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Resumo 

Cães e gatos no Brasil são hospedeiros primários de um considerável número de parasitos, os 

quais podem afetar a saúde e o bem-estar desses animais. Esses parasitos incluem 

endoparasitos (e.g., protozoários, cestódeos, trematódeos e nematódeos) e ectoparasitos (e.g., 

pulgas, piolhos, ácaros e carrapatos). Enquanto alguns parasitos de cães e gatos são altamente 

específicos (e.g., Aelurostrongylus abstrusus e Felicola subrostratus para gatos e 

Angiostrongylus vasorum e Trichodectes canis para cães), outros podem facilmente mudar 

para outros hospedeiros, incluindo seres humanos. De fato, vários parasitos de cães e gatos 

(e.g., Toxoplasma gondii, Dipylidium caninum, Ancylostoma caninum, Strongyloides 

stercoralis e Toxocara canis) são importantes não apenas na perspectiva veterinária, mas 

também sob o ponto de vista médico. Ademais, alguns desses (e.g., Lynxacarus radovskyi em 

gatos e Rangelia vitalii em cães) ainda são pouco conhecidos para a maioria dos médicos 

veterinários que trabalham no Brasil. Este artigo é um compêndio sobre parasitos de cães e 

gatos no Brasil e uma chamada para uma abordagem de “Uma Saúde” (One Health) na busca 

de um melhor manejo desses parasitos, alguns dos quais podem afetar os humanos. Aspectos 

práticos relacionados ao diagnóstico, tratamento e controle de doenças parasitárias de cães e 

gatos no Brasil são discutidos. 
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Introdução 

A palavra “parasito” (do Grego Antigo, parasitos: para = ao lado de, sitos = alimento) 

significa literalmente uma aquele que come na mesa de outro. No senso figurado, políticos 
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corruptos que fazem o uso do poder e dos recursos públicos para o seu próprio benefício 

poderiam ser chamados de “parasitos da sociedade”. Porém, em parasitologia, um parasito é 

um organismo que se beneficia de outro (o hospedeiro), sem dar algo em troca e usualmente 

causando algum dano a esse. A propósito, parasitos constituem um grupo diverso de 

organismos que podem afetar uma ampla variedade de hospedeiros, including anfíbios, aves, 

peixes, mamíferos e répteis. Eles podem ser geralmente subdivididos como endoparasitos 

(=internos) e ectoparasitos (=externos), de acordo com a sua localização no hospedeiro. 

Ectoparasitos também podem ser classificados como permanentes (e.g., piolhos e ácaros) ou 

não permanentes (e.g., carrapatos e mosquitos), dependendo da sua relação com o 

hospedeiro; isto é, se seu ciclo de vida acontece exclusivamente no hospedeiro ou também no 

ambiente. 

Cães e gatos são os animais de estimação mais populares do mundo. Hoje em dia, cães têm 

assumido várias funções como guias para deficientes visuais, como agentes terapêuticos, 

como cães de guarda e de caça. Além disso, em muitos países em desenvolvimento, ambos os 

cães e gatos têm se tornado parte das famílias humanas, independentemente da classe social 

(Figura 1). Os benefícios de ter um animal de estimação são indiscutíveis [1], mas ambos os 

cães e gatos podem albergar muitos parasitos potencialmente transmissíveis ao homem, que 

podem representar um risco a saúde, especialmente de crianças, idosos e indivíduos 

imunocomprometidos [2]. Por exemplo, Toxoplasma gondii, Dipylidium caninum, 

Echinococcus granulosus, Ancylostoma braziliense, Toxocara canis, Onchocerca lupi e 

Thelazia callipaeda são parasitos comuns de cães e gatos que podem afetar humanos em 

diferentes países do mundo. Isso enfatiza a necessidade de uma abordagem de “Uma Saúde” 

(One Health) na busca de um melhor manejo e controle desses parasitos [3, 4]. 

No início do século XXI, as doenças parasitárias continuam causando um impacto 

significativo sobre as populações humanas e animais em regiões tropicais e subtropicais ao 

redor do mundo [5-7]. Mormente, o impacto de algumas dessas doenças é 

disproporcionalmente maior em países em desenvolvimento como o Brasil, onde as 

condições de vida das populações frequentemente favorecem a exposição a certos parasitos, 

cuja transmissão pode estar associada a pobres condições sanitárias e de moradia (Figura 2), 

assim como a inequidades no acesso a educação e a serviços primários de saúde.  

O Brasil é um país de dimensões continentais (i.e., 8,515,767 km
2
), ocupando a maior parte 

do território da América do Sul e representando a maior economia da região. Apesar das 

persistentes desigualdades sociais e econômicas (e.g., acesso desigual a educação, 

saneamento básico, assistência a saúde, água e habitação), que se tornaram o lado obscuro da 

história brasileira, a importância dos cães e gatos como animais de estimação, assim como a 

demanda por serviços veterinários de alto padrão, tem aumentado nas últimas décadas no 

Brasil. Incrivelmente, de acordo com a Associação Brasileira da Indústria de Produtos para 

Animais de Estimação (Abinpet), o Brasil possui atualmente a segunda maior população de 

cães e gatos do mundo, com mais de 37 milhões de cães e 21 milhões de 

gatos(http://abinpet.org.br/imprensa/mercado-pet-deve-faturar-r-154-bilhoes-em-2013). A 

propósito, o crescimento do número de cães e gatos em áreas urbanas no Brasil tem sido 

acompanhado por incrementos substanciais no mercado pet. De acordo com a Abinpet, o 

mercado pet brasileiro deve faturar 15,4 bilhões de reais (aproximadamente 7 billhões de 

dólares americanos) em 2013, com um crescimento global de 8,3% em comparação com 

2012. Especificamente, estimou-se que em 2013 o setor de Pet Serv (serviços e cuidados com 

os animais) crescerá em 24,5%, Pet Food (alimento) em 4,9%, Pet Care (equipamentos, 

acessórios e produtos para higiene e beleza) em 5,2% e Pet Vet (medicamentos veterinários) 



   

  

 

em 6,7%. Esses números colocam o Brasil como o segundo maior mercado pet do mundo, 

atrás apenas dos Estados Unidos. 

A diversidade de ambientes naturais presentes no Brasil é incrível, assim como a sua 

biodiversidade. Por falar nisso, cães e gatos que vivem no Brasil podem albergar uma longa 

lista de parasitos que podem afetar o seu bem-estar e, eventualmente, constituir um risco para 

a saúde dos seus proprietários [8, 9]. Porém, as informações sobre a sua distribuição, 

epidemiologia e impacto desses parasitos na saúde humana são fragmentadas e 

principalmente publicadas em revistas brasileiras. Nesse sentido, esse artigo é um compêndio 

sobre os parasitos de cães e gatos no Brasil e uma chamada para uma abordagem de “Uma 

Saúde” (One Health) na busca de um melhor manejo desses parasitos, que podem 

potencialmente afetar os seres humanos. Aspectos práticos relacionados ao diagnóstico, 

tratamento e controle de doenças parasitárias de cães e gatos no Brasil são discutidos.  

Revisão 

Ectoparasitos de cães e gatos no Brasil 

Ectoparasitos podem causar irritação, perda de sangue, prurido e lesões cutâneas, 

potencialmente levando a ocorrência de infecções bacterianas secundárias. Alguns 

ectoparasitos como pulgas, piolhos e carrapatos também podem transmitir patógenos aos cães 

e gatos, incluindo bactérias, protozoários e helmintos [revisado na Ref. 9]. Ademais, 

carrapatos podem também causar toxicose, como recentemente relatado em um cão picado 

pelo carrapato mouro Ornithodoros brasiliensis no Brasil [10]. 

No Brasil, cães e gatos podem servir como hospedeiros para um grande número de 

ectoparasitos, incluindo pulgas, piolhos, ácaros e carrapatos (Tabelas 1 e 2). Certamente, cães 

podem ser frequentemente infestados por pulgas (e.g., Ctenocephalides canis, 

Ctenocephalides felis felis e Tunga penetrans), piolhos (e.g., Heterodoxus spiniger e 

Trichodectes canis), ácaros (e.g., Demodex canis, Otodectes cynotis e Sarcoptes scabiei) e 

carrapatos (e.g., Amblyomma aureolatum, Amblyomma ovale e Rhipicephalus sanguineus 

sensu lato) [11-41]. Enquanto algumas pulgas podem ser comuns em ambientes rurais (e.g., 

T. penetrans), C. felis felis é certamente a pulga mais frequente em cães no Brasil. Outros 

ectoparasitos menos comuns (e.g., a pulga Rhopalopsyllus lutzi lutzi) têm sido 

esporadicamente relatados em cães no Brasil [21, 28]. De maneira similar, os achados de 

algumas espécies de carrapatos associadas de animais silvestres (e.g., Amblyomma 

longirostre, Amblyomma naponsense, Amblyomma nodosum, Amblyomma pacae, 

Amblyomma scalpturatum e Haemaphysalis juxtakochi) em cães no Brasil são achados 

incidentais e de significado clínico desconhecido. 

Tal como acontece com os cães, gatos no Brasil são frequentemente encontrados infestados 

por pulgas (e.g., C. canis, C. felis felis, P. irritans e T. penetrans), piolhos (Felicola 

subrostratus) e ácaros (e.g., D. cati, Lynxacarus radovskyi, Notoedres cati e O. cynotis) [19, 

22, 42-49]. Menos frequentemente, gatos têm sido encontrados infestados por carrapatos tais 

como R. sanguineus s.l. e Amblyomma triste [49-50]. Alguns desses ectoparasitos são bem 

conhecidos em algumas regiões (e.g., L. radovskyi no nordeste do Brasil), mas 

completamente desconhecidos ou considerados raros em outras. Mesmo que os gatos tenham 

mais conhecimento que cães quando o assunto é “remoção de ectoparasitos” por grooming, 



   

  

 

eles podem ser altamentes expostos a ectoparasitos, particularmente em situações de 

confinamento em alta densidade, como acontece em gatis [45]. 

