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RESUMO 

Muitas espécies de animais silvestres são importantes reservatórios de agentes 
patogênicos, tendo como destaque os Primatas Não Humanos (PHNs). Apesar 
desses animais serem encontrados em diversos ambientes, as informações atuais 
mostram que as principais ameaças à essas espécies são a perda de habitat devido 
à agricultura, extração de madeira, pecúaria, construção rodoviária, ferroviária, além 
de perdas diretas devido a caça e aprisionamento. Esses fatores resultam no 
isolamento desses animais e maior proximidade com humanos e animais domésticos. 
Com relação ao ambiente em cativeiro, os PHNs são notadamente de grande 
importância por partilharem diversos agentes patogênicos, destacando-se 
Cryptosporidium spp., Giardia spp. e helmintos gastrointestinais. Diante da percepção 
de que PHNs podem ser sentinelas e transmitir patógenos ao homem e, por outro lado 
serem infectados por patógenos a partir do contato com o homem, esse trabalho tem 
como objetivo a pesquisa de enteroparasitos com potencial zoonótico em primatas 
não humanos provenientes de cativeiros. Foram coletadas amostras fecais de 154 
PNHs pertencentes aos gêneros Aotus, Alouatta, Ateles, Lagothrix, Saimiri, Callithrix 
e Sapajus provenientes dos Centros de Triagem de Animais Silvestres e Zoológicos 
de quatro Estados Brasileiros (Alagoas, Paraiba, Pernambuco e São Paulo). Dessas 
amostras, 43 foram submetidas a comparação de cinco técnicas (Método Direto, 
Willis-Mollay, Hoffman, FLOTAC e Mini-FLOTAC), 154 analisadas pela técnica de 
Mini-FLOTAC para pesquisa de enteroparasitos e 134 pelas técnicas de FLOTAC, 
coloração de Kinyoun e Reação de Imunoflurescência direta para identificação de 
Cryptosporidium spp. e Giardia spp. Como resultados observou-se que as técnicas de 
FLOTAC e Mini - FLOTAC foram mais eficientes. Quanto a identificação de 
enteroparasitas pela a técnica de Mini-Flotac, a prevalência geral foi de 30,51% 
(47/154) das amostras analisadas. Coinfecções foram observadas em 27,65% (13/47) 
das amostras positivas. Parasitismo por Ancylostoma spp., Strongyloides spp. e 
Oesophagostomum spp. foram os mais comumente encontrados. Os resultados 
encontrados aqui revelam parasitismo de nematóides gastrointestinais nessas 
populações de PHNs, o que pode representar uma ameaça importante para a 
conservação dessas espécies. No que concerne à ocorrência de Cryptosporidium spp 
e Giardia spp., das amostras analisadas 17,90% (24/134) foram positivas a pelo 
menos um agente pesquisado. Particularmente, 17,90% (24/134) e 3,71% (5/134) 
foram positivos para Cryptosporidium spp. e Giardia spp. os resultados aqui 
encontrados fornecem informações importantes sobre a infecção por Cryptosporidium 
spp. e Giardia spp. em PHNs mantidos em cativeiros. 

Palavra-chave: Parasitoses, Silvestres, Protozoários, Helmintos 

 

 

 

 

 

 



 

 

ABSTRACT 

Many species of wild animals are important reservoirs of pathogenic agents, with 

emphasis on Non-Human Primates (NHPs). Although these animals are found in 

different environments, current information shows that the main threats to these 

species are the loss of habitat due to agriculture, logging, cattle raising, road and rail 

construction, in addition to direct losses due to hunting and imprisonment. These 

factors result in the isolation of these animals and greater proximity to humans and 

domestic animals. Regarding the captive environment, NHPs are notably of great 

importance because they share several pathogens, especially Cryptosporidium spp., 

