados por Pakes e Gerrity (1994), 

consideraram que poderia ser essa a causa da ocorrência de surtos de enterite catarral e 

moderada mortalidade em coelhos jovens.  

 Em avaliações filogenéticas de Giardia duodenalis realizadas por Li et al. (2020), foi 

observada uma relação de proximidade genética entre coelhos e bovinos leiteiros, isto é, 

existe possibilidade de transmissão do protozoário entre estas duas espécies animais.  

 

2.3.1.1.2. Eimeria spp. (Filo Apicomplexa, Classe Conoidasida, Subclasse Coccidia, 

Ordem Eucoccidiorida, Família Eimeriidae, Género Eimeria) (Schoch et al. 2020) 

 A infeção por Eimeria spp. em coelhos é um dos principais fatores predisponentes para 

doença do trato gastrointestinal (Varga 1982).  

 Estes protozoários são agentes muito contagiosos que podem afetar o intestino (14 

espécies) e o fígado e vesícula biliar (Eimeira stiedae) (Li e Ooi 2009). 

 A transmissão ocorre através da ingestão de oocistos esporulados a partir de água ou 

alimentos contaminados e, posteriormente, a parede dos oocistos rutura no duodeno devido 

Ingestão de 
quistos

Trofozoítos 
(no lúmen ou 

fixos às 
vilosidades)

Enquistamento

Eliminação de 
quistos 

infetantes nas 
fezes

Contaminação 
de água, 

alimentos e/ou 
fomites

No intestino delgado, 

desenquistam 

Multiplicação e 

movimentação em 

direção ao cólon 

Figura 7- Ciclo de vida de Giardia spp.. Adaptado de Esch e Petersen (2013). 
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à agressão dos sucos gástrico e pancreático, libertanto os esporozoítos (Abd El-Ghany 2021) 

(Figura 10). Para além de invadirem as células intestinais, em alguns casos, invadem também 

o fígado e ducto biliar através dos linfonodos mesentéricos e da circulação portal (Abd El-

Ghany 2021). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Aparentemente as espécies de Eimeria que afetam lagomorfos parecem ser espécie-

específicas, com exceção de E. neoleporis e E. stiedae, pelo que a transmissão para outros 

hospedeiros parece pouco provável (Carvalho 1982 e Pellérdy 1965, citados por Pakes e 

Gerrity 1994). 

 Bhat et al. (1996) caracteriza as espécies de Eimeria que afetam o coelho, consoante 

o seu grau de patogenicidade: E. intestinalis e E. flavescens são espécies de elevada 

patogenicidade; E. magna, E. irresidua, E. stiedae e E. piriformis são espécies de moderada 

patogenicidade; e E. exigua, E. media, E. coecicola e E. perforans são espécies de baixa 

patogenicidade ou não patogénicas.  

 Jing et. al (2012) concluíram que a infeção por mais do que uma espécie de Eimeria 

em coelhos na China era muito frequente, sendo que a maior parte deles possuía duas a oito 

espécies concomitantemente. 

Ingestão de 
oocistos 

esporulados

Esquizogonia

Intestino 
grosso ou 

fígado

Esquizogonia

Gametogonia

Eliminação 
de oocistos 

não 
esporulados 

nas fezes

Esporozoítos penetram 

nas células epiteliais do 

intestino delgado 

 

Esporozoítos penetram 

nas células epiteliais do 

intestino delgado 

 

Esporozoítos penetram 

nas células epiteliais do 

intestino delgado 

 

Esporozoítos penetram 

nas células epiteliais do 

intestino delgado 

Merozoítos 

 

Merozoítos 

 

Merozoítos 

 

Merozoítos 
Telamerozoítos 

 

 

 

Esporulação 

no exterior 

 

Esporulação 

no exterior 

 

Esporulação 

no exterior 

 

Esporulação 

no exterior 

Figura 8- Ciclo de vida de Eimeria spp.. Adaptado de Bowman (2014d) e de Xie et al. (2021). 
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 A doença subclínica é comum na eimeriose hepática e intestinal, no entanto, podem 

surgir sinais clínicos (Pakes e Gerrity 1994; Schoeb et al. 2008). De acordo com Miller e Fowler 

(2003), citados por Abd El-Ghany (2021), a gravidade da infeção vai depender do número de 

oocistos ingeridos e da idade e estado imunitário do animal. Na eimeriose hepática pode 

ocorrer: anorexia, polidipsia, diarreia aquosa, desidratação, mucosas ictéricas, atraso no 

crescimento, mau estado do pelo, distensão abdominal devido a hepatomegália, 

ocasionalmente ascite e mesmo morte (sobretudo em animais mais jovens e em infeções 

graves) (Schoeb et al. 2008). Na eimeriose intestinal podem surgir: má absorção de nutrientes, 

anemia, desequilíbrios eletrolíticos, diarreia (Bhat et al. 1996), perda de peso, fraqueza, 

bruxismo, ânus conspurcado, diarreia hemorrágica, desidratação e polidipsia (Fioramonti et 

al. 1982, citados por Abd El-Ghany 2021). 

 Podem ocorrer diferentes alterações histopatológicas, dependendo do tipo de 

eimeriose em causa (Abd El-Ghany 2021). Na eimeriose hepática podem observar-se: 

hepatomegalia, nódulos hepáticos esbranquiçados, distensão da vesícula biliar (Anexo 2), 

colangite, hiperplasia do ducto biliar, necrose dos hepatócitos (Sorour et al. 2018), alteração 

das veias centrais com dilatação, hemorragia e congestão e fibrose hepática (AL-Naimi et al. 

2012). Na forma intestinal, pode ocorrer inflamação e edema do íleo e jejuno associados a 

hemorragia e ulceração da mucosa (Soulsby 1968, Levine 1985 e Coudert et al. 1995, citados 

por Oncel et al. 2011). 

 As espécies de Eimeria sp. não parasitam humanos (Schoeb et al. 2008). 

 

2.3.1.1.3. Cryptosporidium spp. (Filo Apicomplexa, Classe Conoidasida, Subclasse 

Coccidia, Ordem Eucoccidiorida, Família Cryptosporidiidae, Género Cryptosporidium) 

(Schoch et al. 2020) 

 De acordo com Shiibashi et al. (2005), até então não tinham sido reportados casos de 

criptosporidiose em coelhos domésticos, apesar de se conhecerem casos de infeção em 

coelhos selvagens e de laboratório.  

Pavlásek et al. (1996), citados por Schoeb et al. (2008), concluíram que 

Cryptosporidium parvum era o agente responsável pela ocorrência de diarreia, letargia, 

anorexia e desidratação em coelhos de produção na República Checa. 

 A transmissão de Crypstosporidium parvum ocorre através da ingestão de oocistos 

esporulados (Schoeb et al. 2008) (Figura 11). 
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Morgan-Ryan et al. (2002) propuseram individualizar o genótipo humano de 

Cryptosporidium parvum e designá-lo C. hominis n. sp.. O genótipo de coelho de C. parvum 

apresenta elevada percentagem (>99%) de semelhança genética com dois locus de C. 

hominis (Ryan et al. 2003). 

 

2.3.1.2. Céstodes (Reino Animalia) (Schoch et al. 2020) 

2.3.1.2.1. Mosgovoyia pectinata (Filo Platyhelmintes, Classe Cestoda, Ordem 

Cyclophyllidea, Família Anoplocephalidae, Género Mosgovoyia) (Schoch et al. 2020) e 

Cittotaenia ctenoides (Filo Platyhelmintes, Classe Cestoda, Ordem Cyclophyllidea, 

Família Anoplocephalidae, Género Cittotaenia) (Bowman 2014a) 

 Mosgovoyia pectinata e Cittotaenia ctenoides já foram reportadas em Lepus 

californicus melanotis no norte do Colorado (Cittotaenia spp.) (Britain e Voth 1975) e em 

Oryctolagus cuniculus na Europa (Mosgovoyia pectinata) (Boag et al. 2001).  

As espécies da família Anoplocephalidae não infetam humanos (Schoeb et al. 2008). 
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Figura 9- Ciclo vida de Cryptosporidium spp.. Adaptado de CDC (2019).   

 



13 
 

 O seu ciclo de vida é indireto, utilizando ácaros oribatídeos como hospedeiro 

intermediário: os ácaros ingerem os ovos libertados através das fezes de um lagomorfo 

infetado e, por sua vez, os lagomorfos ingerem os ácaros com larvas cisticercóides em 

desenvolvimento no seu interior (Schoeb et al. 2008). 

 De acordo com Shoeb et al. (2008), as formas adultas parasitárias localizam-se no 

intestino delgado do hospedeiro e, normalmente, não ocorrem sinais clínicos, mas, de acordo 

com Hoofing e Kraus (1994), citados por Schoeb et al. (2008), podem ocorrer enterite, 

obstrução intestinal e perfuração quando há grande número de parasitas. 

 

2.3.1.3. Nemátodes (Reino Animalia) (Schoch et al. 2020) 

2.3.1.3.1. Trichostrongylus retortaeformis (Filo Nematoda, Classe Chromadorea, 

Ordem Strongylida, Família Trichostrongylidae, Género Trichostrongylus) (Schoch et al. 2020) 

 Segundo Audebert et al. (2002), existem quatro espécies de Trichostrongylus 

exclusivas de lagomorfos. Estes autores reportaram estudos prévios que consideram a 

hipótese de ocorrer transmissão deste e de outros parasitas entre ruminantes e lagomorfos, 

baseando-se nas características morfológicas e cinética do desenvolvimento dos parasitas 

nos seus hospedeiros. 

 De acordo com Soulsby (1982), citado por Cattadori et al. (2007), a infeção por 

Trichostrongylus retortaeformis é sazonal. O seu ciclo de vida é direto (Cattadori et al. 2007) 

e os ovos são eliminados através das fezes do hospedeiro e as formas larvares parasitárias 

desenvolvem-se em estado de vida livre (Audebert et al. 2002). A transmissão ocorre através 

da ingestão de L3 (Cattadori et al. 2007). A maturação para as formas parasitárias adultas 

occore no intestino delgado e, raramente, no estômago (Schoeb et al. 2008) (Figura 12). 

 Cattadori et al. (2005), demonstraram que os coelhos adquirem imunidade à infeção 

por Trichostrongylus retortaeformis devido a exposição cumulativa e que, nas fêmeas 

parasitadas, ocorre aumento da intensidade de nemátodes antes do parto. Cattadori et al. 

(2007), observaram uma maior intensidade de infeção por T. retortaeformis em coelhos 

machos com mixomatose, comparativamente a coelhos sem infeção viral.  

 A infeção por Trichostrongylus retortaeformis em coelhos selvagens na Austrália 

contribuiu para a redução das populações (Schoeb et al. 2008). Barker e Ford (1975) 

comprovaram o desenvolvimento de enterite atrófica em coelhos infetados por este parasita.   

 Em 30 espécies de Trichostrongylus descritas em mamíferos, até então só foram 

reportadas 10 delas em humanos, como por exemplo T. colubriformis e T. axei, na Tailândia 

(Phosuk et al. 2013). 
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2.3.1.3.2. Passalurus ambiguus (Filo Nematoda, Classe Chromadorea, Ordem 

Rhabditida, Família Oxyuridae, Género Passalurus) (Schoch et al. 2020) 

 Passalurus ambiguus é um dos nemátodes gastrointestinais mais prevalentes em 

coelhos selvagens e de produção (Szkucik et al. 2013).  

 Este nemátode tem um ciclo de vida direto e as formas parasitárias adultas localizam-

se no ceco e cólon do hospedeiro, podendo ser eliminadas através das fezes (Schoeb et al. 

2008). A transmissão ocorre através da ingestão de ovos nas fezes ou ovos que tenham 

contaminado alimentos e água (Abdel-Gaber et al. 2019), não infetando humanos (Schoeb et 

al. 2008). No interior destes ovos existe uma L3, que é a forma parasitária infetante (Boag et 

al. 2001).  

 De acordo com Abdel-Gaber et al. (2019) geralmente não ocorrem sinais clínicos. 

Ocasionalmente pode ocorrer irritação perianal, anal e retal, prolapso retal e diminuição do 

peso (ESCCAP 2017). 

 

2.3.2. Porquinhos da Índia 

2.3.2.1. Protozoários  

2.3.2.1.1. Eimeria caviae  

 O ciclo de vida deste parasita é direto, sendo a transmissão fecal-oral (Anónimo 2009).  
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Figura 10- Ciclo de vida de Trichostrongylus spp.. Adaptado de CDC (2017b). 
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 Eimeria caviae pode provocar diarreia em porquinhos da Índia jovens, mas em adultos 

é raro (Pignon e Mayer 2021). Na América do Sul já foram reportados casos de diarreia 

hemorrágica associada a este protozoário (Jones e Garcia 2019). A infeção por parasitas é a 

causa menos comum de diarreia em porquinhos da índia (Anónimo 2009). Estes podem ser 

apenas portadores do protozoário, sem desenvolvimento de sinais clínicos e, eventualmente, 

aqueles que recuperam desenvolvem alguma imunidade (Anónimo 2009). Eimeria caviae tem 

sido descrito como um agente com efeito patogénico baixo em porquinhos da Índia (Jones e 

Garcia 2019). 

 As guidelines da ESCCAP (2017) revelam o surgimento de lesões macroscópicas na 

mucosa do colón em caso de infeção grave, nomeadamente placas brancas ou amarelas e 

pequenas lesões hemorrágicas. 