Embora a maioria das pulgas, piolhos, ácaros e carrapatos que infestam cães e gatos possa ser 

facilmente identificada, o delineamento de algumas espécies pode difícil para não 

taxonomistas [51, 52]. Embora algumas chaves para pulgas, piolhos e carrapatos tenham sido 

publicadas em livros [13, 14, 53] e revistas [54-56], não existem chaves pictóricas 

abrangentes para identificação de ectoparasitos de cães e gatos no Brasil (vide Tabela 3 e 

Figura 3). 

Insetos voadores podem representar um problema clínico significante para cães e gatos no 

Brasil [9, 57-66]. Por exemplo, mosquitos, flebotomíneos e triatomíneos são vetores de 

Dirofilaria immitis, Leishmania infantum e Trypanosoma cruzi, respectivamente, para ambos 

os cães e gatos [9]. Miíase também é um problema muito comum em cães e gatos no Brasil, 

sendo mais frequentemente associada à infestação por larvas de Cochliomyia hominivorax e 

Dermatobia hominis [58-65] e menos comumente por outras espécies de moscas (e.g., Lucilia 

eximia) [57, 65]. Ademais, moscas-dos-estábulos (Stomoxys calcitrans) podem produzir 

lesões cutâneas nas orelhas desses animais, o que também pode levar a ocorrência de 

infecções bacterianas secundárias [9, 66]. 

Endoparasitos de cães e gatos no Brasil 

Além de ectoparasitos, cães no Brasil podem ser acometidos por numerosos endoparasitos 

(Tabela 4), incluindo protozoários, trematódeos, cestódeos e nematódeos [32, 67-130]. Por 

exemplo, endoparasitos como Dipylidium caninum, Echinococcus granulosus, A. braziliense, 

Ancylostoma caninum, Strongyloides stercoralis, Toxocara canis, Trichuris vulpis e 

Dirofilaria immitis são comumente encontrados em cães de diferentes regiões brasileiras [67, 

69]. Outros endoparasitos como Angiostrongylus vasorum tem sido apenas esporadicamente 

relatados no Brasil [74]. Similarmente, gatos têm sido frequentemente encontrados 

albergando vários endoparasitos (Tabela 5) no Brasil, incluindo T. gondii, D. caninum, 

Taenia taeniformis, Spirometra mansonoides, Aelurostrongylus abstrusus, A. braziliense, A. 

caninum, A. tubaeforme, Toxascaris leonina, Toxocara cati, Pearsonema feliscati, Trichuris 

campanula, Trichuris serrata, Physaloptera praeputialis e Platynosomum fastosum [47, 71, 

87, 90, 92, 97, 131-137]. Endoparasitos menos comuns também têm sido relatados em gatos, 

tais como o acantocéfalo Sphaerirostris erraticus [137]. 

Cães tem sido contrados infectados por protozoários transmitidos por vetores, incluindo 

Babesia gibsoni, Babesia gibsoni, Babesia vogeli, Rangelia vitalii, Hepatozoon canis, 

Leishmania amazonensis, Leishmania braziliensis, Leishmania infantum, Trypanosoma cruzi, 

e Trypanosoma evansi [73, 78-82, 85, 87-90, 96, 102-104, 109-113, 117-121, 124, 128-130]. 

Outros protozoários de patogenicidade desconhecida (e.g., Trypanosoma caninum) também 

têm sido relatados em cães brasileiros [108]. Ademais, outros organismos transmitidos por 

vetores têm sido frequentemente relatados em cães, incluindo Anaplasma platys, Ehrlichia 

canis e menos frequentemente Rickettsia rickettsii [9]. 

Gatos também tem sido encontrados infectados por protozoários transmitidos por vetores  tais 

como B. vogeli, Cytauxzoon felis, H. canis, Hepatozoon felis, L. amazonensis, L. braziliensis, 

e L. infantum [42, 44, 129, 136, 138-148]. Sem dúvida, a diversidade de endoparasitos de 

cães e gatos no Brasil é impressionante, mas certamente subestimada, principalmente porque 

a maioria dos estudos conduzidos nesse país se baseou na detecção e identificação de ovos e 



   

  

 

oocistos em amostras de fezes usando técnicas coprológicas convencionais. Isso enfatiza a 

necessidade de técnicas diagnósticas adicionais (e.g., testes para detecção de coproantígenos, 

testes moleculares ou exame post-mortem) se quisermos conhecer a real diversidade e 

prevalência de endoparasitos de cães e gatos no Brasil. 

Distribuição geográfica e prevalência 

Parasitos de cães e gatos estão amplamente distribuídos no Brasil e na maioria dos casos 

ocorrem em virtualmente todas as regiões geográficas (norte, nordeste, sul, sudeste e 

centroeste) do país. Entretanto, para muitos parasitos externos (e.g., D. canis, N. cati e O. 

cynotis) e internos (e.g., D. caninum, A. brasiliense e T. canis) existe relativamente pouca 

informação publicada na literatura, particularmente em revistas internacionais. 

Consequentemente, é difícil no momento gerar mapas confiáveis e informativos para a 

maioria dos parasitos de cães e gatos que ocorrem no Brasil, mesmo que a maioria desses 

parasitos esteja certamente presente em todas as regiões do país. Por exmeplo, em um estudo 

realizado no sudeste do Brasil, 155 cães foram necropsiados e D. caninum foi diagnosticado  

em 57 (36,8%) deles, A. caninum em 30 (19,4%) e T. canis em 24 (15,5%) [36]. 

Similarmente, um estudo conduzido no nordeste do Brasil revelou que A. caninum 

(prevalência, 95,7%) foi o endoparasito mais comum em 46 cães errantes necropsiados, 

seguido por D. caninum (45,7%), T. canis (8,7%) e T. vulpis (4,3%) [32]. Esses estudos 

indicam altas taxas de prevalências de infestação por endoparasitos em cães errantes de 

diferentes regiões brasileiras representando uma fonte permanente de endoparasitos para 

animais de estimação e um grande risco zoonótico para humanos, por meio da contaminação 

de parques públicos e praias (vide “Cães, gatos, parasitos e humanos: aspectos de saúde 

pública”). 

Gatos errantes também são freqüentemente expostos a endoparasitos. Por exemplo, um 

estudo realizado no sudeste do Brasil relatou infestações por A. braziliense (67,3%), A. 

caninum (21,1%) e A. tubaeforme (9,6%) em 52 gatos necropsiados [116]. Da mesma forma, 

em um estudo recente realizado no centro-oeste do Brasil, 146 gatos foram necropsiados e 98 

deles estavam infestados por nematódeos [A. braziliense (50,68%); A. tubaeforme (10,27%); 

T. cati (4,11%); P. praeputialis (2,05%); P. feliscati (3,42%) e A. abstrusus (1,37%)], 

cestódeos [S. mansonoides (4,11%); D. caninum (3,42%) e T. taeniformis (0,68%)], 

trematódeos [P. fastosum (26,03%)] e acantocéfalos [S. erraticus (3,42%)] [137]. Mais uma 

vez, esses estudos revelam uma diversidade considerável de endoparasitos em gatos de 

diferentes regiões do Brasil, com taxas relativamente elevadas de prevalência. 

A distribuição geográfica dos protozoários e helmintos transmitidos por vetores de cães foi 

revista em outra revisão [9]. Por exemplo, L. infantum é amplamente distribuída em todas as 

regiões do Brasil [81, 113, 149, 150], mas menos freqüente no sul do país [151, 152]. No 

entanto, L. longipalpis, o principal vetor de L. infantum, está presente no norte da Argentina 

[153], no Paraguai [154] e foi detectado recentemente no Uruguai [155]. Além disso, L. 

longipalpis é abundante em Mato Grosso do Sul [156], que faz fronteira com o Estado do 

Paraná no sul do Brasil. Por último, mas não menos importante, a presença de L. longipalpis 

no Rio Grande do Sul (o estado brasileiro mais meridional) foi comprovada [157]. Esses 

resultados sugerem que L. longipalpis pode já ter colonizado outras áreas do sul do Brasil e 

que a leishmaniose canina pode se tornar um problema nessa região no futuro próximo. 

O pouco conhecido protozoário R. vitalii ocorre principalmente nas regiões sul e sudeste do 

Brasil [119, 124, 158, 159], onde os carrapatos como A. aureolatum, o vetor suspeito, são 



   

  

 

comumente encontrados em cães que freqüentam o ambiente de Mata Atlântica [160]. 

Curiosamente, B. gibsoni foi relatado exclusivamente no sul do Brasil [87, 104], o que 

também sugere que R. sanguineus s.l. não é o vetor deste protozoário no Brasil, considerando 

que este carrapato é prevalente em praticamente todas as regiões do país [52, 161, 162]. De 

fato, patógenos que são transmitidos por R. sanguineus s.l. (por exemplo, B. vogeli e 

Ehrlichia canis) geralmente apresentam ampla distribuição geográfica no Brasil [9], não 

concentrados em uma região específica, como ocorre com B. gibsoni. De qualquer modo, a 

possibilidade de que R. sanguineus s.l. esteja agindo como vetor de B. gibsoni no Brasil não 

pode ser descartada. 

Pulgas do gênero Ctenocephalides também são amplamente distribuídas no Brasil [18, 35, 

36, 38, 129], mas C. felis felis supera C. canis em distribuição geográfica, sendo essa última 

considerada mais comum em regiões com climas mais temperados, como no sudeste e sul do 

país [51]. De fato, C. felis felis foi relatada em 17 estados (Alagoas, Amazonas, Bahia, Ceará, 

Espírito Santo, Goiás, Mato Grosso, Minas Gerais, Paraíba, Paraná, Pernambuco, Rio de 

Janeiro, Rio Grande do Norte, Rio Grande do Sul, Roraima, Santa Catarina e São Paulo), 

enquanto C. canis tem sido relatada em apenas nove (Amazonas, Bahia, Maranhão, Minas 

Gerais, Paraná, Pernambuco, Rio Grande do Sul, Santa Catarina e São Paulo) [51 ]. Como 

conseqüência da ampla distribuição de pulgas (Ctenocephalides spp.) em cães e gatos, 

parasitos transmitidas por pulgas, como D. caninum e A. reconditum [163-167] também são 

comuns no Brasil [revisado na Ref. 9]. 