Giardia spp. and gastrointestinal helminths. Faced with the perception that NHPs can 

be sentinels and transmit pathogens to humans and, on the other hand, be infected by 

pathogens from contact with humans, this study aims to investigate enteroparasites 

with zoonotic potential in non-human primates from captivity. Fecal samples were 

collected from 154 NHPs belonging to the genera Aotus, Alouatta, Ateles, Lagothrix, 

Saimiri, Callithrix and Sapajus from the Wild Animal and Zoological Screening Centers 

of four Brazilian states (Alagoas, Paraiba, Pernambuco and São Paulo). Of these 

samples, 43 were subjected to a comparison of five techniques (Direct Method, Willis-

Mollay, Hoffman, FLOTAC and Mini-FLOTAC), 154 analyzed by the Mini-FLOTAC 

technique for research of enteroparasites and 134 by the FLOTAC techniques, 

Kinyoun staining and Direct Immunoflurescence Reaction to identify Cryptosporidium 

spp. and Giardia spp. As a result, it was observed that the FLOTAC and Mini - FLOTAC 

techniques were more efficient. As for the identification of enteroparasites by the Mini-

Flotac technique, the general prevalence was 30.51% (47/154) of the analyzed 

samples. Co-infections were observed in 27.65% (13/47) of the positive samples. 

Parasitism by Ancylostoma spp., Strongyloides spp. and Oesophagostomum spp. 

were the most commonly found. The results found here reveal parasitism of 

gastrointestinal nematodes in these NHPs populations, which can represent an 

important threat to the conservation of these species. Regarding the occurrence of 

Cryptosporidium spp and Giardia spp., From the analyzed samples, 17.90% (24/134) 

were positive for at least one agent surveyed. In particular, 17.90% (24/134) and 3.71% 

(5/134) were positive for Cryptosporidium spp. and Giardia spp. the results found here 

provide important information about infection by Cryptosporidium spp. and Giardia spp. 

in NHPs held in captivity. 

Keyword: Parasitoses, Wild, Protozoa, Helminths 
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1.INTRODUÇÃO 

 

A fauna brasileira envolve o conjunto de várias espécies de animais silvestres 

distribuídos em biomas com diferentes características (LIMA, 2007). Apesar do Brasil 

possuir uma das biodiversidades mais ricas do mundo, a ocupação humana 

desenfreada, o tráfico e sobretudo o desmatamento provocam a perda de cerca de 12 

milhões de animais (NASSARO, 2015; DENIZ, 2017). 

Assim, em diversos pontos do território nacional foram criados zoológicos, 

criadouros científicos e comerciais, institutos de pesquisa, centros de triagem e 

reabilitação (SANDERS; FEIJÓ, 2007; LEIRA et al., 2017), locais estes, onde ocorrem 

uma maior interação homem-animal, particularmente entre tratadores, biólogos, 

médicos veterinários e conservacionistas (GARCIA, 2006).  

Estas interações tem facilitado a disseminação de agentes patogênicos para os 

hospedeiros e ambientes, estabelecendo assim uma nova relação parasita x 

hospedeiro e a criação de novos nichos ecológicos na cadeia de transmissão das 

doenças (SEDGWICK et al., 1975; SIEMERING, 1986; CORRÊA; PASSOS, 2001), 

representando uma preocupação para as autoridades e profissionais voltados à saúde 

pública e medicina preventiva.  

Com relação ao ambiente em cativeiro, os primatas não humanos são 

notadamente de grande importância por partilharem diversos agentes etiológicos com 

os humanos, em virtude da proximidade evolutiva e das características filogenéticas 

semelhantes (ANDRADE et al., 2002), de modo que ambos (PNHs) encontram-se 

susceptíveis a patógenos como herpesvírus B, vírus da raiva, hepatite, vírus ebola 

(ELMORE; EBERLE, 2008; SVOBODA et al., 2016; ZENG et al., 2017), 

Mycobacterium tuberculosis e Mycobacterium bovis (RHODES et al., 2017; 