 Eimeria spp. são protozoários oportunistas, pelo que, normalmente, existem 

acontecimentos que predispõem o desenvolvimento de sinais clínicos, como por exemplo: 

stress, transporte, alterações climáticas, mudança de ambiente, desmame, sobrepopulação 

ou cuidados de higiene insuficientes (Anónimo 2009).  

 

2.3.2.1.2. Cryptosporidium spp.  

 A única espécie do género Cryptosporidium descrita em porquinhos da Índia é 

Cryptosporidium wrairi (Vetterling et al. 1971). Este parasita localiza-se principalmente no 

jejuno e íleo de diferentes hospedeiros (ESCCAP 2017). 

 De acordo com Ballweber e Harkness (2007), citados por Jones e Garcia (2019), 

Cryptosporidium wrairi é um parasita com capacidade para desenvolver doença em 

porquinhos da Índia, provocando diarreia, prostração e perda de peso. Ainda assim, 

considera-se que tem um efeito patogénico baixo (Jones e Garcia 2019).  

 É importante considerar o potencial zoonótico de Cryptosporidium wrairi, uma vez que 

pode provocar doença em humanos (ESCCAP 2017). 

 

2.3.2.1.3. Balantidium spp. (Filo Ciliophora, Classe Litostomatea, Ordem Vestibuliferida, 

Família Balantidiidae, Género Balantidium) (Schoch et al. 2020) 

 Balantidium caviae é um protozoário com capacidade de infetar porquinhos da Índia e 

cuja localização preferencial é o ceco (ESCCAP 2017). Os quistos podem encontrar-se no 

intestino grosso e fezes de porquinhos da Índia infetados (Vetterling 1976) (Anexo 3). 

 De acordo com Motamedi et al. (2014), Balantidium coli é um protozoário que se 

distribui por vários hospedeiros: suínos, macacos, ratazanas, porquinhos da Índia e, 

esporadicamente, a infeção pode ocorrer em humanos em condições higiossanitárias 
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inadequadas, uma vez que a transmissão ocorre por ingestão de alimentos e água 

contaminados com quistos do parasita.    

 De acordo com Ballweber e Harkness (2007), citados por Jones e Garcia (2019), os 

sinais clínicos induzidos pela infeção por Balantidium caviae são: diarreia, perda de peso e 

prostração. Por outro lado, Jones e Garcia (2019) referem que o efeito patogénico da espécie 

Balantidium coli em porquinhos da Índia é baixo.   

  

2.3.2.1.4. Giardia spp.  

 Giardia spp. são protozoários que se localizam no intestino delgado do hospedeiro sob 

a forma de trofozoítos, ao contrário dos restantes parasitas flagelados que se localizam no 

ceco e cólon (Bowman 2014d). Os porquinhos da Índia podem ser parasitados por Giardia 

caviae e G. duodenalis (Morrisey 1996). 

Antes de serem eliminados pelas fezes, geralmente os trofozoítos transformam-se em 

quistos, a sua forma infetante (Bowman 2014d). Os trofozoítos podem surgir em fezes 

diarreicas de animais infetados, embora estes não tenham capacidade para infetar outro 

hospedeiro e morrem brevemente (Bowman 2014d). 

 De acordo com Ballweber e Harkness (2007), citados por Jones e Garcia (2019), 

Giardia duodenalis é um protozoário gastrointestinal com capacidade de causar doença em 

porquinhos da Índia, provocando perda de peso, prostração e diarreia, mas, de um modo 

geral, as infeções por Giardia spp. são subclínicas (Morrisey 1996). 

É relativamente frequente a observação de quistos de Giardia spp. em fezes de 

consistência normal em hospedeiros sem sinais clínicos da doença (Bowman 2014d).  

O potencial zoonótico de assemblages (nomeadamente A e B) da espécie Giardia 

duodenalis já tem sido considerado em porquinhos da Índia (Lebbad et al. 2011). 

 

2.3.2.2. Céstodes  

2.3.2.2.1. Rodentolepis nana e Hymenolepis diminuta (Filo Platyhelminthes, Classe 

Cestoda, Subclasse Eucestoda, Ordem Cyclophyllidea, Família Hymenolepididae, Género 

Rodentolepis/Hymenolepis) (Schoch et al. 2020) 

 Os porquinhos da Índia, e roedores em geral, podem ser hospedeiros de Rodentolepis 

nana e Hymenolepis diminuta, cuja localização ocorre no intestino delgado (Mandal 2017a). 

R. nana pode infetar também primatas símios e ambas as espécies têm capacidade 

para infetar o Homem (Mandal 2017a). Rodentolepis nana é o céstode mais comum a infetar 

humanos (Smyth 1994, citado por Macnish et al. 2002). No entanto, de acordo com um estudo 

realizado por Macnish et al. (2002) na Austrália, o risco zoonótico de R. nana ainda era 

questionável, estando em concordância com outros estudos já reportados.  
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 O ciclo de vida é indireto para Hymenolepis diminuta e pode ser direto ou indireto para 

Rodentolepis nana (Mandal 2017a). No ciclo de vida indireto, surgem hospedeiros 

intermediários invertebrados, nomeadamente Tenebrio molitor, Tribolium confusum e 

Nosopsyllus fasciatus para H. diminuta e Tenebrio molitor, T. obscurus, Pulex irritans, 

Ctenocephalides canis e Xenopsylla cheopis para R. nana (Baker 2006). 

 No ciclo de vida direto os ovos são ingeridos pelo hospedeiro, eclodem e surgem as 

oncosferas que, quando penetram as vilosidades intestinais, transformam-se em larvas 

cisticercóides (Mandal 2017a). Daqui surgem as formas parasitárias adultas sexualmente 

maturas, no lúmen intestinal (Mandal 2017a), que vivem apenas alguns dias no interior do 

hospedeiro (Baker 2006) (Figura 13). 

 No ciclo de vida indireto os ovos são libertados pelo hospedeiro definitivo e ingeridos 

pelo hospedeiro intermediário, onde eclodem (Mandal 2017a). Por sua vez, o hospedeiro 

definitivo ingere o hospedeiro intermediário com larvas cisticercóides (Mandal 2017a) (Figura 

14). 

 A infeção por Rodentolepis nana ou Hymenolepis diminuta provoca enterite (Mandal 

2017a). 
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Figura 11- Ciclo de vida direto de Rodentolepis nana. Adaptado de CDC (2017a). 
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2.3.2.3. Nemátodes  

2.3.2.3.1. Paraspidodera uncinata (Filo Nematoda, Classe Chromadorea, Ordem 

Rhabditida, Superfamília Heterakoidea, Família Aspidoderidae, Género Paraspidodera) 

(Schoch et al. 2020) 

 De acordo com Meutchieye et al. (2017), Paraspidodera uncinata é um helminte 

comum em porquinhos da Índia domésticos. Este nemátode localiza-se no ceco do hospedeiro 

e pode existir em grande número, mas, aparentemente, não provoca doença nem lesões 

significativas (Motamedi et al. 2014). Por outro lado, de acordo com Ballweber e Harkness 

(2007), citados por Jones e Garcia (2019), P. uncinata promove doença clínica em porquinhos 

da Índia, surgindo perda de peso, prostração e diarreia.  

 Num estudo realizado em porquinhos da Índia de laboratório por Porter e Otto (1934), 

citados por Pinto et al. (2002), foi detetada uma maior gravidade de infeção por Paraspidodera 

uncinata em machos relativamente às fêmeas. 
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Figura 12- Ciclo de vida indireto de Rodentolepis nana e Hymenolepis diminuta. Adaptado de CDC 

(2017a). 
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2.3.3. Chinchilas 

2.3.3.1. Protozoários 

2.3.3.1.1. Eimeria chinchillae 

 De acordo com Silva et al. (1980), citados por Gurgel et al. (2005), Eimeria spp. afeta 

sobretudo animais jovens, localizando-se no intestino delgado e/ou intestino grosso. 

 A infeção por Eimeria chinchillae está associada a diarreia aquosa e hemorrágica, 

timpanismo e convulsões (Boussarie 2002). 

 

2.3.3.1.2. Cryptosporidium spp. 

 De acordo com as guidelines da ESCCAP (2017), até à data só tinha sido 

diagnosticado um caso de criptosporidiose numa chinchila de companhia com 8 meses de 

idade que apresentava diarreia.  

Qi et al. (2015) realizaram um estudo sobre a ocorrência de Cryptosporidium spp. em 

chinchilas na China. Identificaram o protozoário em chinchilas de lojas de animais e chinchilas 

de reprodução e detetaram uma maior percentagem de infeção em animais com menos de 

180 dias.   

 

2.3.3.1.3. Giardia spp. 

 Giardia duodenalis é uma espécie que pode causar doença em chinchilas, sobretudo 

em jovens ou em animais com desiquilíbrios da microbiota intestinal (Gurgel et al. 2005). De 

acordo com Eidmann (1992), citado por Gurgel et al. (2005), para além disso, existem fatores 

predisponentes que podem promover a sua patogenicidade, como: stress, sobrepopulação e 

falta de higiene dos espaços ocupados pelos animais.  

 A giardiose é a doença parasitária mais comum em chinchilas (Neves 1989, citado por 

Gurgel et al. 2005). 

 

2.3.3.2. Céstodes 

2.3.3.2.1. Rodentolepis nana 

 De acordo com Quesenberry et al. (2012), citados por Teixeira (2013), a infeção por 

R. nana em chinchilas, geralmente, não desenvolve sinais clínicos, mas pode ocorrer 

debilidade, perda de peso, diarreia, anorexia e morte. 

 



20 
 

2.3.3.3. Nemátodes 

2.3.3.3.1. Syphacia obvelata (Filo Nematoda; Classe Chromadorea; Ordem Rhabditida; 

Família Oxyuridae; Género Syphacia) (Schoch et al. 2020) 

 De acordo com as guidelines da ESCCAP (2017), Syphacia obvelata é um nemátode 

que se localiza no cólon e ceco de chinchilas, sendo que estas geralmente não apresentam 

sinais clínicos de doença, desenvolvendo apenas alguma irritação perianal. 

   

2.3.4. Ratazanas 

2.3.4.1. Protozoários 

2.3.4.1.1. Cryptosporidium spp. 

 Foram descritas duas espécies de Cryptosporidium em ratos de laboratório: C. muris 

nas glândulas gástricas (Tyzzer 1907) e C. parvum no intestino delgado (Tyzzer 1912, citado 

por Iseki 1986).  

 De acordo com Whary et al. (2015) Cryptosporidium muris é ligeiramente patogénico.  

No estudo realizado por Iseki (1986), ratazanas infetadas experimentalmente com 

Cryptosporidium spp. não desenvolveram sinais clínicos (perda de peso, diarreia, prostração 

e/ou perda de apetite), mesmo quando estavam a excretar um grande número de oocistos. 

Podem ocorrer lesões decorrentes da infeção por este protozoário, nomeadamente atrofia das 

vilosidades intestinais e enterite (ESCCAP 2017).  

 Os oocistos de Cryptosporidium spp. excretados nas fezes de ratazana são infetantes 

para os humanos (Iseki 1986). Os roedores selvagens têm sido questionados como possíveis 

reservatórios deste protozoário, transmitindo a infeção ao Homem (Kimura et al. 2007).  

Cryptosporidium hominis é uma espécie morfologicamente idêntica ao genótipo bovino 

de C. parvum, mas, ao contrário deste último, não é transmitido a ratos, ratazanas, gatos e 

cães  (Morgan-Ryan et al. 2002). Num estudo realizado por Peng et al. (1997), estes puderam 

concluir que o genótipo humano não é transmissível a ratos e vitelos.  

 

2.3.4.1.2. Eimeria spp. 

 Eimeria nieschulzi é um parasita do intestino delgado (Baker 2006). É a espécie mais 

comum em ratazanas e provavelmente a mais patogénica, afetando sobretudo animais mais 

jovens (ESCCAP 2017). Os animais infetados excretam nas fezes oocistos esporulados 

durante 4 a 7 dias (Baker 2006). 

 Quando em pequenos números, Eimeira nieschulzi é considerada moderadamente 

patogénica (Baker 2006) mas, por outro lado, em grande número pode causar lesões 

intestinais graves como: edema, infiltração celular, hiperplasia das criptas e atrofia das 

vilosidades (Smith et al. 1995) e petéquias (ESCCAP 2017). Para além disso, a infeção por 
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este protozoário pode dificultar a digestibilidade de nutrientes (Frandsen 1983). De acordo 

com Becker (1934), citado por Baker (2006), os animais parasitados por E. nieschulzi podem 

desenvolver sinais clínicos como: anorexia, diarreia ou diminuição da produção fecal, perda 

de peso e pode também haver dificuldade na resposta à infeção por outros parasitas, 

nomeadamente nemátodes.  

 As ratazanas também podem ser infetadas por outras espécies do género Eimeria mas 

essas geralmente não são patogéncias: Eimeira miyairii, E. separata (ESCCAP 2017), E. 

nochti, E. hasei, E. ratti e E. carinii (de acordo com Soulsby 1982, citado por Baker 2006).  

 

2.3.4.1.3. Giardia spp. 

 De acordo com Morrisey (1996), as ratazanas podem ser infetadas por Giardia muris 

e Giardia duodenalis. Normalmente os trofozoítos aderem às microvilosidades dos enterócitos 

do duodeno (Whary et al. 2015).  