Mesmo que as pulgas, piolhos e carrapatos possam ser encontrados infestando cães em todas 

as regiões brasileiras, a distribuição e prevalência a nível local pode variar amplamente, 

também de acordo com as condições climáticas e do grau de urbanização de cada área. Por 

exemplo, em um estudo realizado no nordeste do Brasil, a frequência de infestação por R. 

sanguineus s.l. tendeu a ser maior em áreas urbanas do que nas áreas rurais, ao passo que as 

infestações por carrapatos do gênero Amblyomma e C. felis felis foram mais comuns em cães 

rurais [39]. No mesmo estudo, infestações mistas foram significativamente mais freqüentes 

em cães rurais do que em urbanos. No entanto, mesmo que R. sanguineus s.l. sejam mais 

prevalentes em ambientes urbanos [18, 28, 32], eles podem infestar uma grande proporção de 

cães rurais em algumas áreas [30, 33, 36]. 

Inquéritos sorológicos também relataram moderados a altos níveis de exposição a parasitos 

como Neospora caninum e T. gondii em cães e gatos no Brasil [151, 168-173]. Por exemplo, 

em um estudo recente realizado no sudeste do Brasil, 386 gatos foram analisados pelo teste 

de imunofluorescência indireta (IFI) para detectar a presença de anticorpos contra T. gondii e 

63 (16,3%) deles foram positivos [172]. As taxas de prevalência de anticorpos anti-N. 

caninum em cães variando de 26% a 34,5% foram registradas no nordeste do Brasil, com 

57,6 % dos cães soropositivos também positivos para anticorpos anti-T. gondii [169]. Em 

outro estudo realizado no sudeste do Brasil, 703 cães de áreas urbanas e rurais foram testados 

para N. caninum e 11,4 % deles foram positivos. A probabilidade de ser positivo para N. 

caninum foi maior em a cães com idade >4 anos, cães de guarda, cães de caça e cães de 

fazendas leiteiras com histórico de aborto bovino [173]. Em particular, entre os cães rurais, 

uma associação com a soroprevalência foi registrada em fazendas de leite, em cães não 

alimentados com ração comercial, em cães de caça e de guarda. Em conjunto, esses estudos 

revelam que os cães e gatos de diferentes regiões rurais e áreas urbanas estão em risco de 

infecção por parasitos, como N. caninum e T. gondii. Isto também é verdade para Leishmania 

spp. em cães, com taxas de seroprevalência superiores a 60% relatadas em algumas áreas de 

alta endemicidade [168]. 



   

  

 

Dinâmica sazonal nos trópicos 

Informações sobre a ecologia dos parasitos de cães e gatos no Brasil são fragmentadas, 

limitadas, e, para vários parasitos, praticamente inexistentes. Considerando a variedade de 

biomas (Mata Atlântica, Amazônia, Pantanal, Cerrado, Caatinga e Pampa) e climas (do norte 

tropical até zonas temperadas abaixo do Trópico de Capricórnio) registrados no Brasil, é de 

se esperar que a dinâmica sazonal das populações de parasitos de cães e gato varie de acordo 

com a região. No entanto, as condições climáticas no Brasil são tão apropriadas que vários 

artrópodes vetores são encontrados durante todo o ano. Por exemplo, estudos realizados em 

uma área onde D. immitis ocorre de forma endêmica no Rio de Janeiro indicou que mosquitos 

vetores (e.g., Ochlerotatus scapularis e Ochlerotatus taeniorhynchus) são mais abundantes 

durante os meses de verão, mas também podem ser capturados em grande número nos meses 

de inverno [174]. Esses resultados sugerem que os cães e gatos podem estar sob o risco de 

infestação por D. immitis durante todo o ano, especialmente porque a temperatura média 

anual na maior parte do território brasileiro é de entre 21 e 30 °C, o que de fato facilita o 

desenvolvimento de larvas infectantes (L3) no mosquito vector. 

A presença de ectoparasitos durante todo o ano no Brasil é aparentemente a regra, não a 

exceção. Flebotomíneos vetores de parasitos do gênero Leishmania tais como L. longipalpis 

(Figura 4) e L. whitmani podem ser encontrados em grande número ao longo do ano em 

diferentes regiões do Brasil [175-180], embora algumas espécies possam apresentar picos 

populacionais durante os meses de maior precipitação [181]. O mesmo se aplica para as 

pulgas e carrapatos. Um estudo recente desenvolvido no sudeste do Brasil revelou elevadas 

taxas de prevalência de infestações por pulgas (C. felis felis) e carrapatos (A. cajennense e R. 

sanguineus s.l.) durante as estações seca e chuvosa [35]. Outro estudo realizado na mesma 

região indicou que R. sanguineus s.l. pode infestar cães durante qualquer período do ano e 

completar até três gerações por ano [182]. Da mesma forma, uma investigação conduzida no 

centro-oeste Brasil sugeriu que esse carrapato pode completar até quatro gerações por ano 

[183]. Mais uma vez, estes resultados sugerem que diferentes regiões brasileiras possuem 

tipos de clima e condições ambientais que permitem a ocorrência de carrapatos durante todos 

os meses do ano. Por exemplo, embora um estudo tenha identificado variações na infecção 

por B. vogeli em cães aparentemente associadas a picos na população do carrapato vetor 

[184], as evidências indicam que esse protozoário pode infectar cães em qualquer período do 

ano em algumas regiões, independentemente da estação [120]. Por outro lado, miíases por C. 

hominivorax em cães e gatos apresenta um padrão sazonal bem definido no Brasil, atingindo 

o seu pico durante os meses mais quentes do ano [59-61, 65]. 

Os dados relativos a dinâmica sazonal de endoparasitos em cães e gatos no Brasil são 

escassos. Por exemplo, a incidência de larva migrans cutânea (Ancylostoma spp.) é maior 

durante a estação chuvosa [185]. Curiosamente, um estudo relatou um pico acentuado na 

excreção de ovos de Ancylostoma nas fezes de cães durante o verão e outono, sugerindo que 

as condições de inverno em São Paulo (sudeste do Brasil) têm um efeito negativo sobre a 

transmissão de ancilostomíase [74]. Outro estudo concluiu que a região sul do Brasil tem 

condições edáficas e climáticas favoráveis para que contaminantes do solo (e.g., ovos de 

Toxocara) persistam durante todo o ano, embora a diversidade de espécies de parasitos tenha 

sido menor no inverno e o número de parasitos menor no verão [186]. Esses achados estão de 

acordo com estudos realizados em outras partes da América do Sul. Por exemplo, um estudo 

realizado em Mar del Plata, Argentina, relatou uma alta prevalência de parasitos intestinais de 

cães ao longo do ano, com algumas variações sazonais de acordo com o gênero ou espécie de 

parasito [187]. Ancilostomíneos (Ancylostoma spp.) foram mais prevalentes no verão e no 



   

  

 

outono, ascarídeos (T. canis) no inverno, enquanto tricurídeos (T. vulpis) atingiu o pico no 

inverno, primavera e verão. Mais uma vez, estes dados demonstram um alto risco de 

infestação parasitária em todas as estações nesta parte do continente americano. 

Abordagens para o diagnóstico e manejo  

Diagnóstico de doenças parasitárias 

O diagnóstico das doenças parasitárias que afetam cães e gatos no Brasil ainda é 

predominantemente feito por métodos tradicionais. Por exemplo, os parasitos 

gastrointestinais são normalmente detectados por meio de técnicas coprológicas comuns, tais 

como as técnicas de Willis (flutuação em solução saturada de cloreto de sódio), Fausto 

(centrífugo-flutuação em sulfato de zinco) e Hoffman-Pons-Janer (sedimentação fecal 

espontânea em água) [188, 189]. Esses métodos podem apresentar baixa sensibilidade em 

alguns casos e resultar na subestimação da real prevalência de alguns parasitos, como D. 

caninum [74, 77, 100, 188, 190], quando comparados com os dados de necropsia [32]. Um 

teste comercial para concentração fecal (TF-Test®) concebido para a detecção de parasitos 

intestinais de humanos [191] também tem sido utilizado para a detecção de ovos de 

helmintos, cistos e oocistos de protozoários nas fezes de cães [190]. Um estudo comparativo 

revelou que a técnica de centrífugo-flutuação foi mais sensível que a centrífugo-sedimentação 

e que o TF-Test ® na detecção de Ancylostoma spp., T. canis, T. vulpis e Giardia em fezes de 

cães [190]. Outro estudo relatou que a técnica de Willis foi mais eficiente na detecção de 

ovos de A. caninum e T. canis nas fezes de cães [188]. Como corolário, um estudo mais 

recente demonstrou que as técnicas de Willis e de centrífugo-flutuação apresentaram um 

melhor desempenho do que a técnica de Hoffman-Pons-Janer para detectar Ancylostoma spp. 

em fezes de cães [189]. Também foram propostos outros métodos, mas, aparentemente, não 

havendo diferença significativa em termos de sensibilidade, em comparação com métodos 

tradicionais [98]. O uso de um ensaio imunoenzimático (ELISA) para a detecção de 

coproantígenos de E. granulosus revelou altas taxas de positividade (27,69–47,37%) em cães 

rurais do sul do Brasil [192]. Da mesma maneira, técnicas baseadas na reação em cadeia da 

polimerase (PCR) foram utilizadas para detectar endoparasitos (helmintos e protozoários) de 

cães no Brasil [83, 126, 193, 194], mas atualmente esses métodos estão restritos 

principalmente à pesquisa. 