NAMASIVAYAM et al., 2019), Leptospira spp. (MINERVINO et al., 2018), Toxoplasma 

gondii (CANO-TERRIZA et al., 2019), Trypanosoma spp. (JANSEN et al., 

2018),Leishmania spp. (PAIZ et al., 2019), Criptosporidium spp.,Giardia spp. (SNAK 

et al., 2019;TANGTRONGSUP et al., 2019), além de uma série de helmintos 

gastrointestinais (CIBOT et al., 2015; ALCÂNTARA et al., 2016; FRIAS et al., 2019; 

OBANDA et al., 2019).  
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Entretanto, a maioria dos relatos das diversas enfermidades em PNHs revelam 

uma situação pontual, em decorrência de informações incompletas e fragmentadas, 

além do desconhecimento sobre os padrões de transmissão dessas doenças, não 

considerando a dinâmica das interações parasito e hospedeiros (STUART et al., 

1988). Sengundo  

 Diante da percepção de que primatas não humanos podem ser sentinelas e 

transmitir patógenos ao homem e, por outro lado serem infectados por patógenos a 

partir do contato com o homem, esse trabalho teve como objetivo pesquisar a 

ocorrência de enteroparasitos com potencial zoonótico em primatas não humanos 

provenientes de cativeiros. 
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2. REVISÃO DE LITERATURA 

Diversidade biológica de animais 

 

A biodiversidade assegura o equilíbrio dos ecossistemas, sendo assim os 

danos provocados repercutem não só nas espécies que habitam determinado local, 

mas em todas as outras e no próprio ambiente, visto que afeta a tênue rede de 

relações entre as espécies e o meio em que vivem (BRITO;CÂMARA, 1998). Nas 

últimas décadas, dados apontaram que a ação do homem tem alterado cada vez mais 

a biodiversidade do planeta, ocasionando em alguns casos o desaparecimento das 

espécies (MENDONÇA et al., 2009). 

O Brasil detém um dos maiores contingentes de espécies silvestres do planeta 

e situa-se entre os maiores em biodiversidade (DE SOUSA et al., 2011; BRANDON et 

al., 2005). Apesar desta posição privilegiada, o que se tem observado é o rápido 

declínio das populações animais e o crescente risco de extinção de espécies em 

decorrências da redução de hábitats e do incremento da ocupação humana e 

exploração econômica (BRANCO, 2002).  

Atualmente, os impactos antrópicos sobre os recursos naturais e a ruptura dos 

ciclos biológicos responsáveis pela manutenção da saúde das espécies e seus 

ecossistemas, possibilitaram o aparecimento de epidemias e epizootias, o que em 

muitas ocasiões torna vulnerável a saúde das populações silvestres, comprometendo 

assim, a manutenção da biodiversidade e do equilíbrio ecológico (BRAUN, 2013). 

Muitos animais silvestres são importantes reservatórios de agentes 

patogênicos (MANGINI; SILVA, 2007) e a proximidade entre pessoas e espécies 

domésticas pode propiciar a adaptação em novos hospedeiros e a disseminação de 

patógenos que podem causar enfermidades em todas as espécies envolvidas 

(MANGINI; SILVA, 2007). No âmbito da conservação das espécies, a saúde pública, 

segurança, bem-estar animal e introdução de agentes patogênicos em populações 

selvagens são as principais preocupações na importação e manutenção de primatas 

não humanos (CANADIAN COUNCIL ON ANIMAL CARE, 2019). 
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Primatas Não Humanos  

 

São mamíferos pertencentes a Ordem Primates, na qual estão inseridos os 

símios e prossimios (GOODMAN et al., 1999), animais que conseguem se adaptarem 

mais facilmente que qualquer outra ordem de vertebrados, o que foi provavelmente 

responsável pelo sucesso evolutivo desse grupo (MARTIN, 1986). 