 A transmissão ocorre pela via fecal-oral (Whary et al. 2015), através da ingestão de 

quistos resistentes no ambiente (Baker 2006). 

 Geralmente as infeções são subclínicas, mas pode surgir diarreia, perda de peso 

(Morrisey 1996), mau estado do pelo, distensão abdominal (Whary et al. 2015), inapetência e 

letargia (Baker 2006). Whary et al. (2015) acrescenta que infeções graves podem ser letais 

em animais imunodeficientes e descreve a possibilidade de ocorrência de lesões intestinais, 

surgindo um fluido amarelo ou branco no interior do intestino delgado e um aumento de células 

inflamatórias na lâmina própria. 

 Experimentalmente as ratazanas são resistentes à infeção cruzada por ratos e 

hamsters (Kunstyr et al. 1992).  

  Giardia muris é um dos protozoários mais importantes que ocorrem em ratazanas 

(Baker 2007, citado por Chagas et al. 2017). Mas, segundo Baker (2006) não existe evidência 

de que G. muris seja um agente zoonótico. 

 

2.3.4.2. Céstodes 

2.3.4.2.1. Rodentolepis nana e Hymenolepis diminuta  

 Whary et al. (2015) descrevem que o escólex das larvas cisticercóides fixa-se à 

mucosa intestinal do hospedeiro definitivo e após 2 semanas surgem as formas parasitárias 

adultas. 20 a 30 dias após a ingestão dos ovos, poderá ocorrer doença, sendo que os animais 

jovens são os mais frequentemente afetados aquando de infeções graves (Whary et al. 2015) 

 Os ovos de Hymenolepis diminuta são mais resistentes do que os de R. nana, podendo 

resistir nas fezes durante 6 meses (Baker 2006). 
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2.3.4.3. Nemátodes 

2.3.4.3.1. Trichuris muris (Filo Nematoda, Classe Enoplea, Ordem Trichinellida, Família 

Trichuridae, Género Trichuris) (Schoch et al. 2020) 

 O ciclo de vida de Trichuris muris é direto e os hospedeiros eliminam os ovos nas fezes 

(Cliffe e Grencis 2004). Estes só se tornam infetantes quando embrionados, o que acontece 

cerca de 2 meses após a sua eliminação no ambiente (Cliffe e Grencis 2004) (Anexo 4). 

 Este é um parasita do intestino grosso que pode promover diarreia mucóide com 

coloração sanguínea (ESCCAP 2017). 

 

2.3.4.3.2. Aspiculuris tetraptera (Filo Nematoda, Classe Chromadorea, Ordem 

Rhabditida, Superfamília Oxyuroidea, Família Heteroxynematidae, Género Aspiculuris) 

(Schoch et al. 2020) 

 Aspiculuris tetraptera é um oxiurídeo com um ciclo de vida direto que dura cerca de 23 

a 25 dias (Whary et al. 2015). 

 Os ovos tornam-se infetantes 6 a 7 dias após serem libertados nas fezes (Whary et al. 

2015) e a transmissão ocorre através da ingestão de ovos embrionados com L3 (Baker 2006). 

As formas larvares fixam-se no cólon caudal, onde se desenvolvem e posteriormente 

deslocam-se para o cólon cranial para amadurecerem (Baker 2006), cerca de 3 semanas após 

infeção do hospedeiro (Whary et al. 2015). As fêmeas adultas localizam-se no intestino 

grosso, onde se mantêm durante 45 a 50 dias e onde depositam durante a noite os seus ovos, 

na camada mucosa intestinal (Whary et al. 2015). 

 Aspiculuris tetraptera alimenta-se das bactérias intestinais do hospedeiro e, 

geralmente, não é patogénico mas pode tornar os animais mais suscetíveis a outras infeções 

(ESCCAP 2017). 

 

2.3.4.3.3. Syphacia muris  

 O ciclo de vida de Syphacia muris é direto e tem a duração de 7 a 8 dias (Lewis e 

D’silva 1986).  

 As formas adultas parasitárias localizam-se no ceco e cólon do hospedeiro (Meade e 

Watson 2014). Antes de morrerem, as fêmeas adultas dirigem-se para o ânus para 

depositarem os seus ovos (Meade e Watson 2014). Os ovos embrionados com L3 são as 

formas infetantes do parasita (Stahl 1963). 
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2.3.4.3.4. Heterakis spumosa (Filo Nematoda, Classe Chromadorea, Ordem Rhabditida, 

Família Heterakidae, Género Heterakis) (Schoch et al. 2020) 

 Heterakis spumosa localiza-se no cólon proximal de ratos (Harder et al. 1994) mas 

inicialmente, quando os ovos são ingeridos, estes fixam-se no estômago (Baker 2006). 

 Através de um estudo realizado por Zain et al. (2012), em duas populações de 

ratazanas urbanas na Malásia, estes puderam concluir que a intensidade da infeção por este 

parasita aumenta com a idade das ratazanas, mas diminui com as estações do ano húmidas. 

 O ciclo de vida de Heterakis spumosa é direto: os hospedeiros infetados eliminam os 

ovos não embrionados com as fezes e estes, por sua vez, tornam-se infetantes em cerca de 

14 dias, se as condições ambientais forem favoráveis (Baker 2006). 

 Segundo Baker (2006), Heterakis spumosa não é um parasita patogénico para 

ratazanas.  

 

2.3.4.3.5. Trichostrongylus spp.  

 Trichostrongylus sigmodontis é um parasita gastrointestinal cujas formas parasitárias 

adultas estão no ceco, mas, posteriormente, algumas delas deslocam-se para o último terço 

do intestino delgado do hospedeiro (Thatcher e Scott 1962). 

 Normalmente na infeção por Trichostrongylus spp. os sinais clíncios estão ausentes, 

no entanto, quando ocorre um grande número de parasitas pode surgir diarreia aquosa 

(Bowman 2014b).  

 

2.3.5. Hamsters 

2.3.5.1. Protozoários 

2.3.5.1.1. Cryptosporidium muris 

 A infeção por Cryptosporidium muris em hamsters pode provocar diarreia, 

normalmente associada a ileíte proliferativa (ESCCAP 2017). 

 

2.3.5.1.2. Giardia spp. 

 De acordo com Percy e Barthold (2007), citados por Sheppard et al. (2013), Giardia 

muris é a espécie de Giardia mais comum em hamsters. Quando infetados, normalmente, os 

animais não desenvolvem sinais clínicos, mas é possível ocorrer emaciação e diarreia (Percy 

e Barthold 2007, citados por Sheppard et al. 2013). 
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2.3.5.2. Céstodes 

2.3.5.2.1. Rodentolepis nana e Hymenolepis diminuta 

 De acordo com Soave (1963), citado por Miedel e Hankenson (2015), os efeitos da 

infeção por Hymenolepis spp. dependem do número de parasitas e do grau de oclusão 

intestinal, mas geralmente são benignos.  

 Os detentores de hamsters parasitados com R. nana, podem observar a presença de 

proglótides no períneo ou nas fezes do animal (Sheppard et al. 2013). 

 

2.3.5.3. Nemátodes  

2.3.5.3.1. Aspiculuris tetraptera e Syphacia spp.  

 Nos hamsters podem ser econtradas as seguintes espécies de Syphacia: S.criceti, 

S.mesocriceti, S.obvelata, S.stroma, S.peromysci e S.muris (Burr et al. 2012), sendo as duas 

primeiras as mais prevalentes (ESCCAP 2017). 

  A trasmissão é muito fácil entre roedores coabitantes e ocorre atavés da ingestão de 

ovos embrionados ou por retroinfeção (sobretudo no caso de infeção por Syphacia spp.) 

(Sürsal et al. 2014). 

  

2.3.6. Petauros do açúcar 

2.3.6.1. Protozoários 

2.3.6.1.1. Eimeria spp. 

 De acordo com Ness (1999), já foram identificados casos de coccidiose por Eimeria 

spp. em petauros do açúcar de cativeiro.  

 

2.3.6.1.2. Cryptosporidium spp. 

 Em marsupiais a infeção por Cryptosporidium spp. pode promover sinais clínicos 

como: diarreia, letargia, perda de apetite e morte em 7 a 10 dias (Brust 2013). 

 

2.3.6.1.3. Giardia spp. 

 Giardia spp. está frequentemente presente em baixos níveis em petauros do açúcar 

(Brust 2013). 

 

2.3.6.2. Céstodes e nemátodes 

 Em petauros do açúcar em cativeiro, os parasitas intestinais são raros e normalmente 

não patogénicos (Brust 2013). Ainda assim, de acordo com Beveridge (1993), citado por Ness 

(1999), podem destacar-se alguns nemátodes como Ophidascaris robertsi e 



25 
 

Paraustrostrongylus, cujo diagnóstico pode ser realizado através da observação de ovos na 

técnica de flutuação fecal (Ness 1999). 

 Agúndez et al. (2014) reportaram o primeiro caso de infeção por Ophidascaris robertsi 

em petauros do açúcar. O animal apresentava-se em choque, caquético, hipotérmico e 

gravemente desidratado. À necrópsia foi possível observar nemátodes (L3) na cavidade 

abdominal e cavidades do coração (Anexo 5).   

 

2.4. Diagnóstico 

2.4.1. Protozoários 

2.4.1.1. Cryptosporidium spp. 

 O diagnóstico de infeção por Cryptosporidium spp. pode ser realizado através da 

observação de oocistos a partir de técnicas de flutuação fecal (Jones e Garcia 2019)  ou de 

esfregaço fecal com coloração Ziehl-Neelsen (ESCCAP 2017) (Figura 15). Os oocistos de 

Cryptosporidium spp. são muito pequenos e, na coloração Ziehl-Neelsen, ficam corados de 

vermelho (ESCCAP 2017). Num estudo realizado por Zahedi et al. (2017), a identificação de 

Cryptosporidium spp. foi realizada através de PCR das amostras de fezes, permitindo também 

a especiação. Estes autores enviaram segmentos de intestino delgado para avaliação 

histopatológica, tendo sido identificados trofozoítos e merontes no epitélio (Figura 15). 

 A solução saturada de açúcar (gravidade específica 1.33) é a solução ideal na técnica 

de flutuação fecal para concentrar oocistos de Cryptosporidium spp. (Bowman 2014d). 

 Meutchieye et al. (2017) detetaram antigénios de Giardia e Cryptosporidium em 

porquinhos da Índia domésticos, através do kit de antigénio baseado na técnica de ELISA. 
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Figura 13- Oocistos de Cryptosporidium spp.. 1- Oocistos de C. parvum numa preparação de flutuação 

de fezes de um vitelo (Bowman 2014d). 2- Oocistos de C. parvum (setas) em secção histológica do íleo de um 

hamster (Burr et al. 2012). 3- Oocistos de Cryptosporidium spp. (setas) em esfregaço de fezes de cão colhidas 

num parque canino, com coloração Ziehl-Neelsen (Ferreira et al. 2017). 

 



26 
 

2.4.1.2. Eimeria spp. 

 O diagnóstico pode ser realizado por observação de esfregaço fecal direto (Ballweber 

e Harkness 2007, citados por Anónimo 2009) ou através de técnicas de flutuação (Jones e 

Garcia 2019) para observação de oocistos (Figura 16). Sivajothi et al. (2016) utilizaram 

solução salina saturada para a deteção de oocistos de Eimeria stiedae através da técnica de 

flutuação. Caracteristicamente apresentam forma oval e contêm no seu interior quatro 

esporocistos, cada um com dois esporozoítos (d’Ovidio, Noviello, Ianniello, et al. 2015). 

 A avaliação histopatológica intestinal (Vetterling 1976; Baker 2006), ou de tecido 

hepático e sedimento biliar (Sivajothi et al. 2016), é útil para a avaliação de diferentes formas 

parasitárias de Eimeria spp. (Figura 16).  

 Wei et al. (2020), avaliaram o potencial do serodiagnóstico de Eimeria stiedae, através 

das técnicas de Western blotting e ELISA. Hassan et al. (2015) concluíram que o PCR permite 

obter um diagnóstico mais prematuro do que outros métodos tradicionais de diagnóstico (12 

dias após a infeção).  

 Uma análise fecal parasitológica negativa não exclui de imediato o diagnóstico de 

eimeriose (Anónimo 2009). Um animal que apresente oocistos de Eimeria spp. nas análises 

fecais pode não apresentar doença com sinais clínicos evidentes (Abd El-Ghany 2021). 

 

  

2.4.1.3. Balantidium caviae 

 Os quistos de Balantidium caviae têm um forma esférica a oval e uma parede espessa 

de cor amarela-acastanhada, podendo ser observados a partir de: esfregaço fecal direto 

(Anexo 6), flutuação fecal ou esfregaços de cólon e ceco obtidos na necrópsia (Vetterling 

1976).  
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Figura 14- Eimeria spp.. 1- Oocisto numa preparação de Mini-FLOTAC, com origem em fezes de aves 

domésticas e/ou exóticas (Lozano et al. 2021). 2- Esquizontes de E. bovis em diferentes fases de desenvolvimento, 

nas células epiteliais de um vitelo (Bowman 2014c). 3- Secção histológica do fígado de um coelho parasitado com 

E. stiedae. Na imagem podem observar-se diversos estádios de desenvolvimento do protozoário no interior das 

células epiteliais do ducto biliar e inúmeros oocistos no seu lúmen (Nowland et al. 2015). 
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2.4.1.4 Giardia spp. 