 

Hematozoários (e.g., B. vogeli e H. canis) são normalmente diagnosticados por exame de 

esfregaços de sangue corados sob um microscópio de luz, método essse que pode apresentar 

baixa sensibilidade, especialmente quando as amostras de sangue não são coletadas na fase 

aguda da infecção [195]. Os testes sorológicos são amplamente utilizados para avaliar a 

exposição a patógenos como B. vogeli, Leishmania spp., N. caninum e T. gondii [168, 169, 

184, 196-198]. O uso de ferramentas moleculares para o diagnóstico de protozoários parasitos 

(e.g., B. vogeli, H. canis e L. infantum) está se tornando cada vez mais popular, mas continua 

mais restrito à pesquisa [121, 199-204]. Certamente, os protocolos de PCR atuais têm 

mostrado um bom nível de concordância com os métodos parasitológicos [150]. Infelizmente, 

os custos de ferramentas moleculares ainda são proibitivos para a maioria dos proprietários 

de animais que vivem em áreas endêmicas e isso prejudica severamente o diagnóstico de 

doenças como a leishmaniose visceral e cutânea em cães. De fato, as ferramentas sorológicas 

atuais não conseguem distinguir entre L. braziliensis e L. infantum [113, 205]. Esse fato pode 

ter implicações diretas para médicos veterinários no Brasil uma vez que os cães soropositivos 

são normalmente eliminados como parte do programa de controle da leishmaniose visceral 

humana, embora tenha sido demonstrado que muitos destes cães soropositivos estão 



   

  

 

infectados por L. braziliensis e não por L. infantum [113 , 205, 206]. Na verdade, a grande 

diversidade de parasitos no Brasil pode ser um fator de confusão no diagnóstico de algumas 

doenças em cães e gatos no país. Por exemplo, diferentes espécies de Leishmania foram 

relatadas nestes animais no Brasil e o quadro clínico não é sempre previsível. Um relato 

recente descreveu um caso de leishmaniose canina por L. infantum em que o cão apresentava 

uma úlcera cutânea que é normalmente encontrado em cães e seres humanos infectados por L. 

braziliensis [207]. Mais uma vez, cães infectados por L. amazonensis geralmente exibem 

sinais clínicos comumente observados em cães com leishmaniose visceral [96, 117]. Por 

outro lado, os gatos infectados por L. amazonensis exibem tipicamente uma doença cutânea, 

que se assemelha a esporotricose [141, 208]. Isso significa que o mesmo parasito pode 

eventualmente induzir doenças clínicas diferentes em cães e gatos, o que enfatiza a 

necessidade de um diagnóstico laboratorial adequado para confirmar as espécies de parasitos 

envolvidos. Isso também é verdade para os ovos de ascarídeos (Toxocara spp.) e tenídeos 

(Taenia spp. e Echinococcus spp.) encontrados nas fezes de cão, os quais normalmente não 

podem ser diferenciados através da microscopia de luz [209, 210]. Ovos de ancilóstomídeos 

não são facilmente distinguíveis pela morfologia, mas os dados morfométricos sugerem que 

eles podem ser diferenciados [211]. No entanto, o uso de técnicas diagnósticas aperfeiçoadas 

e mais específicas, é fundamental para uma melhor gestão das doenças parasitárias de cães e 

gatos no Brasil. 

Controlando parasitos de cães e gatos 

Médicos veterinários que atuam no Brasil dispõem de um repertório relativamente vasto de 

ferramentas para controlar os parasitos que afetam cães e gatos. No entanto, o controle de 

parasitos comuns, como pulgas e carrapatos podem parecer bastante difícil, principalmente 

quando as ferramentas disponíveis não são utilizadas devidamente ou quando médicos 

veterinários não possuem conhecimentos básicos sobre a bio-ecologia de alguns desses 

parasitos. No Brasil, não existem diretrizes para o controle de ecto- e endoparasitos de cães e 

gatos, tais como aquelas fornecidas pelo Conselho Científico Europeu para os Parasitos de 

Animais de Companhia (ESCCAP: http://www.esccap.org/) na Europa e pelo Conselho de 

Combate aos Parasitos em Animais (CAPC: http://www.capcvet.org/) nos Estados Unidos. 

Essas diretrizes são fundamentais para garantir aos médicos veterinários o acesso as 

informações científicas mais recentes sobre o controle de parasitos de cães e gatos. 

Porque os piolhos e ácaros vivem em associação permanente com os seus hospedeiros, eles 

são relativamente fácil de controlar e, uma vez eliminados, a reinfestação só ocorre após o 

contato com outros animais infestados [212, 213]. Portanto, o controle de infestações por 

piolho em cães e gatos é principalmente baseado na aplicação de colares, soluções spot-on e 

sprays com produtos inseticidas sobre os animais infestados. Esses inseticidas podem estar 

disponíveis como [214-216]. Ácaros também são ectoparasitos permanentes, com alguns 

deles vivendo no pêlo (L. radovskyi), outros no conduto auditivo externo (O. cynotis), nos 

folículos pilosos e glândulas sebáceas (D. canis e D. cati), ou mesmo em galerias escavadas 

sob a epiderme (N. cati e S. scabiei). O tratamento das infestações por ácaros pode ser 

sistêmico (e.g., selamectina oral para S. scabiei) ou tópico (e.g., banhos de amitraz para D. 

canis). Por exemplo, o tratamento de infestações pelo ácaro do pêlo do gato (L. radovskyi) no 

Brasil tem sido realizado com sucesso com banhos semanais com um sabão de monossulfeto 

de tetraetiltiuram [217]. Do mesmo modo, uma única injecção subcutânea de doramectina 1% 

(0,3 mg/kg) foi eficaz no tratamento de cães com sarna sarcóptica e com endoparasitos [218]. 

No entanto, o tratamento da demodicose em cães pode variar dependendo da gravidade do 

caso, a idade do animal, bem como a presença de uma doença de base [vide Ref. 219]. Na 



   

  

 

verdade, a maioria das lesões em cães jovens com demodicose juvenil localizada resolverá 

espontaneamente sem tratamento, ao passo que cães adultos com demodicose generalizada 

geralmente requerem terapia mais agressiva, por exemplo, com banhos de amitraz a cada 

duas semanas durante vários meses [219]. Além disso, uma doença de base ou condição de 

saúde (e.g., câncer, hiperadrenocorticismo, uso de drogas imunossupressoras) deve sempre 

ser investigada e tratada em conformidade, especialmente em casos de demodicose em cães 

adultos. É evidente que o tratamento da sarna em cães e gatos depende de vários factores 

relacionados com as espécies de ácaros envolvidas e com as características de cada doente 

individual. Médicos veterinários devem usar os produtos rotulados especificamente para o 

tratamento da sarna em cães e gatos no Brasil e seguir rigorosamente as recomendações do 

fabricante. 

Em contraste com os ácaros e piolhos, carrapatos e pulgas são parasitos não-permanentes 

[212] e, portanto, exemplares encontrados em cães e gatos podem representar apenas uma 

pequena proporção de toda a população de pulgas e carrapatos presentes no ambiente onde 

vivem os animais infestados. Um vasto repertório de produtos está disponível no mercado 

veterinário brasileiro para o controle de pulgas e carrapatos em cães e gatos. Inseticidas e 

acaricidas com potentes efeitos anti-feeding e de killing, repelentes, reguladores de 

crescimento de insetos e análogos do hormônio juvenil estão disponíveis como pipetas (spot-

on), coleiras, xampus, sabonete, talco, sprays e comprimidos [212, 220]. No entanto, antes de 

decidir a melhor estratégia de controle a ser adotada, o médico veterinário também deve 

investigar a presença e a abundância de pulgas/carrapatos no ambiente onde o animal vive. 

Carrapatos tendem a cair durante a noite, quando o cão está dormindo [221]. Ademais, os 

ovos das pulgas não são aderentes, caindo do pêlo do animal no ambiente junto com as fezes 

de pulgas adultas. Larvas recém-eclodidas geralmente evitam a luz solar e se movem 

ativamente entres as fibras de tapetes ou sob detritos orgânicos [222]. Aspirar lugares 

freqüentados por animais (e.g., carpetes, almofadas, tapetes, móveis ou outros substratos), 

com um aspirador de pó, bem como lavar a roupa de cama do animal de estimação ou roupa 

de cama freqüentada por esses irá ajudar na remoção de ovos e larvas de pulgas [222]. Além 

disso, tratamentos do ambiente interno e externo com insecticidas e acaricidas podem ser 

necessários em algumas situações, tais como a canis e gatis com níveis elevados de infestação 

ambiental por pulgas e de carrapatos. Cuidados devem ser tomados ao utilizar produtos 

químicos no ambiente e é aconselhável que os proprietários consultem um veterinário ou 

especialista autorizado em controle de pragas [222]. 

O controle químico de outros artrópodes (e.g., barbeiros, mosquitos e flebotomíneos) no 

ambiente é mais complexo e também deve ser realizado em conjunto com as autoridades de 

saúde pública. Por exemplo, uma vez que larvas e pupas de mosquitos são estritamente 

associadas com coleções de água (e.g., containers, piscinas desativadas, pneus abandonados), 

sua população pode ser reduzida e, às vezes erradicada localmente, por meio da destruição de 

seus locais de reprodução ou por meio de agentes de controle biológico, tais como o Bacillus 

thuringiensis israelensis e peixes como bettas (Betta splendens) e guppies (Poecilia 

reticulata) [223, 224]. A pulverização de casas e abrigos de animais (e.g., galinheiros) com 

inseticidas de ação residual tem sido recomendada para o controle de insetos vetores, como 

flebotomíneos no Brasil [225, 226]. No entanto, os resultados indicam que um controle 

efetivo da população do vetor pode ser difícil de alcançar e resistência a inseticidas 

atualmente em uso no Brasil tem sido documentada [227, 228]. O uso de mosquiteiros 

tratados com insecticida também foi demonstrado ser eficaz na proteção de seres humanos 

contra picadas de L. longipalpis [229], mas esta estratégia não é usada atualmente no Brasil, 

como parte do programa nacional contra a leishmaniose visceral zoonótica. 



   

  

 

O controle de endoparasitos comuns de cães (e.g., A. caninum e T. canis) e gatos (e.g., A. 

braziliense e T. cati) geralmente consiste na administração de anti-helmínticos de rotina 

associados ao controle de vetores para aqueles que são transmitidas por vetores (e.g., D. 

caninum, D. immitis e P. praeputialis); revisado na Ref. [8]. De fato, o controle de helmíntos 

com potencial zoonótico (e.g., E. granulosus) pode ser efetivamente realizado pelo uso 

sistemático de praziquantel. Por exemplo, um programa de controle de piloto foi realizado no 

sul do Brasil, em que 44 cães rurais foram tratados mensalmente com praziquantel, durante 

oito meses [192]. No início do programa, 17 de 44 (28%) cães foram positivos para 

coproantígenos de E. granulosus por ELISA e 30 dias após a última administração no 

tratamento nenhum cão foi positivo [192]. Especificamente, no caso do cestódeo D. caninum, 

o controle de pulgas e piolhos também deve ser preconizado [8]. 