 Os PNHs apresentam características primitivas da classe Mammalia, como 

membros pentadáctilos e clavícula, mas em relação a outros mamíferos demonstram 

aumento do tamanho cerebral (principalmente da região do córtex), diferenciação na 

mobilidade dos dedos, aumento da importância da visão em relação ao olfato, dentre 

outras características. A diversidade morfológica (variedade de tamanhos e formas), 

comportamento e ecologia dos primatas são refletidos pelas diferenças de habitat, 

dieta, hábitos locomotores e organização social observada nessa ordem (NAPIER; 

NAPIER, 1967; VERONA; PISSINATTI, 2006; BICCA-MARQUES et al., 2011). 

Com relação a taxonomia desses animais, podem ser evidenciadas duas 

subordens: Prosimii (Illiger, 1811) encontrada na ilha de Madagascar, continente 

africano e em países e ilhas do sudeste asiático; e a Anthropoidea (Mivart, 1864) 

dividida nas infraordens: Catarrhini (macacos do Velho Mundo) distribuída pelos 

continentes Asiático, Africano e Europeu; e Platyrrhini (macacos do Novo Mundo) 

encontrada desde o sul do México e América Central até o Norte da Argentina e Sul 

do Brasil (SZALAY ; DELSON, 1 979; FLEAGLE, 1 988).  

Os Platyrrhini são constituídos de 21 gêneros, dos quais são conhecidas mais 

de 152 espécies (RYLANDS, 2012; SAMPAIO, 2015). Esses gêneros distribuem-se 

em cinco famílias, Callitrichidae, Cebidae, Aotidae, Pitheciidae e Atelidae (RYLANDS, 

2012) onde algumas espécies dessas famílias encontram-se ameaçadas de extinção 

segundo a lista da Convenção sobre o Comércio Internacional das Espécies da Fauna 

e da Flora Selvagens Ameaçadas de Extinção (CITES). 

Apesar dos PNHs serem encontrados em diversos ambientes, as informações 

atuais mostram que as principais ameaças à essas espécies são a perda de habitat 

devido à agricultura, extração de madeira, pecúaria, construção rodoviária e 

ferroviária, além de perdas diretas devido a caça e aprisionamento (GONÇALVES, 

2006; BOYLE, 2008; ESTRADA et al., 2017). Esses fatores resultam no isolamento 
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desses animais e maior proximidade com humanos e animais domésticos (DASZAK; 

CUNNINGHAM; HYATT, 2000).   

Essa proximidade dos PHNs com os animais domésticos e humanos tem 

facilitado a disseminação de agentes patogênicos com caráter zoonótico (CONLY; 

JOHNSTON. 2008), dentre os quais se destacam: vírus da raiva, vírus ebola (AGUIAR 

et al., 2011; ZENG et al., 2017), Mycobacterium tuberculosis e Mycobacterium bovis 

(RHODES et al., 2017; NAMASIVAYAM et al., 2019), Leptospira spp., (FERREIRA et 

al., 2011; MINERVINO et al., 2018), Toxoplasma gondii (CANO-TERRIZA et al., 2019),  

Trypanosoma spp. (JANSEN et al., 2018), Leishmania spp. (MALTA et al., 2010), 

Criptosporidium spp. Giardia spp., (DU et al., 2015), além de uma série de helmintos 

gastrointestinais (CIBOT et al., 2015; ALCÂNTARA et al., 2016; FRIAS et al., 2019; 

OBANDA et al., 2019).  

Infecção por Cryptosporidium spp. em Primatas Não Humanos  

 

Cryptosporidium spp. é um enteroparasito zoonótico comumente encontrado 

nas fezes de diversas espécies de animais, assim como no ambiente (HAMILTON et 

al., 2018; CUNHA et al., 2019). Independente da espécie, possui distribuição 

cosmopolita, sendo considerada em pacientes humanos imunocomprometidos uma 

doença oportunista (PLUTZER; KARANIS, 2009; SCHILLER et al., 2018). Em animais 

imunodeprimidos, a infecção pode resultar em diarreia crônica debilitante, 

desidratação, má-absorção, enfraquecimento progressivo e morte (BORGES et al., 

2009; DAYAO et al., 2019). 