 O diagnóstico de infeção por Giardia spp. pode ser realizado através do teste de 

fixação de complemento, deteção de copro-antigénio por ELISA, sondas DNA e PCR (Mandal 

2017b). Atualmente existem testes mais rápidos e práticos para utilização em ambiente 

clínico, o teste SNAP, que tem por base a técnica de ELISA e a amostra é obtida através de 

uma zaragatoa retal (Carlin et al. 2006). Whary et al. (2015) referem a observação de 

trofozoítos e quistos em esfregaço fecal direto (Figura 17).  

 Levine (1985), citado por Schoeb et al. (2008), descreve o método de flutuação fecal 

(com solução de sulfato de zinco para evitar a distorção dos quistos) para observação de 

trofozoítos ou quistos (Figura 17). Levecke et al. (2011) utilizaram o método de flutuação fecal 

com centrifugação (com solução saturada de açúcar de gravidade específica 1.27). A solução 

de açúcar é bastante efetiva para a identificação de diferentes ovos e quistos mas distorce ou 

destrói grande parte dos quistos de Giardia spp., dificultando o seu reconhecimento (Dryden 

et al. 2006). De acordo com Bowman (2014d), a gravidade específica da solução de sulfato 

de zinco a utilizar deve ser de 1.18. 

 Bowman (2014d) refere outros métodos de diagnóstico, como por exemplo 

microscopia em contraste de fase, corando esfregaços fecais com soluto de Lugol, para 

observação de quistos e trofozoítos. Os quistos de Giardia spp. também podem ser 

identificados em esfregaço fecal com coloração Ziehl-Neelsen, em ampliação 1000x do 

microscópio ótico (Ferreira et al. 2017) (Figura 17).  

 No estudo realizado por Al-Aboody et al. (2016), foram detetados quistos de Giardia 

spp. através da técnica de sedimentação.  
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Figura 15- Giardia spp.. 1- Trofozoíto em esfregaço fecal com coloração tricrómica (Bowman 2014d). 2- 

Quistos (setas) em esfregaço de fezes de cão colhidas num parque canino, com coloração Ziehl-Neelsen (Ferreira 

et al. 2017). 3- Quistos numa preparação de flutuação fecal com centrifugação, utilizando solução saturada de 

açúcar (Dryden et al. 2006). 
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2.4.2. Céstodes 

2.4.2.1. Rodentolepis nana e Hymenolepis diminuta 

 O diagnóstico pode ser realizado por esfregaço fecal direto com observação de ovos 

ou proglótides (Mandal 2017b).  

 De acordo com Whary et al. (2015), o diagnóstico também pode ocorrer através da 

observação de ovos após realização de técnicas de flutuação fecal (Figura 18) ou, em 

necrópsia, com a abertura de secções intestinais em placas de Petri com solução salina para 

facilitar a observação de formas parasitárias adultas.  

 

 

 

 

 

 

 

2.4.2.2. Mosgovoyia pectinata 

 No estudo realizado por Szkucik et al. (2013) em coelhos de matadouro, foram 

detetados ovos de Mosgovoyia pectinata através de técnicas de flutuação fecal (Anexo 7).  

 

2.4.3. Nemátodes 

2.4.3.1. Trichostrongylus spp. 

 Num estudo realizado por Thatcher e Scott (1962), o diagnóstico de infeção por 

Trichostrongylus spp. foi realizado a partir da observação de ovos em técnicas de flutuação 

fecal (Figura 19) e através do método de Baerman para observação de formas larvares. Na 

necrópsia poderá observar-se diretamente a presença de formas adultas no lúmen intestinal 

(Thatcher e Scott 1962). 

 Buonfrate et al. (2017) acrescentam as técnicas de cultura fecal em agár-Koga 

modificada (baixa sensibilidade) para a deteção de larvas (Figura 19) e PCR.  
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Figura 16- Ovos de Rodentolepis nana e Hymenolepis diminuta identificados em fezes de 

esquilos de companhia, através da técnica de FLOTAC (d’Ovidio, Noviello, Pepe, et al. 2015). 1- 

Rodentolepis nana. 2- Hymenolepis diminuta  
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2.4.3.2. Aspiculuris tetraptera 

 De acordo com Baker (2006), os métodos de diagnóstico envolvem as técnicas de 

flutuação fecal para observação de ovos de Aspiculuris spp. ou observação das formas 

larvares e/ou adultas no intestino durante a necrópsia. Os ovos têm forma elíptica (Whary et 

al. 2015) (Anexo 8). 

 

2.4.3.3. Syphacia spp. 

 O diagnóstico de infeção por Syphacia spp. baseia-se na identificação de ovos por 

observação direta após colheita com fita-cola na região perianal (ESCCAP 2017) (Figura 20). 

Também é possível através da flutuação fecal (ESCCAP 2017), mas é pouco fiável uma vez 

que a maior parte dos ovos são depositados fora do trato gastrointestinal (Whary et al. 2015).  

 A observação de formas parasitárias adultas no intestino grosso em necrópsia, é outro 

método de diagnóstico (Whary et al. 2015) (Figura 20).  
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Figura 17- Trichostrongylus spp.. 1- L3 identificada em cultura de fezes de um humano (Buonfrate et al. 

2017). 2- Ovos observados em fezes de coelhos de matadouro, através da técnica de McMaster (Szkucik et al. 

2013).  

 

Figura 18- Syphacia spp.. 1- Ovos de S. mesocriceti, com origem em amostra perianal de um hamster sírio 

obtida com recurso a fita-cola (Burr et al. 2012). 2- Adulto de S. muris e ovos excretados pelo mesmo, observados 

na necrópsia de uma ratazana (Meade e Watson 2014).   
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2.4.3.3. Paraspidodera uncinata 

 O diagnóstico de infeção por Paraspidodera uncinata pode ser realizado através de 

técnicas de flutuação fecal (Jones e Garcia 2019) (Anexo 9). Os ovos têm uma parede 

espessa e forma elíptica (d’Ovidio, Noviello, Ianniello, et al. 2015). A presença de formas 

parasitárias larvares nas fezes é muito rara (Pinto et al. 2002). 

 

2.4.3.4. Trichuris muris 

 De acordo com a ESCCAP, o meio de diagnóstico consiste na observação de ovos de 

Trichuris spp., através de técnicas de flutuação fecal. Os ovos apresentam forma de barril ou 

de limão, cor castanha e um tampão em cada polo (ESCCAP 2017) (Anexo 10). 

 

2.4.3.5. Heterakis spumosa 

 No estudo desenvolvido por Qasim et al. (2014), o meio de diagnóstico utilizado foi a 

técnica de flutuação fecal (com solução saturada de cloreto de sódio) para observação de 

ovos de Heterakis spp. (Anexo 11). Também pode ser realizada a identificação de formas 

adultas do parasita no intestino grosso, durante a necrópsia (Baker 2006). 

 

2.4.3.6. Passalurus ambiguus 

 No estudo realizado por Rinaldi et al. (2007) acerca da prevalência de Passalurus 

ambiguus em coelhos, os métodos de diagnóstico utilizados foram: McMaster, FLOTAC e 

esfregaço fecal direto a partir de colheita com fita-cola na região perianal. Os ovos de 

Passalurus ambiguus são, como quase todos os ovos de oxiurídeos, achatados ao longo de 

um dos lados (ESCCAP 2017) (Anexo 12).  

 Foi através da técnica de FLOTAC que, Rinaldi et al. (2007), obtiveram um maior 

número de resultados positivos, sendo que a de McMaster e o esfregaço fecal originaram 

alguns falsos negativos. Estes autores verificaram uma maior excreção de ovos durante os 

períodos da tarde e noite.  

 O diagnóstico também pode ser realizado através da observação de formas 

parasitárias adultas no ceco e cólon de coelhos, em necrópsia (Schoeb et al. 2008). 

  

2.5. Terapêutica 

 Os princípios ativos utilizados na terapêutica das parasitoses por nemátodes são 

febantel em associação com pamoato de pirantel, fenbendazol, oxfendazol ou ivermectina em 

petauros do açúcar (Brust e Pye 2013), pamoato de pirantel ou febantel em roedores (Mayer 

2013) e pamoato de pirantel ou fenbendazol em coelhos (Fiorello e Divers 2013) (Anexo 14). 
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 Nas parasitoses por céstodes, utilizam-se oxfendazol ou fenbendazol em petauros do 

açúcar (Brust e Pye 2013) e praziquantel em roedores (Mayer 2013) e coelhos (Fiorello e 

Divers 2013) (Anexo 14).  

 Em petauros do açúcar, coelhos e roedores, a terapêutica da infeção por protozoários 

intestinais é realizada com metronidazol (Brust e Pye 2013; Fiorello e Divers 2013; Mayer 

2013) (Anexo 14). 

 

2.6. Prevenção 

 De acordo com Sutherland et al. (2021), a prevenção de parasitas internos e externos 

em coelhos, porquinhos da Índia, ratazanas, chinchilas, hamsters e petauros do açúcar 

depende dos fatores de risco envolventes e da presença de sinais de doença parasitária. A 

idade do animal, o seu estado de saúde, o acesso ou não ao exterior, a qualidade e dimensões 

do local onde vive, a ventilação, a higiene dos locais que frequenta e a qualidade da 

alimentação são fatores que favorecem o desenvolvimento destas doenças (ESCCAP 2017). 

 De acordo com Sutherland et al. (2021),  por rotina, não se considera a realização de 

desparasitações “preventivas” nestes pequenos mamíferos exóticos. Por outro lado, de 

acordo com a guideline GL7 da ESCCAP (2017), a prevenção das doenças parasitárias 

baseia-se num bom maneio e na administração de fármacos para tratamento profilático. 

 A quarentena é uma medida muito importante antes de juntar um animal recém-

adquirido ao animal já residente (ESCCAP 2017). Durante este período é crucial rastrear 

alguns parasitas internos comuns, através das técnicas de flutuação fecal e esfregaço fecal 

direto, destacando-se: nos coelhos, Passalurus ambiguus e Eimeria spp.; nos porquinhos da 

Índia, coccídias e Giardia spp.; e nos petauros do açúcar Paraustrostrongylus spp. (Sutherland 

et al. 2021). 
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3. Rastreio parasitológico em lagomorfos, roedores e petauros do açúcar 

através das técnicas de esfregaço fecal e Mini-FLOTAC 

3.1. Objetivos do estudo 

 O objetivo deste estudo consistiu em determinar a prevalência de parasitas passíveis 

de serem detetados nas fezes de algumas espécies de mamíferos exóticos de companhia. 

Foram selecionadas as técnicas de esfregaço fecal com coloração Ziehl-Neelsen e Mini-

FLOTAC. A primeira permite a identificação de quistos de Giardia spp. e oocistos de 

Cryptosporidium spp, tendo estas duas espécies de protozoários um potencial zoonótico e, a 

segunda, é uma recente técnica de flutuação fecal para a qual ainda existem poucos 

resultados descritos nas espécies envovidas neste estudo. 

 Através de inquéritos a detentores e colheita de histórias clínicas dos animais, 

pretende-se analisar a relação entre os resultados obtidos neste estudo e alguns fatores do 

estilo de vida, saúde e fisiologia dos animais.  

 

3.2. Material e métodos 

3.2.1. Espécies animais envolvidas no estudo 

 Para a realização deste estudo, foram utilizadas amostras fecais de algumas espécies 

de mamíferos exóticos de companhia, nomeadamente: 23 coelhos, 14 porquinhos da Índia, 2 

chinchilas, 3 ratazanas, 2 hamsters e 13 petauros do açúcar (Gráfico 1). 
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Gráfico 1- Espécies animais envolvidas no estudo (%) 
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3.2.2. Colheita e armazenamento de amostras  

As amostras de fezes foram obtidas durante o estágio curricular: nas consultas, a partir 

das caixas transportadoras ou gaiolas; a partir das instalações de internamento quando os 

animais necessitavam de permancer na clínica durante o dia; e foram também recebidas 

amostras colhidas pelos detentores em casa. Para o armazenamento foram utilizados sacos, 

frascos e caixas de plástico em ambiente refrigerado (4ºC) e as amostras foram processadas 

num período máximo de 15 dias após a colheita. 

 

3.2.3. Recolha de informações acerca dos animais em estudo 

 Foram recolhidos alguns dados sobre os animais envolvidos no estudo, 

nomeadamente: sexo, idade, concelho em que o detentor reside com o animal, 

desparasitação interna do animal (é ou não efetuada, frequência de administração, princípio 

ativo do desparasitante), histórico de parasitose gastrointestinal, situações de doença, estilo 

de vida (exterior e/ou interior) e contacto com outros animais. Estas informações foram obtidas 

durante as consultas ou através das fichas clínicas dos animais e, para os detentores que 

enviaram as amostras de fezes, foi realizado um inquérito online.  

 Todos as informações recolhidas, assim como os resultados obtidos no estudo foram 

organizados e analisados através do Microsoft Excel 2016, versão 2206. 

 

3.2.4. Técnicas laboratoriais 

 O processamento das amostras fecais para pesquisa de parasitas foi realizado no 

Laboratório de Parasitologia e de Doenças Parasitárias da FMV-ULisboa, através das técnicas 

de esfregaço fecal com coloração Ziehl-Neelsen e Mini-FLOTAC. 

 

3.2.4.1. Mini-FLOTAC 

 O Mini-FLOTAC é uma técnica coprológica simultaneamente qualitativa e quantitativa 

que permite a identificação e contagem de ovos e larvas de helmintes e de oocistos, quistos 

e trofozoítos de protozoários presentes nas fezes de animais parasitados (Batista et al. 2021).