O nível de consciência e de compliance dos proprietários de animais pode ser baixos em 

alguns contextos, especialmente na periferia e em áreas rurais. Embora uma parte importante 

dos proprietários de animais no Brasil não consiga arcar com os custos dos programas de 

prevenção durante todo o ano, a falta de cumprimento das recomendações veterinárias por 

parte de pessoas com maior poder aquisitivo é geralmente devida a falta de informação e/ou 

reduzida percepção de risco. Estratégias alternativas têm sido propostas, incluindo o uso do 

fungo nematófago Pochonia chlamydosporia como agente de controle biológico contra ovos 

embrionados de T. canis [230]. Contudo, essas alternativas ainda parecem um pouco longe da 

realidade no Brasil. 

Finalmente, o controle de parasitos transmitidos por vetores é usualmente baseado na 

utilização de repelentes nos animais e no controle dos artrópodes vetores no ambiente, 

sempre que aplicável [9, 231], por exemplo, para o controle de H. canis, o qual é associado a 

altos níveis de infestação ambiental por carrapatos [232, 233]. No entanto, outras estratégias, 

como a eliminação de cães têm sido utilizadas no Brasil para o controle da leishmaniose 

visceral zoonótica, mesmo sendo considerada uma estratégia antiética e sem base científica 

[234]. Recentemente, o Ministro Joaquim Barbosa, presidente do Supremo Tribunal Federal 

do Brasil, recusou o pedido de suspensão do julgamento da Portaria Interministerial 

1.426/2008 que proibia o tratamento e recomendava a eutanásia de cães infectados por L. 

infantum (    b asileis  com b  dados a tigos a tigos               pd  ). O Ministro 

declarou que essa Portaria viola a Constituição Federal e que o poder público deveria 

encontrar alternativas para enfrentar essa questão, em parceria com cientistas e veterinários.    

A prevenção é melhor que a cura 

A maioria dos proprietários de cães procura a ajuda de um médico veterinário apenas quando 

os seus animais mostram sinais evidentes de doença. Isso é particularmente verdadeiro nos 

países em desenvolvimento, onde a maioria dos proprietários de cães não pode lidar com os 

custos dos programas de prevenção durante todo o ano. Naturalmente, em algumas áreas 

rurais e suburbanas do nível de adesão as recomendações veterinárias pode ser ainda mais 

reduzido. No entanto, um número considerável de proprietários de animais está cada vez mais 

consciente dos riscos e custos potenciais associados a não adoção de medidas preventivas no 

sentido de evitar a exposição a certos patógenos, tais como L. infantum. Assim, é 

fundamental que médicos veterinários recomendem preventivos para proprietários de animais 

no intuido de estabelecer um programa preventivo de longo prazo contra endoparasitos e 

ectoparasitos no Brasil. 



   

  

 

As únicas vacinas contra doenças parasitárias disponíveis no Brasil são aquelas contra a 

leis maniose, que são concebidas e ap ovadas cont a a “leis maniose canina” e não cont a “a 

infecção por L. infantum”  Na ve dade, nen uma das vacinas atualmente disponíveis contra 

leishmaniose canina impedirá que os cães sejam infectados por L. infantum, mas podem 

reduzir a probabilidade de adoecimento em cães vacinados [231]. De maneira importante, se 

um cão vacinado for capaz de desenvolver uma resposta imune eficaz contra L. infantum, ele 

irá provavelmente manter a carga parasitária reduzida, representando, eventualmente, uma 

fonte pobre de parasitos para os flebotomíneos vetores [235]. Porém, é importante ressaltar 

que as vacinas não são repelentes e, portanto, não irão impedir que os cães de serem picados 

por flebotomíneos [235]. 

O uso de repelentes nos cães é uma estratégia importante contra ectoparasitos e contra os 

patógenos que eles transmitem [236-238]. Atualmente, existem vários produtos 

ectoparasiticidas (e.g., pipetas, coleiras e sprays) com rápido efeito de killing, mas os 

piretróides sintéticos continuam a ser os únicos compostos químicos com propriedades 

repelentes disponíveis no mercado veterinário mundial [239]. Em virtude dos seus efeitos 

repelentes e de anti-feeding, os piretróides sintéticos (e.g., deltametrina e permetrina) são 

altamente eficazes contra ectoparasitos como pulgas, piolhos, flebotomíneos e carrapatos, 

mas também podem ajudar a prevenir a transmissão de patógenos como B. vogeli, E. canis e 

L. infantum [236-238]. Da mesma forma, alguns produtos com um rápido efeito de killing são 

capazes de interromper os processos de fixação e alimentação nas suas fases iniciais, 

reduzindo também o risco de transmissão de patógenos [240, 241]. 

Cães, gatos, parasitos e humanos: aspectos de saúde pública 

Enquanto alguns ectoparasitos de cães e gatos são estritamente associados a esses animais, 

alguns deles também podem infestar seres humanos. Por exemplo, casos de infestação 

humana por carrapatos de cães (e.g., A. aureolatum, A. ovale e R. sanguineus s.l.) 

esporadicamente têm sido descritos em diferentes regiões do Brasil [242-247]. Os casos de 

infestações humanas pelo carrapato marrom do cão (R. sanguineus s.l.) parecem estar 

associados com altos níveis de infestação ambiental em habitações humanas e com indivíduos 

que trabalham em clínicas veterinários ou canis [242, 244]. De maneira importante, alguns 

destes carrapatos podem transmitir patógenos potencialmente letais para os seres humanos, 

incluindo Rickettsia rickettsii [248]. Por exemplo, R. sanguineus s.l. tem sido implicado na 

transmissão de riquétsias (e.g., Rickettsia conorii, Rickettsia massiliae e R. rickettsii) para os 

seres humanos no México, nos Estados Unidos e na região Mediterrânea [3]. Além disso, 

casos de erliquiose humana por E. canis foram descritos na Venezuela [249] e evidências 

sorológicas indicam que os humanos podem estar expostos ao risco de infecção por E. canis 

no Brasil [250]. É importante destacar que E. canis é amplamente distribuída e altamente 

prevalente no Brasil [199, 251-255], sendo transmitida primariamente por R. sanguineus s.l. 

[256]. Casos de infestação humana por Ctenocephalides spp. também têm sido relatados no 

Brasil [13, 257] e atualmente é sabido que essas pulgas podem albergar Rickettsia felis [258], 

um patógeno humano emergente em todo o mundo [259]. Isso significa que o controle de 

alguns ectoparasitos comuns de cães e gatos (e.g., C. felis felis e R. sanguineus s.l.) é 

fundamental não só para a saúde desses animais, mas também para proteger a saúde dos seus 

proprietários. 

Ascarídeos (Toxocara spp.) e ancilostomídeos (Ancylostoma spp.) de cães e gatos são 

parasitos de grande relevância veterinária e para a saúde pública, mesmo considerando que a 

percepção geral dos proprietários de animais seja de que os parasitos intestinais de cães e 



   

  

 

gatos são de importância menor para a saúde pública; revisado na Ref. [260]. Por exemplo, 

um estudo realizado no sudeste do Brasil revelou que a maioria dos proprietários de cães não 

conhecem as espécies de parasitos intestinais de cães, os mecanismos de transmissão, os 

fatores de risco para infecções zoonóticas e medidas profiláticas específicas [100]. No 

entanto, inúmeros casos de larva migrans visceral e cutânea em seres humanos têm sido 

descritos no Brasil [261-264] e os dados sorológicos confirmaram um nível elevado de 

exposição a Toxocara spp. em seres humanos no país, atingindo mais de 50% em algumas 

cidades [265-269]. Assim, altos níveis de contaminação ambiental por ovos de Toxocara e 

Ancylostoma em parques e praças públicas têm sido relatados em diferentes regiões do Brasil 

[270-274]. Além disso, lagochilascaríase humana é uma zoonose emergente nas Américas 

causada pelo nematódeo Lagochilascaris minor e tem sido esporadicamente relatada no 

Brasil [275-279], país que detém o maior número de casos humanos relatados na literatura 

[280]. Os gatos têm sido encontrados naturalmente infestados por L. minor e Lagochilascaris 

major no Brasil [281-283]. Na verdade, o papel dos gatos como reservatórios de L. minor tem 

sido especulado [284] e a contaminação por ovos de Lagochilascaris em playgrounds 

públicos foi documentada no sul do Brasil [285]. A contaminação do solo por fezes de cães e 

gatos é um fenômeno comum em jardins públicos, caixas de areia e praias (Figura 5) no 

Brasil, não só devido à grande população de animais errantes presentes nas cidades, mas 

também devido à falta de educação sanitária e de saúde de alguns proprietários de animais. 

Os cestódeos também são um problema subestimado no Brasil e em outros países sul-

americanos. Por exemplo, os casos humanos de D. caninum foram descritos no Brasil [286-

288]. De fato, a alta prevalência de D. caninum em cães no Brasil (e.g., 45,7% no nordeste e 

36,8% no sudeste do Brasil) [32, 36] é uma conseqüência da alta prevalência de infestações 

por pulgas e piolhos relatadas em diferentes regiões do país [18, 28, 30, 32, 35] e indica um 

alto risco de transmissão zoonótica para humanos, particularmente crianças que vivem em 

estreito contato com animais infestados. Da mesma forma, a equinococose cística causada por 

E. granulosus é uma das zoonoses de maior prevalência na Argentina, Brasil, Chile, Peru e 

Uruguai [289], sendo altamente prevalente no sul do Brasil, onde até 50% dos cães podem 

estar infestados [72, 290]. Embora outros canídeos (Pseudalopex gymnocercus, Cerdocyon 

thous e Chrysocyon brachyurus) tenham sido encontrados naturalmente infestados por E. 

granulosus no sul do Brasil [290], os cães são os principais reservatórios do parasito. No sul 

do Brasil, E. granulosus é mantido principalmente em um ciclo que envolve cães e ovelhas, 

sendo a cepa ovina (genótipo G1) a mais prevalente; revisado na Ref. [290]. Além disso, 

casos humanos de equinococose policística por Echinococcus vogeli foram diagnosticados no 

norte do Brasil [291] e suspeita-se que os cães desempenhem um papel na transmissão 

zoonótica deste parasito na região Neotropical [292]. Da mesma forma, evidências 

experimentais indicam que os gatos podem atuar como hospedeiros definitivos para E. 

oligarthrus [293], um outro agente da equinococose policística em humanos na América 

Latina [292], que é tradicionalmente associado a felinos selvagens. Por último, mas não 

menos importante, há limitadas informações publicadas em outros tenídeos associadas ao cão 

(e.g., T. hydatigena e T. multiceps) no Brasil [91], o que sugere que a cisticercose e cenurose 

humana pode ser um problema silêncioso e subestimado de saúde pública em algumas 

regiões do país. 

A dirofilariose pulmonar humana é outro problema de saúde pública comum, ainda que 

subestimado no Brasil; revisado na Ref. [294]. Embora vários casos humanos tenham sido 

descritos na literatura, a maioria deles é acidentalmente encontrada por acaso em radiografias 

de tórax e tomografia computadorizada de tórax, que geralmente são solicitados por outras 

razões [295]. Além disso, embora a maioria dos pacientes com dirofilariose pulmonar não 



   

  

 

apresentam sinais clínicos aparentes, muitos deles irão apresentar tosse, dor torácica, 

hemoptise e dispnéia [295-298]. Mais importante ainda, a presença de nódulos pulmonares 

podem levar a suspeita de doenças como a tuberculose ou câncer de pulmão e, nesses casos, a 

toracotomia é geralmente recomendada. De fato, dirofilariose pulmonar humana é uma 

questão de saúde pública que tem sido até agora negligenciada no Brasil. Da mesma forma, o 

relato recente de um caso de dirofilariose ocular no norte do Brasil [299] sugere que o risco 

de infestação por Dirofilaria spp. em certas regiões do Brasil pode ser maior do que 

atualmente reconhecido. 

Protozoários zoonóticos também são uma questão de saúde pública grave no Brasil. Por 

exemplo, milhares de casos humanos de leishmaniose visceral causada por L. infantum são 

notificados todos os anos ao Ministério da Saúde, mas as medidas de controle focalizadas na 

eliminação de cães soropositivos, controle de vetores (em situações específicas) e tratamento 

humano não tem sido suficientes para controlar a doença [300]. De fato, a leishmaniose 

visceral humana é amplamente distribuída em todas as regiões brasileiras, sendo menos 

comum na região sul do país [301]. A ocorrência das infecções assintomáticas por 

Leishmania em humanos tem sido documentada em diferentes regiões do país [302-304] e 

embora o Ministério da Saúde forneça o tratamento aos pacientes humanos, a taxa de 

letalidade pode atingir 18,4% ou valores muito maiores em algumas localidades [305-307]. 

Outro importante protozoário zoonótico é T. gondii, um patógeno oportunista altamente 

prevalente no Brasil. De fato, estudos indicam que até 50% das crianças do ensino 

fundamental e 50-80% das mulheres em idade fértil têm anticorpos anti-T. gondii; revisado 

na Ref. [308]. Um recente surto de toxoplasmose aguda em uma planta industrial em São 

Paulo, sudeste do Brasil, indicou que a ingestão de vegetais verdes (não de carne ou água) foi 

associada com a incidência de doença aguda [309]. Outro estudo recente revelou uma 

soropositividade elevada (80%) entre os pacientes HIV-positivos do sul do Brasil, alguns dos 

quais tinham uma história de neurotoxoplasmose (4,8%) e da toxoplasmose ocular (1,6%) 

[310]. 

A doença de Chagas causada por T. cruzi continua a ser um importante problema de saúde 

pública nas Américas, afetando cerca de 10% das pessoas mais pobres da região [311]. Cães 

e gatos são considerados importantes reservatórios de T. cruzi no ciclo doméstico de 

transmissão [312]. Por exemplo, os estudos indicam que 15-50% dos cães que vivem em 

áreas onde a doença de Chagas é endêmica são soropositivos [313-318]. No entanto, o 

verdadeiro papel desempenhado pelos cães e gatos no ciclo de transmissão do T. cruzi no 

contexto epidemiológico atual da doença de Chagas no Brasil é discutível, pois a grande 

maioria dos casos humanos recentes tem sido associada com a transmissão oral, através da 

ingestão de sucos contaminados [319]. 

Considerações finais e futuras pesquisas 

O Brasil ocupa um vasto território e possui uma das maiores populações de cães e gatos no 

Planeta. O crescimento econômico e o aumento do nível de desenvolvimento humano 

registrado no Brasil estão provocando mudanças profundas na atitude de alguns proprietários 

de cães e veterinários na busca de padrões mais elevados de serviços de saúde. No entanto, o 

boom macroeconômico mascara desigualdades históricas no acesso ao saneamento básico, 

habitação digna, água potável, assistência médica e educação tanto a nível local quanto 

regional. Assim, na realidade, muitos proprietários de cães não podem arcar com medidas 

preventivas e agirão somente na presença de algum problema grave que ponha em risco a 

vida de seus animais. Além disso, o Brasil ainda é o lar de uma grande população de cães e 



   

  

 

gatos que vivem como “e  antes” ou animais de “comunidade”, não só em á eas  u ais, mas 

também nas periferias e em grandes centros urbanos. As autoridades de saúde pública não são 

capazes de gerir esses animais devido à falta de infraestrutura adequada e pessoal treinado 

para a realização de um programa de controle efetivo da população em longo prazo. Como 

resultado, cães e gatos são geralmente expostos a uma vasta gama de parasitos que podem 

causar doença neles e, eventualmente, nos seus parentes humanos. Esse fato, invariavelmente, 

nos leva ao conceito de Uma Saúde (One Health), que convida veterinários e médicos 

humanos para unificar seus esforços para combater parasitos zoonóticos (e.g., T. canis, A. 

caninum, D. caninum, D. immitis, E. granulosus e L. infantum). Na verdade, a unificação das 

“medicinas vete iná ia e  umana” em uma Única Medicina é  undamental, inst umentalmente 

para reduzir os riscos de saúde para animais de companhia e seres humanos. 

A diversidade notável de ectoparasitos que infestam cães e gatos no Brasil é certamente uma 

consequência de uma combinação de fatores. A variedade de ambientes naturais e climas 

encontrados nesse país é impressionante e favorece o estabelecimento de diferentes parasitos 

em todas as regiões geográficas. Da mesma forma, os cães e gatos que vivem em áreas 

urbanas ou rurais podem, eventualmente, viver em estreito contato com animais silvestres 

(e.g., raposas, felinos silvestres e gambás), o que pode, em última instância, favorecer a troca 

de ectoparasitos como pulgas e carrapatos com esses animais [320-323]. Por exemplo, R. 

sanguineus s.l. foi encontrado em quatis (Nasua nasua) em um parque zoológico em uma 

região metropolitana no nordeste do Brasil [322]. Embora este seja um achado acidental, isso 

sugere a presença de cães errantes circulando livremente no território do parque e vivendo em 

contato próximo com animais silvestres mantidos em cativeiro. Por outro lado, cães e gatos 

intrusos ou que vivem perto de ambientes florestais podem ser encontrados infestados por 

ectoparasitos associados animais silvestres [12, 28, 50, 321]. A troca de ectoparasitos entre 

animais domésticos e silvestres também pode ter implicações do ponto de vista da 

conservação, porque os cães também podem trocar endoparasitos [324-326] e vírus [327328] 

com espécies selvagens. Por exemplo, vários canídeos silvestres (e.g., C. thous e P. 

gymnocercus) e felinos (e.g., Panthera onca, Puma concolor, Puma yagouaroundi e 

Leopardus pardalis) já foram encontrados albergando parasitos que podem afetar cães e 

gatos, incluindo helmintos (e.g., A. caninum, D. caninum, T. canis e T. vulpis) e protozoários 

(e.g., L. infantum) [324-326, 329-333]. Notavelmente, enquanto canídeos silvestres de vida 

livre infectados com L. infantum são geralmente assintomáticos, aqueles mantidos em 

cativeiro parecem ser mais propensos ao desenvolvimento de sinais clínicos [329] e podem 

até padecer da infecção [332]. 

Médicos veterinários que atuam no Brasil são fornecidos com um vasto repertório de 

produtos com eficácia comprovada contra parasitos de cães e gatos. Na verdade, o registro de 

produtos veterinários no Brasil envolve várias fases e requisitos regulatórios rigorosos [334]. 

No entanto, o sucesso de qualquer programa de controle de parasitos depende do uso correto 

do produto(s) escolhido e da adoção da melhor estratégia para cada situação. Conforme 

discutido anteriormente, faltam atualmente diretrizes para o diagnóstico, tratamento e 

controle de parasitos de cães e gatos no Brasil, as quais são urgentemente necessárias. 

Enquanto isso, na ausência dessas diretrizes, médicos veterinários que atuam no Brasil devem 

seguir rigorosamente as instruções do fabricante ao utilizar produtos disponíveis no mercado 

e seguir as orientações internacionais para o controle de parasitos de cães e gatos, 

eventualmente, adaptando-as às situações regionais. Além disso, o Ministério da Agricultura, 

Pecuária e Abastecimento (MAPA) estabeleceu recentemente o uso de um passaporte para o 

trânsito internacional de cães e gatos (http://www.estadao.com.br/noticias/geral,caes-e-gatos-

terao-passaporte-e-identificacao-eletronica,1099476,0.htm). Este passaporte será usado como 



   

  

 

uma certificação sanitária de origem e incluirá informações sobre o controle de ecto- e 

endoparasitos. Isso ajudará a reduzir o risco de exportação não intencional de parasitos do 

Brasil para o exterior.   