 Para a identificação de tremátodes é necessária centrifugação, sendo por isso 

preferível a técnica de FLOTAC (Cringoli et al. 2017). 

Para a realização desta técnica são necessários: o fill-FLOTAC, o coletor cónico do 

fill-FLOTAC e o aparelho do Mini-FLOTAC constituído pelo disco de leitura e câmaras de 

flutuação (University of Naples Frederico II) (Figura 21).  
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O protocolo em animais exóticos consiste em (University of Naples Frederico II): 

1. Adicionar 38 ml de solução de flutuação ao fill-FLOTAC 2 (foi utilizada solução 

saturada de açúcar, densidade relativa 1.2); 

2. Homogeneizar a amostra fecal; 

3. Preencher o coletor cónico com as fezes homogeneizadas (cerca de 2g), nivelando a 

superfície; 

4. Homogeneizar com movimentos de rotação e verticais da base do coletor cónico; 

5. Com o aparelho do Mini-FLOTAC inclinado para evitar a formação de bolhas de ar, 

verter a suspensão fecal nas duas câmaras de flutuação até criar um menisco (Figura 

22); 

6. Aguardar 10 minutos; 

7. Utilizar a chave para rodar o disco de leitura cerca de 90º,  no sentido dos ponteiros 

do relógio; 

8. Observar ao microscópio colocando o aparelho do Mini-FLOTAC no adaptador (Figura 

22). A ampliação utilizada foi de 100x.  

Para uma diluição da solução de flutuação de 1:20 (2g de fezes + 38 ml de solução saturada), 

o fator de multiplicação será 10, querendo dizer que o limite de deteção é de 10 OPG (ovos 

ou oocistos por grama de fezes), 10 LPG (larvas por grama de fezes) ou 10 QPG (quistos por 

grama de fezes), pois a contagem é efetuada nas duas câmaras.  

As amostras fecais dos petauros do açúcar tiveram origem em 2 grupos, um deles 

constituído por 7 animais (que será designado como “grupo 1”), e o outro constituído por 6 

animais (que será designado como “grupo 2”). Para a realização do Mini-FLOTAC, foi 

necessário organizar subgrupos. Para o primeiro grupo realizaram-se 2 subgrupos, um 

constituído por 4 machos e outro por 3 fêmeas. Para o segundo grupo foram homogeneizadas 
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Figura 19- Constituintes do Mini-FLOTAC. 1- Fill-FLOTAC. 2- Coletor cónico. 3- Ponta. 4- Aparelho do 

Mini-FLOTAC (Original). 
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as 6 amostras no mesmo recipiente, realizando-se apenas uma preparação de Mini-FLOTAC 

para todo o grupo. 

 

 

3.2.4.2. Esfregaço fecal com coloração Ziehl-Neelsen 

Anteriormente à coloração Ziehl-Neelsen foram efetuados os esfregaços fecais (Figura 

23), os quais foram deixados secar ao ar e, depois de bem secos, fixados com metanol 

durante 1 minuto. O protocolo para a coloração Ziehl-Neelsen inclui os seguintes 

procedimentos (Ferreira et al. 2017): 

1. Colocar fucsina durante 10 minutos (Figura 23); 

2. Lavar a lâmina com água corrente; 

3. Lavar com álcool clorídrico a 1% para remover o excesso de fucsina; 

4. Lavar com água corrente; 

5. Colocar verde malaquite a 0,4% durante 30 segundos (Figura 23); 

6. Lavar com água corrente; 

7. Colocar a lâmina ao alto para secar; 

8. Observar com óleo de imersão na objetiva de 100x. Foram percorridos cerca 

de 40 campos por lâmina. 
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Figura 20- Alguns procedimentos da técnica Mini-FLOTAC. 1- Câmaras de flutuação preenchidas. 2- 

Aparelho do Mini-FLOTAC no adaptador (Original). 
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Os oocistos de Cryptosporidium spp. irão surgir corados de vermelho num fundo verde 

(Ortolani 2000). Por outro lado, os trofozoítos e quistos de Giardia spp. surgem com a cor azul 

(Harrington 2008). 

 

3.3. Resultados 

3.3.1. Coelhos 

 O Mini-FLOTAC permitiu identificar oocistos de Eimeria spp. (Figura 24) em 3 amostras 

de fezes de coelhos, tendo sido obtidos os seguintes valores: 10 OPG, 20 OPG e 24190 OPG. 

Num grupo de 23 coelhos, obteve-se, assim, uma prevalência de Eimeria spp. de 13,04%. 

Para além disso, noutra amostra foi possível observar nemátodes de vida livre e um ovo de 

ácaro. Não foi possível realizar o Mini-FLOTAC para 4 das amostras fecais devido a 

quantidade insuficiente das mesmas.  
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Figura 21- Alguns procedimentos da coloração Ziehl-Neelsen. 1- Esfregaços fecais. 2- Coloração com 

fucsina. 3- Coloração com verde malaquite a 0,4% (Original). 

 

Figura 22- Oocistos de Eimeria spp. na preparação de Mini-FLOTAC, a partir de fezes de um 

coelho de companhia (Original) 
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Por outro lado, em todos os esfregaços fecais corados com Ziehl-Neelsen, não foram 

observados parasitas.  

As informações recolhidas acerca dos coelhos envolvidos no estudo, estão 

representadas nos gráficos 2 a 8 e na figura 25. Os coelhos para os quais foram quantificados 

10 OPG, 20 OPG e 24190 OPG, serão, a partir deste momento, designados como C1, C2 e 

C3, respetivamente (Tabelas 1 a 8). 

 

 

 

  

 

 

  

 

 

                                                                                     

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Coelhos Sexo 

C1 M 
C2 F 
C3 M 

Coelhos Idade 

C1 5a 
C2 1m 

C3 9m 

65%

35%
M

F

0,00%

5,00%

10,00%

15,00%

20,00%

25,00%

30,00%

35,00%

1m4m6m8m9m 5a 6a 8a 4a 2a 7a 1a

Tabela 2- Idade dos coelhos C1, C2 

e C3 (m- mês(es); a- ano(s)) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabela 1- Sexo dos coelhos C1, C2 e 

C3 (M-Macho; F-Fêmea) 

 

 

 

 

 

Gráfico 2- Sexo dos coelhos envolvidos 

no estudo (M-Macho; F-Fêmea) 

 

Gráfico 3- Idade dos coelhos envolvidos no estudo 

(m- mês(es); a-ano(s)) 
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 1Um dos coelhos realizou tratamento anti-parasitário com sulfametoxazol em 

associação com trimetropim durante 1 semana, devido a diagnóstico de coccidiose em 

consulta, através de esfregaço fecal. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Coelhos Concelho 

C1 Odivelas 
C2 Cascais 
C3 Cascais 

Coelhos Desparasitação 

C1 Não 
C2 Não 
C3 Não 

Coelhos Histórico de 
parasitose 
gastrointestinal 

C1 Não 
C2 Não 
C3 Não 

0,00%

10,00%

20,00%

30,00%

40,00%

50,00%

60,00%

Desparasitação

Sim 
(13,04%)

Fenbendazol 
q12 meses 

(4,35%)

Fenbendazol 
q6 meses 
(4,35%)

Sulfametoxazol
+trimetropim1

(4,35%)

Não 
(86,96%)

9%

91%

Sim

Não

Tabela 3- Concelhos em que os 

detentores residem com os 

coelhos C1, C2 e C3 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Tabela 4- Desparasitação dos 

coelhos C1, C2 e C3 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Tabela 5- Histórico de parasitose 

gastrointestinal dos coelhos C1, C2 e 

C3 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 23- Desparasitação dos coelhos envolvidos no 

estudo 

 

Gráfico 4- Concelhos em que os detentores 

residem com os coelhos envolvidos no estudo 

 

Gráfico 5- Histórico de parasitose 

gastrointestinal dos coelhos 

envolvidos no estudo 
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Em 23 coelhos envolvidos no estudo, 2 deles já tinham histórico de parasitose 

gastrointestinal. Num dos casos foram observados oocistos de Eimeria spp. no esfregaço 

fecal realizado em consulta, previamente ao estágio curricular da autora. No outro caso, o(a) 

detentor(a) terá observado parasitas nas fezes do seu animal e, após o sucedido, realizou 

tratamento antiparasitário, não tendo sido realizado diagnóstico de parasitose gastrointestinal.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

As situações de doença comuns a um maior número de coelhos são 

Encephalitozoonose (33,33%) e sinais clínicos inespecíficos (33,33%), como perda de peso, 

anorexia e/ou prostração. 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

Coelhos Situação de 
doença  

C1 Sim 
C2 Sim 
C3 Não 

Coelhos Estilo de vida 

C1 Misto 
(Interior+Exterior) 

C2 Interior 
C3 Misto 

(Interior+Exterior) 

52%48%
Sim

Não

0,00%
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20,00%
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40,00%

50,00%

60,00%

Tabela 6- Situação de doença dos 

coelhos C1, C2 e C3 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabela 7- Estilo de vida dos coelhos 

C1, C2 e C3 

 

 

 

 

 

Gráfico 6- Situação de doença dos 

coelhos envolvidos no estudo 

 

Gráfico 7- Estilo de vida dos coelhos envolvidos 

no estudo 
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A principal espécie que contacta com os coelhos envolvidos no estudo são outros 

coelhos (42,86%). Os restantes coabitam com cão e gato de forma simultânea ou individual. 

 

3.3.2. Porquinhos da Índia 

 Em todas as amostras fecais dos 14 porquinhos da Índia envolvidos no estudo, tanto 

no Mini-FLOTAC, como nos esfregaços fecais corados com Ziehl-Neelsen, não foram 

observados quaisquer parasitas. 

 Os esfregaços fecais foram realizados para todas as amostras fecais. No entanto, o 

Mini-FLOTAC não foi realizado para 3 amostras fecais devido a quantidade insuficiente das 

mesmas.  

As informações recolhidas acerca dos porquinhos da Índia envolvidos no estudo, estão 

representadas nos gráficos 9 a 16. 

 

 

 

 

 

 

Coelhos Contacto com 
outros animais 

C1 Sim (cão) 
C2 Não 
C3 Sem registo 

30%

48%

22%
Sim

Não

Sem registo

Tabela 8- Contacto dos coelhos C1, C2 e C3 

com outros animais 

 

 

 

 

 

64%

36% M

F

Gráfico 8- Contacto dos coelhos envolvidos 

no estudo com outros animais  

 

Gráfico 9- Sexo dos porquinhos da Índia envolvidos no estudo (M-Macho; F-Fêmea) 

 



41 
 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

  

 

 

0,00%

5,00%

10,00%

15,00%

20,00%

25,00%

30,00%

4m 4a 1a 3m 2a 3a

0,00%

10,00%

20,00%

30,00%

40,00%

50,00%

60,00%

Alcobaça Sintra Sem registo Lisboa Cascais

86%

14%

Não

Sem registo

Gráfico 10- Idade dos porquinhos da Índia envolvidos no estudo (m- mês(es); a-ano(s)) 

 

Gráfico 11- Concelhos em que os detentores residem com os porquinhos da Índia envolvidos 

no estudo 

 

Gráfico 12- Desparasitação dos porquinhos da Índia envolvidos no estudo 
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As ectoparasitoses são a situação de doença mais comum (40%) entre os porquinhos 

da Índia envolvidos no estudo.  
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14%
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Sim
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57%

43%
Interior

Sem registo

14%

86%

Sem registo

Não

Gráfico 13- Histórico de parasitose gastrointestinal dos porquinhos da Índia envolvidos no 

estudo 

 

Gráfico 14- Situação de doença dos porquinhos da Índia envolvidos no estudo 

 

Gráfico 15- Estilo de vida dos porquinhos da Índia envolvidos no estudo 
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De acordo com os dados que foi possível recolher, os porquinhos da Índia envolvidos 

no estudo contactam apenas com indivíduos da mesma espécie.  

 

3.3.3. Chinchilas 

 O Mini-FLOTAC foi realizado apenas para uma das 2 das amostras fecais das 

chinchilas envolvidas no estudo, devido a quantidade insuficiente da amostra, mas o 

esfregaço fecal com coloração Ziehl-Neelsen foi realizado para ambas as amostras. Em 

nenhuma das técnicas foram observados parasitas. 

As informações recolhidas acerca das chinchilas envolvidas no estudo, estão 

representadas na figura 26. 

 

 

43%

43%

14%

Sim

Não

Sem registo

Figura 24- Sexo, idade, concelho, desparasitação, histórico de parasitose gastrointestinal, 

situação de doença, estilo de vida e contacto com outros animais das ratazanas envolvidas no 

estudo 

 

Gráfico 16- Contacto dos porquinhos da Índia envolvidos no estudo com outros animais 
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3.3.4. Ratazanas 

O esfregaço fecal com coloração Ziehl-Neelsen foi realizado para as 3 amostras fecais 

de ratazanas envolvidas no estudo, tendo sidos observados quistos de Giardia spp. (Figura 

27) em 2 das amostras. As ratazanas para as quais foram observados quistos de Giardia spp., 

serão, a partir deste momento, designadas como R1 e R2. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

O Mini-FLOTAC não foi realizado para uma das amostras fecais devido a quantidade 

insuficiente da mesma. Para as 2 amostras processadas através desta técnica não foram 

identificadas quaisquer formas parasitárias. 