Ainda existem muitas perguntas pendentes no que concerne os parasitos de cães e gatos no 

Brasil, algumas das quais já podem ter sido respondidas, no momento em que este trabalho 

está sendo redigido. Por exemplo, é importante entender por que alguns parasitos são 

aparentemente restritos às regiões sul e sudeste do Brasil [9]. Esse é o caso de R. vitalii e B. 

gibsoni, por exemplo. Enquanto B. gibsoni é um parasito relativamente raro em cães no 

Brasil, R. vitalii é bastante comum nos estados do sul e sudeste e pode causar doença grave 

que pode ser facilmente confundida com babesiose ou erliquiose. Curiosamente, os vetores de 

ambos os protozoários permanecem desconhecidos, muito embora Amblyomma aureolatum 

seja apontado o vector putativo de R. vitalii. A propósito, o papel de R. sanguineus s.l. no 

ciclo natural de H. canis no Brasil precisa de uma investigação mais aprofundada. Assim, 

outras espécies de carrapatos têm sido implicadas como vetores putativos deste protozoário 

de transmissão oral, incluindo A. ovale [335, 336] e Rhipicephalus microplus [337]. Alguns 

parasitos de cães e gatos têm sido raramente relatados no Brasil, provavelmente devido ao 

limitado esforço de pesquisa sobre esses parasitos pouco estudados, cujo significado médico-

veterinário ainda precisa ser determinado. Por exemplo, parasitos enigmáticos como 

Cercopithifilaria bainae [338] foram originalmente descritos no Brasil, mas permaneceram 

duvidosos e negligenciados por muito tempo. Recentemente, esse nematóide foi redescrito e 

está emergindo como um filarióide comum de cães em diferentes países europeus [339, 340]. 

Juntos, esses exemplos indicam que ainda existe muito a ser descoberto em relação aos 

parasitos de cães e gatos no Brasil. 

Mais pesquisas sobre parasitos de cães e gatos no Brasil podem revelar a existência de novas 

espécies que permaneceram ignoradas ao longo dos anos. De fato, o uso da biologia 

molecular está revolucionando de forma positiva o nosso conhecimento sobre alguns 

parasitos “bem conhecidos”, como o carrapato do cão marrom R. sanguineus s.l. [52, 161, 

162, 341]. Da mesma forma, os dados genéticos sugerem que nematódeos identificados como 

A. vasorum em cães na América do Sul podem representar uma espécie diferente daquela 

observada em cães europeus [342]. Nessa perspectiva, o uso de técnicas de biologia 

molecular deve tornar-se uma realidade no cotidiano de médicos veterinários que atuam no 

Brasil e, portanto, o desenvolvimento de ferramentas moleculares rápidas, economicamente 

acessíveis deve ser uma prioridade de pesquisa. Por exemplo, os testes sorológicos utilizados 

atualmente pelas autoridades públicas não são capazes de discriminar cães infectados por L. 

infantum daqueles infectados por L. braziliensis ou mesmo distinguir vacinados de cães 

naturalmente infectados [343]. Portanto, médicos veterinários devem solicitar exames 

complementares (e.g., isolamento e caracterização do parasito, PCR e seqüenciamento de 

DNA) para confirmar se o cão está realmente infectado por L. infantum, a fim de evitar a 

eliminação de cães infectados por outros parasitos e para decidir sobre a conduta terapêutica 

mais adequada a ser adotada. A propósito, é importante também para monitorar a emergência 

de resistência a certos princípios ativos (e.g., amitraz, fipronil, deltametrina e permetrina), 

uma vez que esses compostos têm sido muito utilizados para o controle de ectoparasitos no 

Brasil. Da mesma forma, não há informações sobre a eficácia de alguns endoparasiticidas 

(e.g, praziquantel, pirantel, febantel e ivermectina), que são amplamente utilizados em 

diferentes regiões brasileiras. Essas questões devem ser incluídas na agenda de pesquisa de 

parasitologistas no Brasil, a fim de antecipar os problemas relacionados à resistência 

parasitária a alguns princípios ativos atualmente utilizados para o controle de ectoparasitos e 

endoparasitos de cães e gatos no país. 



   

  

 

Conclusões 

Em conclusão, os benefícios de se ter um cão ou um gato como animal de estimação são 

indiscutíveis, mas o limite entre benefício e prejuizo é sutil. Certamente, o estreito contato 

entre animais de estimação e humanos pode involuntariamente representar um risco para 

humanos. Consequentemente, para evitar riscos potenciais associados a possuir um cão ou 

um gato de estimação, é fundamental manter esses animais em boa saúde e protegidos contra 

patógenos zoonóticos. Sem sombra de dúvidas, é nosso dever como veterinários garantir que 

os pets e seus proprietários possam viver em harmonia sem representar uma ameaça uns aos 

outros. Mas, sob uma perspectiva holística, veterinários e médicos deveriam trabalhar juntos 

em busca de melhorar o bem-estar e saúde geral de ambos os animais e humanos. 

Parafraseando um famoso cantor americano, apenas uma abordagem de “Uma Saúde” pode 

nos ajudar a “heal the world” e “make it a better place” para cães, gatos e humanos. 
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Figuras 

Figura 1 – Ligação homem-animal 

Um morador de rua e seus amigos inseparáveis que foram encontrados abandonados nas ruas 

de Porto Alegre, sul do Brasil. 

Figura 2 – Precárias condições de vida 

Um proprietário e seus cães vivendo em uma pobre comunidade rural em Goiana, nordeste do 

Brasil, onde a leishmaniose visceral é endêmica. Em pobres comunidades rurais pessoas 

(como esse homem da foto) estão acostumados a caminhar descalços, o que pode ser um fator 

de risco para doenças com larva migrans cutânea e tungíase. 

Figura 3 – Ectoparasitos de cães e gatos 

Desenhos para a identificação dos ectoparasitos mais comuns de cães e gatos (pulgas: A-F; 

piolhos: G-J; e ácaros: K-P) encontrados no Brasil. Para maiores detalhes, vide Tabela 3. 

Figura 4 – Densidade do vector 

Centenas de flebotomíneos (Lutzomyia longipalpis) sobre uma galinha (A) que estava 

repousando sobre um tronco de uma árvore em Passira, nordeste do Brasil, onde a 

leishmaniose visceral é endêmica. A Figura 4B mostra um close-up dos flebotomíneos. 

Figura 5 – Contaminação ambiental com fezes de cães 

Cães de rua passeando livremente em uma praia no sul do Brasil. Fezes de cães são uma fonte 

importante de parasitos zoonóticos que podem causar doenças como larva migrans cutânea. 

 

 

 

 



   

  

 

Tabela 1 - Ectoparasitos de cães no Brasil.
  

Filo Classe Ordem Família Espécie
a
 

Arthropoda Arachnida Ixodida Argasidae Ornithodoros brasiliensis 

    Ornithodoros rostratus 

   Ixodidae Amblyomma aureolatum 

    Amblyomma cajennense 

    Amblyomma longirostre 

    Amblyomma naponsense 

    Amblyomma nodosum 

    Amblyomma oblongoguttatum 

    Amblyomma ovale 

    Amblyomma pacae 

    Amblyomma parvum 

    Amblyomma scalpturatum 

    Amblyomma tigrinum 

    Haemaphysalis juxtakochi 

    Rhipicephalus microplus 

    Rhipicephalus sanguineus s.l. 

  Sarcoptiformes Psoroptidae Otodectes cynotis 

   Sarcoptidae Notoedres cati 

    Sarcoptes scabiei 

  Trombidiformes Demodicidae Demodex canis 

 Insecta Phthiraptera Boopidae Heterodoxus spiniger 

   Linognathidae Linognathus setosus 

   Trichodectidae Trichodectes canis 

  Siphonaptera Ceratophyllidae Nosopsyllus fasciatus 

   Tungidae Tunga penetrans 

   Pulicidae Ctenocephalides canis 

    Ctenocephalides felis felis 

    Pulex irritans 

    Xenopsylla brasiliensis 

    Xenopsylla cheopis 

   Rhopalopsyllidae Rhopalopsyllus lutzi lutzi 
a 
Lista de ectoparasitos (excluíndo insetos voadores) que infestão cães no Brasil [11-41]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



   

  

 

Tabela 2 - Ectoparasitos de gatos no Brasil. 

Filo Classe Ordem Família Espécie
a
 

Arthropoda Arachnida Ixodida Ixodidae Amblyomma aureolatum 

    Amblyomma ovale 

    Amblyomma triste 

    Rhipicephalus sanguineus s.l. 

  Sarcoptiformes Listrophoridae Lynxacarus radovskyi 

   Psoroptidae Otodectes cynotis 

   Sarcoptidae Notoedres cati 

    Sarcoptes scabiei  

  Trombidiformes Demodicidae Demodex cati 

 Insecta Phthiraptera Trichodectidae Felicola subrostratus 

  Siphonaptera Pulicidae Ctenocephalides canis 

    Ctenocephalides felis felis 

    Pulex irritans 

   Tungidae Tunga penetrans 
a 
Lista de ectoparasitos (excluíndo insetos voadores) que infestão gatos no Brasil [19, 22, 42-

49]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



   

  

 

Tabela 3 – Chave para ectoparasitos de cães e gatos. 
1a Três pares de pernas                                                                                                                    2 

1b Quatro pares de pernas                                                                                                              13 

2a Corpo achatado lateralmente (SIPHONAPTERA)                                                                     3 

2b Corpo achatado dorsoventralmente (PHTHIRAPTERA)                                                         10 

3a Ctenídeos pronotal e/ou genal presentes                                                                                     4 

3b Ctenídeos pronotal e genal ausentes                                                                                            6 

4a Ctenídeo genal ausente e pronotal presente                                               Nosopsyllus fasciatus 

4b Ctenídeos genal e pronotal presentes                                                                                          5 

5a Ctenídio genal com a primeira cerda bem mais curta que as demais (Figura 3A; ponta de seta); 

tíbia posterior com duas cerdas simples entre a penúltima e a última cerdas duplas (Figura 3A; 

setas)                                                                                                         Ctenocephalides canis 

5b Ctenídio genal com a primeira cerda aproximadamente do mesmo comprimento das demais 

(Figura 3B; ponta de seta); tíbia posterior com uma cerda simples entre a penúltima e a última 

cerdas duplas (Figura 3B; seta)                                                          Ctenocephalides felis felis 