As informações recolhidas acerca das ratazanas envolvidas no estudo, estão 

representadas na figura 28. 

10 µm 

Figura 25- Quistos de Giardia spp. (setas) no esfregaço fecal de uma ratazana de companhia, 

com coloração Ziehl-Neelsen (Original) 

 

Figura 26- Sexo, idade, concelho, desparasitação, histórico de parasitose gastrointestinal, 

situação de doença, estilo de vida e contacto com outros animais das ratazanas envolvidas no 

estudo. 1 inclui R1; 2 inclui R2 
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As doenças concomitantes presentes nas ratazanas para as quais foram identificados 

quistos de Giardia spp. são fibrossarcoma e doença respiratória por Mycoplasma. Uma destas 

ratazanas coabitava com outra ratazana.  

 

3.3.5. Hamsters 

 No caso das amostras fecais provenientes dos 2 hamsters envolvidos no estudo, não 

foi possível realizar o Mini-FLOTAC para nenhuma delas, devido a quantidade insuficiente 

das mesmas. Por outro lado, o esfregaço fecal com coloração Ziehl-Neelsen foi realizado para 

ambas, mas em nenhuma delas foram observados parasitas. 

  As informações recolhidas acerca das ratazanas envolvidas no estudo, estão 

representadas na figura 29. 

Ambos os hamsters apresentavam situações que poderiam debilitar o seu sistema 

imunitário, nomeadamente infeção de ferida cirúrgica no caso da fêmea, e dermatite axilar no 

caso do macho. 

 

3.3.6. Petauros do açúcar  

 Foi realizado esfregaço fecal com coloração Ziehl-Neelsen para todas as amostras 

individualmente mas, nem no Mini-FLOTAC, nem no esfregaço fecal com coloração Ziehl-

Neelsen, foram observados quaisquer parasitas. 

Figura 27- Sexo, idade, concelho, desparasitação, histórico de parasitose gastrointestinal, 

situação de doença, estilo de vida e contacto com outros animais dos hamsters envolvidos no 

estudo  
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Vários dados são comuns aos petauros do açúcar envolvidos no estudo, sendo que 

nenhum deles é desparasitado regularmente, não possuem histórico de parasitose 

gastrointestinal, não estão perante uma situação de doença, não têm acesso ao exterior e 

contactam apenas com animais da mesma espécie. Os animais do grupo 1 residem com o 

seu(ua) detentor(a) no concelho de Sintra e, os do grupo 2, no concelho de Lisboa. 

As restantes informações recolhidas acerca dos petauros do açúcar envolvidos no 

estudo, estão representadas nos gráficos 17 a 20. 
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 Gráfico 18- Sexo dos petauros do 

açúcar envolvidos no estudo, do grupo 

1 (M-Macho; F-Fêmea) 

 

Gráfico 17- Sexo dos petauros do 

açúcar envolvidos no estudo, do grupo 

2 (M-Macho; F- Fêmea) 

 

Gráfico 20-  Idade dos petauros do açúcar 

envolvidos no estudo, do grupo 1 (m- mês(es); 

a-ano(s)) 

 

Gráfico 19- Idade dos petauros do açúcar 

envolvidos no estudo, do grupo 2 (m- mês(es); 

a-ano(s)) 

 



47 
 

3.4. Discussão 

3.4.1. Coelhos 

3.4.1.1. Eimeria spp. 

 A prevalência de Eimeria spp. obtida neste estudo, está em concordância com um 

estudo realizado na Finlândia, em que foram processadas, através da técnica de McMaster, 

cerca de 320 amostras fecais de coelhos de companhia mantidos em condições de higiene 

adequeadas, em que o endoparasita mais prevalente foi Eimeira spp. (Mäkitaipale et al. 2017). 

Por outro lado, o número de coelhos parasitados e a variedade de parasitas identificados foi 

superior, provavelmente devido ao maior número de amostras recolhidas e à maior duração 

do estudo (cerca de 3 anos), relativamente ao presente estudo. 

Por outro lado, a prevalência de Eimeria spp. em coelhos de estimação está próxima 

da assinalada noutra investigação efetuada em Portugal (18,6%) e que utilizou pela primeira 

vez a técnica de Mini-FLOTAC para o seu diagnóstico em lagomorfos e roedores (Martins et 

al. 2022). 

 De acordo com Alowanou et al. (2021), para contagens de 10 e 20 OPG (<200 OPG) 

as parasitoses consideram-se ligeiras, mas para 24190 OPG (>500 OPG) considera-se uma 

infeção grave. De acordo com Gutiérrez (2003), citado por Papeschi et al. (2013), neste último 

caso, é indicada a realização de tratamento antiparasitário (24190 OPG > 4000-5000 OPG). 

Martins et al. (2022) também encontraram grande variabilidade de contagens de oocistos, 

principalmente com Mini-FLOTAC, variando os OPGs entre 20 e 4380, mas cujo nível máximo 

não foi tão elevado como o assinalado no presente estudo.   

 

3.4.1.2.  Mosgovoyia pectinata, Cittotaenia ctenoides e Trichostrongylus 

retortaeformis 

Tal como se verificou, seria bastante provável que não fossem identificados ovos nas 

fezes dos coelhos envolvidos no estudo. Estes parasitas ocorrem sobretudo em espécies 

selvagens, podendo surgir ocasionalmente em coelhos de companhia (ESCCAP 2017). 

 

3.4.1.3. Passalurus ambiguus 

O facto de, no presente estudo, os coelhos terem cuidados adequados de higiene e 

assistência veterinária, pode tornar menos provável a infeção por P. ambiguus. Hajipour e 

Zavarshani (2020), realizaram colheitas fecais  de 50 coelhos provenientes de criadores de 

Urmia e Tabriz, Irão. As amostras foram analisadas a partir das técnicas de sedimentação e 

flutuação, identificando Passalurus ambiguus como o parasita com maior prevalência (54%) 

nessa população. No entanto, os autores descrevem que as instalações em que se 

encontravam esses coelhos tinham uma higienização muito pobre, incluindo o solo, a água e 
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os sistemas de alimentação conspurcados, presença de fezes nas gaiolas, para além de que 

os animais não eram desparasitados regularmente.  

Na Finlândia, Mäkitaipale et al. (2017), obtiveram uma prevalência de 3% para a 

infeção por Passalurus ambiguus em coelhos de companhia. Neste caso, os detentores foram 

alertados para a importância de manter a higienização das caixas onde os animais defecam. 

É muito provável que as condições de higiene tenham sido fundamentais para uma pequena 

prevalência deste nemátode, em comparação com o estudo de Hajipour e Zavarshani (2020), 

reportado anteriormente. Em concordância com o estudo de Mäkitaipale et al. (2017), seria 

esperado que fossem identificados poucos animais parasitados com este nemátode neste 

estudo. No entanto, sendo o Mini-FLOTAC uma técnica mais sensível do que o McMaster, a 

probabilidade de ocorrerem resultados falsos negativos diminui, e, consequentemente, a 

prevalência dos parasitas observados poderia ser maior.    

A maior parte dos coelhos do presente estudo não era desparasitada de forma regular 

(13,04%). Em Lisboa, Portugal, foi realizado um estudo por Gomes (2021) a partir de amostras 

fecais de 35 coelhos de companhia, tendo sido obtida uma prevalência de 2,7% para 

Passalurus ambiguus, através do método de Willis, corroborando novamente a ideia de uma 

baixa prevalência deste parasita nesta população. Neste caso, a maior parte dos coelhos 

eram desparasitados de forma regular (86,49%). 

Este parasita pode não ter sido identificado no presente estudo, devido ao menor 

número de amostras utilizado, comparativamente àqueles citados, sendo que apenas 19 

amostras fecais foram processadas no Mini-FLOTAC. De acordo com Mäkitaipale et al. (2017) 

e Gomes (2021), a prevalência de Passalurus ambiguus é baixa em populações de coelhos 

de companhia mantidos em condições de maneio adequadas.  

 

3.4.1.4. Giardia duodenalis 

O facto de este protozoário não ter sido identificado em nenhum dos 23 esfregaços 

fecais, pode ser explicado pelo facto de Giardia duodenalis surgir apenas ocasionalmente em 

coelhos (Schoeb et al. 2008). Também no estudo de Gomes (2021), este parasita não foi 

detetado em 19 esfregaços fecais com coloração Ziehl-Neelsen.  

 

3.4.1.5. Cryptosporidium spp. 

No presente estudo, nenhum dos coelhos apresentava diarreia. Shiibashi et al. (2005) 

recolheram amostras fecais de 66 coelhos juvenis que morreram depois de episódios 

diarreicos e de 30 coelhos aparentemente saudáveis, presentes numa loja de animais no 

Japão. Obtiveram uma prevalência de infeção por Cryptosporidium spp. de 19,7% e 3,3% para 

animais diarreicos e saudáveis, respetivamente. As técnicas utilizadas foram a técnica de 
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flutuação fecal (com solução de açúcar) com centrifugação e esfregaço fecal com coloração 

Ziehl-Neelsen. De acordo com os autores, este foi o primeiro conjunto de casos reportados 

de infeção por Cryptosporidium spp. em coelhos de companhia.  

Os coelhos envolvidos no estudo de Shiibashi et al. (2005) coabitavam com 2 a 5 

animais por gaiola e, possivelmente, animais saudáveis contactavam diretamente com 

animais diarreicos, potenciando a transmissão do parasita. 

 

3.4.1.6. Idade 

As idades dos coelhos envolvidos no estudo variam entre 1 mês e 8 anos, 

concentrando-se no ano de idade (30,43%). Para aqueles em que foram quantificados 

oocistos de Eimeria spp., as idades variam entre 1 mês e 5 anos, sendo que as idades dos 

coelhos C2 e C3 são inferiores a 1 ano de idade.  

Este protozoário não é viável em coelhos com menos de 3 semanas de idade (Abd El-

Gahny 2021), uma vez que, de acordo com Pakandl e Hlásková (2007), não tem capacidade 

para completar o seu ciclo endógeno em coelhos muito jovens. Os coelhos mais suscetíveis 

à infeção por Eimeria spp. são aqueles desmamados recentemente (Bachene et al. 2018). O 

desmame ocorre às 6 semanas de idade (Meredith e Crossley 2002), sendo por isso esperada 

uma maior prevalência de infeção nessa idade.  

O coelho C2, com 1 mês de idade, encontrava-se numa situação de aquisição recente 

pelo(a) detentor(a) e, simultaneamente, desmame precoce, tornando-se assim mais 

suscetível à infeção por Eimeria spp. 

 

3.4.1.7. Situação de doença  

 Mais de metade dos coelhos envolvidos no estudo (52,17%) estão perante uma 

situação de doença que poderia comprometer o sistema imunitário e facilitar o 

desenvolvimento de parasitoses gastrointestinais. De facto, os coelhos C1 e C2 têm ambos 

um diagnóstico serológico positivo para Encephalitozoon, mas no caso do coelho C3 não há, 

aparentemente, influência de uma doença concomitante.  

Nenhum dos coelhos parasitados apresentava sinais clínicos compatíveis com 

eimeriose. De acordo com Gutiérrez (2003), citado por Mäkitaipale et al. (2017), seria 

esperado que os coelhos C1 e C2 não apresentassem sinais clínicos de doença, por terem 

contagens de oocistos nas fezes inferiores a 1000 OPG. Também no estudo de Mäkitaipale 

et al. (2017), verificou-se uma maior prevalência de infeção por Eimeria spp. para os coelhos 

em que os sinais clínicos de doença estavam ausentes.  
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3.4.1.8. Estilo de vida 

 A maior parte dos coelhos do estudo (52,17%) não tem acesso ao exterior. Desta 

forma, é eliminado um fator de risco para a infeção por parasitas internos, e este pode ser um 

fator importante para explicar a baixa prevalência e variedade de parasitas identificados.  

Mäkitaipale et al. (2017) descrevem que o acesso ao exterior é um fator de risco para 

o desenvolvimento de eimeriose. De facto, de entre os 3 coelhos para os quais foram 

identificados oocistos de Eimeria spp., apenas o coelho C2 vivia sem acesso ao exterior, 

podendo esse estilo de vida ter influenciado a infeção.  

 

3.4.1.9. Contacto com outros animais 

 De entre os coelhos parasitados, apenas o coelho C1 contacta com um cão. A 

convivência de 3 ou mais coelhos pode ser um fator de risco para a infeção por Eimeria spp. 

(Mäkitaipale et al. 2017), o que não se verifica no presente estudo. 

 

3.4.2. Porquinhos da Índia 

  O diagnóstico de infeção por Giardia spp. e Cryptosporidium spp. em porquinhos da 

Índia é importante, na medida em que o potencial zoonótico de Giardia duodenalis e 

Cryptosporidium wrairi já tem sido considerado em porquinhos da Índia (Lebbad et al. 2011; 

ESCCAP 2017). Neste estudo, podem ter ocorrido resultados falsos negativos, que teriam 

sido detetados com técnicas laboratoriais mais sensíveis. Muitos dos estudos descritos nesta 

espécie, identificam esses protozoários através da técnica de ELISA, nomeadamente 

Pantchev et al. (2014) e Meutchieye et al. (2017). De acordo com Quadros et al. (2015), esta 

técnica é mais sensível do que os métodos coprológicos normalmente utilizados, que 

requerem observação ao microscópio.  

d’Ovidio, Noviello, Ianniello, et al. (2015), avaliaram a presença de endoparasitas 

intestinais através da técnica FLOTAC em 60 porquinhos da Índia de companhia, provenientes 

de lojas de animais em Itália e cujas amostras fecais foram recolhidas durante 1 ano. A 

prevalência de Eimeria caviae foi de 10% e de Paraspidodera uncinata foi de 13,3%. 

 

3.4.2.1. Paraspidodera uncinata 

 Os porquinhos da Índia raramente são infetados por nemátodes, com exceção de 

Paraspidodera uncinata (Motamedi et al. 2014). Assim, tal como aconteceu no estudo de  

d’Ovidio, Noviello, Ianniello, et al. (2015), seria expectável que este parasita fosse identificado. 

No presente estudo, a maior parte dos porquinhos da Índia não tem acesso ao exterior 

(57,14%), diminuindo a probabilidade de infeção por este nemátode. A maior parte dos 
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porquinhos da Índia parasitados por Paraspidodera uncinata vivem no exterior, sendo muito 

raramente identificado em animais mantidos em gaiola (ESCCAP 2017).  

 

3.4.2.2. Eimeria caviae 

Os oocistos de Eimeria caviae podem não ser detetados laboratorialmente até 11 dias 

após a infeção pelo parasita, por não estarem ainda a ser excretados e, mesmo quando o 

são, podem não ser observados em todas as amostras (Anónimo 2009).  

Do total, 71,43% dos porquinhos da Índia envolvidos no estudo apresentavam 

situações de doença, mas em nenhum deles ocorria sinais clínicos semelhantes aos descritos. 

Durante o período em que os oocistos não são excretados, os animais poderão apresentar 

sinais clínicos como diarreia ou, em casos mais graves, morrer por graves desequilíbrios 

eletrolíticos (Anónimo 2009).  

 

3.4.2.3. Balantidium spp.  

 Apesar de este protozoário também poder ocorrer em animais de companhia, existe 

um maior número de estudos referentes à sua prevalência em animais de laboratório, 

população esta que não foi incluída neste estudo. Em porquinhos da Índia provenientes de 

laboratórios de experimentação animal, já foi identificado Balantidium sp. (Alves et al. 2007; 

Motamedi et al. 2014; Umba et al. 2016, citados por Jones e Garcia 2019).  

  O potencial zoonótico de Balantidium coli (Motamedi et al. 2014) atribui uma maior 

importância ao seu diagnóstico.  

 

3.4.2.4. Hymenolepis spp. 

 d’Ovidio, Noviello, Pepe, et al. (2015), recolheram fezes de vários roedores para aferir 

a prevalência de Hymenolepis spp., em Itália. Neste estudo estavam envolvidos 60 porquinhos 

da Índia provenientes de casas particulares ou de lojas de animais. Em concordância com os 

resultados obtidos no presente estudo, as amostras fecais foram processadas através da 

técnica de FLOTAC, não tendo sido observados ovos deste céstode nas fezes dos porquinhos 

da Índia. 

 

3.4.3. Chinchilas   

Apenas duas chinchilas participaram no presente estudo e ambas são provenientes 

de casas particulares de detentores. Neste sentido, a probabilidade de identificação de 

parasitas nas fezes desses animais, seria menor. 

O género Giardia é o parasita mais comum em chinchilas (Neves 1989, citado por 

Gurgel et al. 2005). 
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No estudo realizado por Gurgel et al. (2005), foram recolhidas 250 amostras fecais de 

chinchilas de reprodução do Rio Grande do Sul, Brasil. Identificaram apenas Giardia spp., 

numa prevalência de 8%, através do método de Faust et al. (1939). Da mesma forma, no norte 

de Portugal, Teixeira (2013), avaliou a ocorrência de parasitas gastrointestinais em 44 

chinchilas provenientes de criadores, onde apenas foram observados quistos de Giardia spp., 

através das técnicas de esfregaço fecal direto, flutuação fecal passiva e flutuação com 

centrifugação.  

A sobrepopulação e a idade jovem são fatores de risco que não se verificam nas 

chinchilas deste estudo. 

Nos estudos referenciados, este protozoário foi identificado em chinchilas provenientes 

de criadores, sendo que no estudo de Teixeira (2013), a maior parte delas eram mantidas em 

gaiolas com 2 a 4 animais.  

De acordo com Gurgel et al. (2005) e Teixeira (2013), a infeção por este protozoário 

ocorre sobretudo em animais jovens, ao contrário daquilo que se verifica no presente estudo, 

em que as chinchilas têm idade adulta (8 e 19 anos). 

 

3.4.4. Ratazanas 

Não é do conhecimento do autor, a existência de prevalências reportadas para este 

parasita em ratazanas de companhia. Os estudos em que foram detetadas prevalências de 

infeção por Giardia spp. em ratazanas, utilizaram animais de laboratório, de colónias ou 

ratazanas urbanas (Al-Aboody et al. 2016; Chagas et al. 2017; Asghari et al. 2022).  

 De entre as 3 ratazanas envolvidas no estudo, 2 estavam perante situações de 

doença, sendo estas as mesmas para as quais foram observados quistos de Giardia spp. no 

esfregaço fecal com coloração Ziehl-Neelsen. Essas alterações podem ter despoletado a 

infeção oportunista pelo protozoário, para além de que não era realizada a desparasitação 

regular destes animais.  

 

3.4.4.1. Eimeria nieschulzi e Trichuris muris 

 Seria pouco provável identificar estes parasitas nas amostras fecais das ratazanas de 

companhia deste estudo, uma vez que estes são parasitas que ocorrem sobretudo em 

ratazanas selvagens (Baker 2006; ESCCAP 2017). 

 

3.4.4.2. Cryptosporidium spp. 

 Kimura et al. (2007), identificaram Cryptosporidium spp. em fezes de ratazanas 

urbanas no Japão, através das técnicas de imunofluorescência e nested PCR.  Para além do 

diferente estilo de vida dos animais, uma vez que as ratazanas deste estudo têm origem em 
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casas particulares, e do menor número de amostras fecais (50 versus 3), o PCR é uma técnica 

mais sensível do que os métodos coprológicos comuns, diminuindo a probabilidade de 

resultados falsos negativos (Gomes et al. 2004). 

 

3.4.4.3. Nemátodes e céstodes 

 Tal como para os parasitas referidos anteriormente, não são conhecidos pelo autor, 

registos de prevalências de S. muris e R. nana em ratazanas de companhia.  

Neste estudo, a colheita de amostras não recorreu à fita-cola na região perianal, o que 

pode despoletar falsos negativos na infeção por Syphacia spp. (Wary et al. 2015). 

De acordo com Baker (2007), citado por Chagas et al. (2017), os helmintes mais 

comuns em ratazanas são Syphacia muris e Rodentolepis nana. De facto, no estudo realizado 

por Chagas et al. (2017), em 21 ratazanas de uma colónia, os helmintes identificados num 

maior número de indivíduos foram S. muris (42,8%) e R. nana (35,7%).  

 Outros estudos também permitiram a identificação de ovos de Hymenolepis spp. em 

ratazanas, nomeadamente: Al-Aboody et al. (2016), no Iraque, em animais de laboratório; e 

Zain et al. (2012), na Malásia, em duas populações de ratazanas urbanas. McInnes et al. 

(2011) identificaram ovos de S. muris em ratazanas provenientes de centros de investigação.  

 

3.4.5. Hamsters 

No presente estudo não foi possível realizar o Mini-FLOTAC devido a quantidade 

insuficiente das amostras fecais, excluindo a hipótese de identificar céstodes e nemátodes.  

Num estudo realizado por Sürsal et al. (2014), foram recolhidas amostras de fezes de 

hamsters em lojas de animais na Turquia e, posteriormente, estas foram processadas através 

da técnica de flutuação fecal com solução saturada de cloreto de sódio. Identificaram diversos 

parasitas gastrointestinais, nomeadamente Rodentolepis nana, Syphacia spp. e Aspiculuris 

spp.. Também Połozowski et al. (c2016), recolheram fezes de 97 hamsters provenientes de 

12 lojas de animais em Wraclow, Polónia. As amostras foram processadas através do método 

de flutuação fecal e esfregaço fecal corado com soluto de Lugol, identificando Giardia spp., 

Syphacia spp. e R. nana.  

O número de amostras (2) deste estudo é limitante para o registo de prevalências 

epidemiologicamente significativas. No entanto, se os hamsters envolvidos fossem recém-

adquiridos em loja, a probabilidade de identificar quistos de Giardia spp. no esfregaço fecal 

corado, poderia aumentar. Polozowski et al. (2016), identificaram Giardia spp. em fezes de 

hamsters de lojas de animais.  

 



54 
 

3.4.7. Petauros do açúcar 

 Já foram identificados parasitas gastrointestinais em petauros do açúcar em cativeiro, 

mas neste estudo esta situação não se verificou.  

Pelo facto de os animais envolvidos não serem desparasitados regularmente, poderia 

ser expectável a identificação de alguns parasitas. Por outro lado, estes não têm acesso ao 

exterior e apresentam um estado de saúde e assistência veterinária adequados.  

De acordo com Brust (2013), em petauros do açúcar em cativeiro, os parasitas 

intestinais são raros, mas a informação acerca da sua prevalência ainda é limitada (Rivera 

2017), o que dificulta a interpretação dos resultados obtidos. 

  

3.4.8. Mini-FLOTAC 

O Mini-FLOTAC evoluiu a partir da técnica de FLOTAC (Cringoli et al. 2017), em 2013 

(Capasso et al. 2019), uma vez que a última é uma técnica que exige maior quantidade de 

materiais e mais complexos, sobretudo devido ao processo de centrifugação (Cringoli et al. 

2010).  

 Rinaldi et al. (2014), observaram uma correlação positiva entre os OPG de estrôngilos 

obtidos em pools de fezes de ovelhas e a média de OPG em amostras de fezes individuais 

obtidos em McMaster e Mini-FLOTAC, potenciando a utilização desta técnica para tornar o 

trabalho de laboratório mais eficiente.  

 Estão descritos diversos valores, por diferentes autores, para a classificação da 

infeção por parasitas gastrointestinais com base nas contagens fecais. De acordo com 

Hansen e Perry (1995), citados por Alowanou et al. (2021), para contagens inferiores a 500 

OPG considera-se infeção ligeira; entre 500 OPG (inclusivé) e 1500 OPG (inclusivé), infeção 

moderada a grave; e para contagens superiores a 1500 OPG considera-se infeção grave. Por 

outro lado, Alowanou et al. (2021), realizaram as técnicas de Mini-FLOTAC e McMaster para 

contagem de OPG de parasitas gastrointestinais em ovelhas, cabras e coelhos, e 

classificaram a infeção com base nos seguintes valores de referência: para contagens 

inferiores a 200 OPG, infeção ligeira; 200 a 500 OPG, infeção moderada; e superiores a 500 

OPG, infeção grave. Finalmente, de acordo com Gutiérrez (2003), citado por Papeschi et al. 

(2013), só a partir de contagens de 4000-5000 OPG de Eimeria spp. é que se considera o 

tratamento antiparasitário. 

De acordo com Gutiérrez (2003), citado por Mäkitaipale et al. (2017), para contagens 

inferiores a 1000 OPG de Eimeria spp. raramente surgem sinais clínicos, sobretudo quando 

a infeção é provocada por espécies menos patogénicas. 

Num estudo realizado por Alowanou et al. (2021), concluíram que o Mini-FLOTAC foi 

mais preciso do que o McMaster na contagem de OPG em amostras provenientes de cabras, 
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ovelhas e coelhos, mas o processamento através do Mini-FLOTAC demorou o dobro do 

tempo. Para além disso, Noel et al. (2016), obtiveram uma maior exatidão e sensibilidade para 

o Mini-FLOTAC, relativamente ao McMaster, na contagem de ovos de estrôngilos em cavalos. 

Segundo Martins et al. (2022) a eliminação média de oocistos foi mais elevada com Mini-

FLOTAC em comparação com o método de McMaster, embora estas técnicas não diferissem 

significativamente. O facto de o Mini-FLOTAC ser mais preciso, exato e sensível, pode estar 

relacionado com o método de homogeneização da amostra com o fill-FLOTAC, que restringe 

a perda de ovos (Noel et al. 2016).  

Barda et al. (2013), obtiveram um valor de sensibilidade superior para o Mini-FLOTAC 

relativamente ao esfregaço fecal direto na deteção de helmintes em amostras fecais de 

crianças, mas o contrário foi observado na deteção de protozoários, pelo que estes autores 

consideraram que o Mini-FLOTAC ainda poderia ser melhorado no diagnóstico destes últimos. 

O limite de deteção está diretamente relacionado com o fator de multiplicação utilizado 

e com a sensibilidade analítica da técnica, sendo esse limite menor na técnica de Mini-

FLOTAC do que no McMaster mas maior do que na técnica de FLOTAC (Bosco 2014; Noel 

et al. 2016). De entre as técnicas coprológicas frequentemente utilizadas para a deteção de 

helmintes e protozoários, só o FLOTAC é mais sensível, preciso e exato do que o Mini-

FLOTAC (Cringoli et al. 2017). 

Num estudo realizado por Daş et al. (2020), foi possível concluir que, para contagens 

de OPG mais baixas, o Mini-FLOTAC foi mais sensível do que o McMaster, devido ao seu 

baixo limite mínimo de deteção. No entanto, para valores superiores de OPG, a sensibilidade 

destas duas técnicas foi semelhante, tendo estes autores concluído até que o McMaster é 

relativamente mais sensível nesta situação, possivelmente devido ao seu maior limite máximo 

de deteção.  