6a Segmentos torácicos estreitos (Figura 3C; seta); cerdas oculares e occipitais ausentes; cabeça 

com porção antero-dorsal arrebitada (Figura 3C; ponta de seta)                      Tunga penetrans 

6b Não como descrito acima                                                                                                            7 

7a Segmentos abdominais com duas fileiras de cerdas na borda dorsal  Rhopalopsyllus lutzi lutzi 

7b Segmentos abdominais com uma fileira de cerdas na borda dorsal                                            8 

8a Região occipital com uma cerda (Figura 3D; seta)                                                Pulex irritans 

8b Região occipital com duas fileiras de cerdas dispostas em “V”                                                  9 

9a Macho com cerda antepigidial implantada em discreto tubérculo; fêmea com o corpo da 

espermateca (em preto) não mais largo que a base da cauda (Figura 3E)     Xenopsylla cheopis 

9b Macho com cerda antepigidial implantada em nítido tubérculo; fêmea com o corpo da 

espermateca (em preto) mais largo que a base da cauda (Figura 3F)      Xenopsylla brasiliensis 

10a Cabeça mais longa que larga (Figura 3G; seta); aparelho bucal sugador    Linognathus setosus 

10b Cabeça tão larga quanto longa; aparelho bucal mastigador                                                      11 

11a Tarso com duas garras (Figura 3H; seta)                                                   Heterodoxus spiniger 

11b Tarso com uma garra                                                                                                                 12 

12a Cabeça arredondada anteriormente (Figura 3I)                                              Trichodectes canis 

12b Cabeça triangular (Figura 3J)                                                                     Felicola subrostratus 

13a Corpo igual ou menor 0.5 mm; órgão de Haller ausente                                                           14 

13b Corpo maior que 0.5 mm; órgão de Haller presente (IXODIDA)                                             19 

14a Em forma de cenoura ou pimentão (TROMBIDIFORMES)                                                    15 

14b Corpo não como acima, geralmente arredondado (SARCOPTIFORMES)                              16 

15a Corpo longo e delgado (em forma de cenoura) (Figura 3K)                               Demodex spp.
 a
 

15b Corpo em forma de pimentão; peças bucais bem desenvolvidas; palpos artículos terminais em 

forma de garra (Figura 3L; seta)                                                                      Cheyletiella spp.
 b

 

16a Corpo globoso                                                                                                                           17 

16b Corpo cilíndrico e alongado, fortemente estriado (Figura 3M)                Lynxacarus radovskyi 

17a Pernas longas, com pedicelos curtos e não-articulados (Figura 3N)                Otodectes cynotis 

17b Pernas curtas, com pedicelos longos e não-articulados                                                             18 

18a Ânus dorsal (Figura 3O; seta)                                                                                Notoedres cati 

18b Ânus terminal (Figura 3P; seta); superfície dorsal do corpo recoberta numerosos por espinhos 

triangulares organizados em fileiras                                                                 Sarcoptes scabiei 

19a Não ornamentado; basis capituli hexagonal; coxa I bífida        Rhipicephalus sanguineus s.l.
 c
 

19b Usualmente ornamentado; basis capituli com formas variadas                     Amblyomma spp. 
d
 

a 
Demodex canis em cães e Demodex cati em gatos. 

b
 Não existe dados confiáveis sobre Cheyletiella spp. em cães e gatos no Brasil. 

c
 Pelo menos duas populações biologicamente e geneticamente distintas sob o nome “R. sanguineus” foram 

encontradas em cães na América do Sul [52, 161, 162]. 
d
 Várias espécies relatadas em cães e gatos. Amblyomma aureolatum, Amblyomma cajennense e Amblyomma 

ovale estão entre as espécies de Amblyomma encontradas em cães de áreas rurais no Brasil [55].



   

  

 

Tabela 4 - Endoparasitos de cães no Brasil. 

Filo Classe Ordem Família Espécie
a
 

Apicomplexa Aconoidasida Piroplasmida Babesiidae Babesia gibsoni 

    Babesia vogeli 

   Theileriidae
b
 Rangelia vitalii 

 Conoidasida Eucoccidiorida Hepatozoidae Hepatozoon canis 

   Cryptosporidiidae Cryptosporidium canis 

   Eimeridae Isospora canis (sin. Cystoisospora canis) 

    Isospora ohioensis (sin. Cystoisospora ohioensis) 

   Sarcocystidae Hammondia heydorni 

    Neospora caninum 

    Sarcocystis capracanis 

    Sarcocystis cruzi (sin. Sarcocystis bovicanis) 

    Sarcocystis levinei 

    Sarcocystis miescheriana (sin. Sarcocystis suicanis) 

    Sarcocystis tenella (sin. Sarcocystis ovicanis) 

Metamonada Parabasalia Trichomonadida Trichomonadidae Pentatrichomonas hominis (sin. Trichomonas hominis) 

Sarcomastigophora Zoomastigophora Diplomonadida Hexamitidae Giardia duodenalis (sin. Giardia intestinalis) 

  Kinetoplastida Trypanosomatidae Leishmania infantum (sin. Leishmania chagasi) 

    Leishmania amazonensis 

    Leishmania braziliensis 

    Trypanosoma caninum 

    Trypanosoma evansi 

    Trypanosoma cruzi 

Nematoda Secernentea Strongylida Ancylostomatidae Ancylostoma braziliense 

    Ancylostoma caninum 

   Angiostrongylidae Angiostrongylus vasorum 

  Rhabditida Strongyloididae Strongyloides stercoralis 

  Ascaridida Ascarididae Lagochilascaris minor 

    Toxascaris leonina 

    Toxocara canis 

   Dioctophymatidae Dioctophyme renale 

  Trichurida Trichinellidae Calodium hepaticum (sin. Capillaria hepatica) 

   Trichuridae Trichuris vulpis 

  Spirurida Gongylonematidae Gongylonema pulchrum 

   Onchocercidae Acanthocheilonema reconditum 

    Cercopithifilaria bainae 

    Cercopithifilaria grassii (sin. Dipetalonema grassii) 



   

  

 

    Dirofilaria immitis 

   Physalopteridae Physaloptera praeputialis 

   Spirocercidae Spirocerca lupi 

Platyhelminthes Cestoda Cyclophyllidea Dipylidiidae Dipylidium caninum 

   Taeniidae Echinococcus granulosus 

    Taenia hydatigena 

    Taenia multiceps (sin. Multiceps multiceps) 

 Trematoda Opisthorchiida Heterophyidae Ascocotyle longa (sin. Phagicola arnaldoi) 

Acanthocephala Archiacanthocephala Oligacanthorhynchida Oligacanthorhynchidae Oncicola canis 
a 
Lista de endoparasitos (protozoários e helmintos) que afetam cães no Brasil [32,67-130,344-353]. Achados duvidosos (e.g., Phagicola minuta, 

Aelurostrongylus abstrusus, Dirofilaria repens, Necator americanus, Trichuris serrata, Uncinaria stenocephala, Isospora rivolta e Isospora bigemina) [68,69] 

não foram incluídos. 
b 

O gênero Rangelia foi considerado por muito tempo como sinônimo de Babesia (família Babesiidae), mas datos genéticos e biológicos suportam a sua 

validade e a sua inclusão na família Theileriidae. A criação de uma família mono-específica (Rangeliidae) não parece desejável. 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



   

  

 

Tabela 5 - Endoparasitos de gatos no Brasil. 

Filo Classe Ordem Família Espécie
a
 

Sarcomastigophora Zoomastigophora Diplomonadida Hexamitidae Giardia duodenalis 

  Kinetoplastida Trypanosomatidae Leishmania infantum 

    Leishmania amazonensis 

    Leishmania braziliensis 

    Trypanosoma cruzi 

Apicomplexa Aconoidasida Piroplasmida Babesiidae Babesia vogeli 

   Theileriidae Cytauxzoon felis 

 Conoidasida Eucoccidiorida Hepatozoidae Hepatozoon canis 

    Hepatozoon felis 

   Cryptosporidiidae Cryptosporidium felis 

   Eimeriidae Isospora felis (sin. Cystoisospora felis) 

    Isospora felis (sin. Cystoisospora rivolta) 

   Sarcocystidae Hammondia hammondi 

    Sarcocystis hirsuta (sin. Sarcocystis bovifelis) 

    Toxoplasma gondii 

Nematoda Secernentea Strongylida Ancylostomatidae Ancylostoma braziliense 

    Ancylostoma caninum 

    Ancylostoma tubaeforme 

   Angiostrongylidae Aelurostrongylus abstrusus 

    Gurltia paralysans 
   Syngamidae Mammomonogamus dispar 

  Rhabditida Strongyloididae Strongyloides stercoralis 

  Ascaridida Ascarididae Lagochilascaris minor 

    Toxascaris leonina 

    Toxocara cati (sin. Toxocara mistax) 

   Dioctophymatidae Dioctophyme renale 

  Trichurida Capillariidae Calodium hepaticum (sin. Capillaria hepatica) 

    Pearsonema feliscati 

   Trichuridae Trichuris campanula 

    Trichuris serrata  

  Spirurida Onchocercidae Dirofilaria immitis 

   Physalopteridae Physaloptera praeputialis 

Platyhelminthes Cestoda Cyclophyllidea Dipylidiidae Dipylidium caninum 

   Taeniidae Taenia taeniformis 

  Pseudophyllidea Diphyllobothriidae Spirometra mansonoides 

 Trematoda Opisthorchiida Heterophyidae Ascocotyle angrense 



   

  

 

    Ascocotyle longa (sin. Phagicola arnaldoi) 

  Plagiorchiida Dicrocoeliidae Platynosomum fastosum 

  Strigeatida Diplostomatidae Alaria alata 

Acanthocephala Archiacanthocephala Moniliformida Moniliformidae Moniliformis moniliformis 

 Palaecanthocephala Polymorphida Centrorhynchidae Sphaerirostris erraticus 
a 
Lista de endoparasitos (protozoários e helmintos) que afetam gatos no Brasil [42,44,47,71,87,90,92,97,129,131-148,346,349,352-356]. Achados duvidosos 

(e.g., Ascaridia galli e Heterakis gallinarum) [68,69] não foram incluídos. 
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