 

3.4.8. Esfregaço fecal com coloração Ziehl-Neelsen 

Num estudo realizado por Tahvildar-Biderouni e Salehi (2014) para a deteção de 

Cryptosporidium spp. em fezes de crianças com diarreia, através da coloração Ziehl-Neelsen 

e PCR, obtiveram valores de sensibilidade elevados para ambas as técnicas, mas superior 

para o PCR, e 100% de especificidade para ambas. No entanto, esta coloração tem baixa 

sensibilidade na deteção de quistos de Giardia spp., mesmo quando realizada por técnicos 

experientes, provavelmente devido ao facto de serem mais dificilmente detetáveis, uma vez 

que, ao contrário de Cryptosporidium spp., não são álcool-ácido resistentes (Teixeira 2019).  

Esta técnica de coloração não é usualmente referida para a identificação de quistos 

de Giardia spp., no entanto, é uma técnica útil na medida em que permite a observação 

simultânea de oocistos de Cryptosporidium spp. (Ferreira et al. 2017).  
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3.5. Conclusão  

 Neste rastreio parasitológico indentificaram-se 8,77% (5/57) dos animais parasitados, 

dos quais fazem parte 3 coelhos e 2 ratazanas. Identificaram-se apenas dois géneros de 

parasitas gastrointestinais, Eimeria e Giardia. Estes são dois protozoários com um importante 

impacto nas populações. Por um lado, porque Eimeria spp. transmite-se facilmente entre 

coelhos coabitantes e, por outro lado, devido ao potencial zoonótico de Giardia duodenalis.  

 Existem diversos fatores relacionados com os animais que podem influenciar o 

surgimento de determinadas parasitoses gastrointestinais, nomeadamente: a idade, a 

desparasitação, a debilidade do sistema imunitário e o estilo de vida de interior e/ou exterior.  

 Sendo que 91,23% (52/57) dos animais não eram desparasitados regularmente, seria 

esperado que fosse obtida uma maior prevalência de animais parasitados. No entanto, se em 

substituição de uma desparasitação regular, forem realizadas análises fecais a cada 6 ou 12 

meses, assim como quando surjam sinais clínicos compatíveis com parasitose gastrointestinal 

ou quando os animais são sujeitos a quarentena, então é expectável que haja um controlo tão 

ou mais eficaz como aquele que é obtido com a desparasitação “profilática”. Tal como referido 

por Mäkitaipale et al. (2017), existe uma preocupação crescente sobre o desenvolvimento de 

resistências dos nemátodes aos anti-helmínticos, devido à utilização de fármacos de longo 

espetro em detrimento daqueles que iriam realizar um tratamento seletivo após diagnóstico 

coprológico.  

 O facto de muitos dos animais (68,42%) envolvidos no estudo não terem acesso ao 

exterior, também acaba por impedir a exposição direta aos parasitas, ainda que os seus 

detentores ou outros animais que com eles coabitem e que tenham acesso ao exterior, 

possam funcionar como vetores mecânicos desses agentes. 

 De acordo com a pesquisa bibliográfica realizada pelo autor, ainda existem poucos 

estudos reportados acerca da prevalência de parasitas gastrointestinais em mamíferos 

exóticos utilizando o Mini-FLOTAC, provavelmente por ser uma técnica coprológica 

relativamente recente. 

O esfregaço fecal com coloração Ziehl-Neelsen permite identificar duas espécies de 

protozoários que podem ocorrer em todas as espécies animais envolvidas no estudo e que 

apresentam um potencial zoonótico, podendo ocorrer na maioria dos mamíferos, incluindo 

humanos. 

Uma das limitações deste estudo foi a pequena quantidade de amostras obtida para 

cada espécie, uma vez que diminui a probabilidade de identificar parasitas gastrointestinais 

nessas populações, impedindo a obtenção de prevalências significativas em termos 

epidemiológicos. Por outro lado, também a pequena quantidade de amostras fecais obtida 

para alguns dos animais em particular, impossibilitou ou dificultou a realização das técnicas 

coprológicas. 
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5. Anexos 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Anexo 1- Intestino grosso do coelho 

 

Anexo 2- Fígado de coelho parasitado com Eimeira stiedae 

1- íleo; 2- sacculus rotundus; 3- corpo do ceco; 4- apêndice vermiforme; 5- ampulla coli; 6- cólon proximal; 7- 
fusus coli; 8- cólon distal (Vella e Donnelly 2012). 

 

Hepatomegália, distensão da vesícula biliar e presença de múltiplos nódulos de diferentes tamanhos em 
coelho infetado com Eimeria stediae (Sorour et al. 2018). 
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Anexo 3- Ciclo de vida de Balantidium spp.  
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Adaptado de CDC (2015). 
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Anexo 4- Ciclo de vida de Trichuris spp. 
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Anexo 5- Ophidascaris robertsi em petauro do açúcar 

Adaptado de Saari et al. (2019). 

 

L3 (seta) livre na cavidade abdominal (Agúndez et al. 2014). 
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Anexo 6- Balantidium spp. 
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Anexo 7- Ovos de Mosgovoyia pectinata 
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Anexo 8- Ovo de Aspiculuris tetraptera (Whary et al. 2015) 

1- Trofozoíto em esfregaço de conteúdo intestinal de um porquinho da Índia (Alves et al. 2007). 2- Quisto de 
B. coli detetado em fezes de porquinho da Índia (Bowman 2014a). 

 

Identificados em fezes de coelhos de matadouro, através da técnica de McMaster (Szkucik et al. 2013). 
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Anexo 9- Ovo de Paraspidodera uncinata 
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Anexo 10- Trichuris spp. 

Anexo 11- Ovo de Heterakis spumosa 

Preparação de flutuação fecal (FLOTAC), a partir de fezes de porquinho da Índia de companhia (d’Ovidio, 

Noviello, Ianniello, et al. 2015). 

 

1- Ovo observado nas fezes de um macaco-pata (Bowman 2014a). 2- Ovo embrionado de T. muris (Cliffe e 
Grencis 2004). 

 

Preparação de flutuação fecal com solução salina saturada, a partir de fezes de ratazana (Qasim et al. 2014). 
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Anexo 14- Terapêutica antiparasitária em petauros do açúcar, roedores e coelhos 

Substância ativa Parasitas Dose Animais 

Febantel + 
Pamoato de 

pirantel 

Nemátodes (estrôngilos) 15mg/kg+14,4mg/kg 
PO1 

Petauros 
do açúcar 

Pamoato de 
pirantel 

Nemátodes 50mg/kg4 Roedores 

5-10mg/kg PO/SC/IM, 
repetir em 10 dias3 

Coelhos 

Febantel Nemátodes 10mg/kg PO q24h, 3 
dias5 

Roedores 

Fenbendazol 
 
 

Nemátodes; céstodes 20-50mg/kg PO q24h, 3 
dias, repetir em 14 dias3 

Petauros 
do açúcar 

Giardia spp. 20-50mg/kg PO q24h, 5 
dias6 

Roedores 

Identificado em fezes de coelhos de matadouro, através da técnica de McMaster (Szkucik et al. 2013). 

 

Anexo 12- Ovo de Passalurus ambiguus 

Anexo 13- Ovo de ácaro em preparação de Mini-FLOTAC, em fezes de coelho de companhia 

100 µm 
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Nemátodes 5-20mg/kg PO q24h, 5 
dias, repetir em 14 

dias17 

Coelhos 

Passalurus ambiguus 20mg/kg PO q24h, 5 
dias, repetir em 14 

dias17 

Coelhos 

Oxfendazol Nemátodes; céstodes 
(adultos) 

10-20mg/kg PO1 Petauros 
do açúcar 

Albendazol Giardia spp. 
 

5mg/kg q12h7 Porquinhos 
da Índia 

25mg/kg q12h, 2 dias8 Chinchilas 

7,5-20mg/kg PO q24h13, 
3 a 14 dias14 

Coelhos 

Mebendazol Oxiurídeos 40mg/kg PO q7dias, 21 
dias9 

Ratazanas 

50-60mg/kg PO q12h, 5 
dias7 

Chinchilas 

Dimetridazol Protozoários gastrointestinais 1mg/ml de água de 
bebida9, 14 dias21 

Ratazanas 

20-50mg/kg PO q24h, 7 
dias7 

Porquinhos 
da Índia 

Ivermectina Nemátodes 0,2mg/kg SC, repetir 
em 10 a 14 dias3 

Petauros 
do açúcar 

Oxiurídeos 25mg/L de água de 
bebida, 4 dias/semana, 

5 semanas10 

Ratazanas 

2mg/kg PO ou tópico, 1 
vez ou 2 vezes em 7-10 

dias22 

Adipato de 
piperazina 

Oxiurídeos 200mg/kg PO q24h, 7 
dias+interrupção 7 

dias+7dias 

Ratazanas 

0,5mg/ml de água de 
bebida, 21 dias9 

500mg/kg PO q24h3 Chinchilas 

3-5mg/ml de água de 
bebida, 7 

dias+interrupção 7 
dias+7 dias3 

Hamsters 

4-7mg/ml de água de 
bebida, 3 a 10 dias3 

Porquinhos 
da Índia, 

ratazanas 

Citrato de 
piperazina 

Oxiurídeos 100mg/kg PO q24h, 2 
dias3 

Chinchilas 

2-5mg/ml de água de 
bebida, 7 

dias+interrupção 7 
dias+7dias9 

Roedores 

10mg/ml de água de 
bebida, 7 

dias+interrupção 7 
dias+7dias3 

Porquinhos 
da Índia, 
hamsters 
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Praziquantel Céstodes 6-10mg/kg PO/SC, 
repetir em 10 dias3 

Roedores 

30mg/kg PO q14 dias, 3 
vezes11 

Ratazanas 

5-10mg/kg PO/SC/IM, 
repetir em 10 dias6 

Coelhos 

10mg/kg PO17 

Metronidazol Protozoários intestinais 25mg/kg PO q12h3 Petauros 
do açúcar, 
porquinhos 

da Índia 

10-40mg/animal PO 
q24h12 

Ratazanas 

2,5mg/ml de água de 
bebida, 5 dias12 

10-40mg/kg PO, repetir 
em 5 dias22 

25mg/kg PO q12h3 Chinchilas 

70mg/kg PO q8h9 Hamsters 

20mg/kg PO q12h3 Coelhos 

Sulfadimetoxina Coccídias 10-15mg/kg PO q12h3 Ratazanas 

25-50mg/kg PO q24h, 
10 dias3 

Chinchilas, 
porquinhos 
da Índia, 
hamsters 

50mg/kg PO uma vez e 
depois 25mg/kg q24h, 

10 a 20 dias15 

Coelhos 

Sulfamerazina  
Sulfametazina 

Coccídias 1mg/ml de água de 
bebida9 

 

 

Chinchilas, 
porquinhos 
da Índia, 

hamsters, 
ratazanas 

100mg/kg PO18 Coelhos 

Sulfametazina Coccídias 0,77g/L de água de 
bebida18 

Coelhos 

Cryptosporidium spp. 2mg/ml na água de 
bebida20 

Porquinhos 
da Índia 

Sulfaquinoxalina Coccídias 1mg/ml de água de 
bebida, 14 a 21 dias2 

Roedores 

1mg/ml de água de 
bebida3 

Coelhos 

Cryptosporidium spp. 2mg/ml na água de 
bebida20 

Porquinhos 
da Índia 

Toltrazuril Coccídias 10 mg/kg PO q24h, 3 
dias+interrupção 3 

dias+3 dias5 

Roedores 

25ppm/L de água de 
bebida7 

2,5-5mg/kg PO19 Coelhos 

25mg/kg PO, 2 dias, 
repetir em 5 dias14 
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Amprólio (9,6%) Coccídias 
 

0,5ml/500ml de água de 
bebida, 10 dias15 

Coelhos 

Diclazuril Coccídias 4mg/kg SC16 Coelhos 
Adaptado de Fiorello e Divers 2013, Brust e Pye 2013 e Mayer 2013.1(Barnes 2002); 2(Mayer 2013); 3(Morrisey e 
Carpenter 2012); 4(Adamcak e Otten 2000); 5 (Ewringmann e Glöckner 2012); 6 (Allen et al. 1993, citados por 
Carpenter e Marion 2013); 7(Beck e Pantchev 2006, citados por Carpenter e Marion 2013); 8(Donnelly 2004, citado 
por Carpenter e Marion 2013); 9(Anderson 1994, citado por Carpenter e Marion 2013); 10(Klement et al. 1996, citado 
por Carpenter e Marion 2013); 11(Burke 1995, citado por Carpenter e Marion 2013); 12(Johnson-Delaney 1996, 
citado por Carpenter e Marion 2013); 13(Brown 1997, citado por Carpenter e Marion 2013); 14(Harcourt-Brown 2002, 
citado por Carpenter e Marion 2013); 15(Harkness et al. 2010); 16(Pan et al. 2008); 17(Mencke e Bach 2007, citados 
por Carpenter e Marion 2013); 18(Gillet 1994, citado por Carpenter e Marion 2013); 19(Redrobe et al. 2010); 
20(Vetterling 1976); 21(Whary et al. 2015); 22(Frohlich 2020) 

 

 

 

 

 

 

 

 

Anexo 15- Inquérito online realizado aos tutores que recolheram as fezes dos seus animais em 

casa 
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