 Recentemente, por meio de advento da filogenética molecular ficou 

estabelecido que o gênero Cryptosporidium pertence ao Filo Apicomplexa, Classe 

Gregarinomorphea, Subclasse Cryptogregaria, Ordem Cryptogregarida, Família 

Cryptosporiidae (CAVALIER- SMITH, 2014; RYAN et al., 2016) sendo composto por 

30 espécies com 61 genótipos que acometem aves ( SEIXAS et al., 2019), répteis 

(GAŁĘCKI; SOKÓŁ., 2015), peixes (PAPARINI et al., 2017), anfíbios (YIMMING et al., 

20016) e mamíferos, incluindo o homem (CHEN et al., 2019; HOSSAIN et al., 2019).  
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Ciclo biológico  

 

De acordo com a nova classificação do protozoário o ciclo biológico do 

Cryptosporidium spp. pode ocorrer na presença ou ausência do hospedeiro (CLODE 

et al., 2015). No hospedeiro seu ciclo biológico epicelular (Figura 1), inicia-se com a 

ingestão de oocistos viáveis presentes na água ou alimentos contaminados, bem 

como fezes ou secreções de animais e humanos infectados (CABRAL et al., 2001; 

CHALMERS; DAVIES, 2010).  

No trato gastrointestinal, ocorre o desencistamento dos oocistos pela ação das 

enzimas pancreáticas e sais biliares (SMITH et al., 2005). Os esporozoítos liberados 

aderem-se ou fixam-se à superfície das células epiteliais do trato gastrintestinal, 

através do antígeno tipo circumporozoíto, a um receptor presente nas vilosidades 

intestinais penetrando nos enterócitos, iniciando o processo de invasão, onde são 

envolvidos ou englobados pelas células epiteliais do hospedeiro na superfície luminal, 

e formam um vacúolo parasitóforo de localização intracelular extracitoplasmática 

(GALECKI; SOKÓT, 2015).  

Uma organela de fixação ou de nutrição se desenvolve e os esporozoítos 

tornam-se mais esféricos e diferenciam-se em trofozoítos ou merozoítos 

(CHALMERS; DAVIES, 2010).  

Durante a maturação dos trofozoítos ocorre a multiplicação assexuada 

(esquizogonia ou merogonia) resultando na formação de esquizonte ou meronte tipo 

I, que contêm de seis a oito merozoítos haploides. A ruptura do esquizonte resulta na 

liberação dos merozoítos, que invadem as células epiteliais adjacentes, onde estes 

desenvolvem-se subsequentemente em esquizontes tipo II, que contêm quatro 

merozoítos (SMITH et al., 2005). 

 Os merozoítos tipo I podem originar novos merontes tipo I, possibilitando a 

reinfecção do animal, ou originar merontes tipo II, que são liberados no lúmen 

intestinal e infectam novas células, onde iniciam a fase sexuada do ciclo ou 

gametogonia (O´HARA; CHEN, 2011).  

Os merozoítos da segunda geração, ao infectarem novas células, diferenciam-

se em macrogamontes, que originarão os gametas femininos, ou em microgamontes, 
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que originarão os gametas masculinos (microgametas) iniciando assim o ciclo sexual 

(TYZZER, 1910; THOMPSON et al., 2005). Os microgamontes tornam-se 

multinucleados liberando os microgametas maduros que fecundam os macrogametas 

dentro do macrogamonte feminino, dando origem a um zigoto (O´HARA; CHEN, 

2011). 

 Após a fertilização, o zigoto passa por duas divisões nucleares, fase 

denominada esporogonia, e origina o oocisto esporulado contendo quatro 

esporozoítos. Estes encontram-se contidos dentro do oocisto, que finalmente é 

liberado do enterócito e eliminado ao meio ambiente ou na luz intestinal (THOMPSON 

et al., 2005). 

 Os oocistos formados se diferenciam em dois tipos: oocistos de parede fina que 

constituem a forma endógena infectante e permanecem no hospedeiro, já que estes 

oocistos sofrem o processo de excistação endogenamente e os esporozoítos são 

liberados na luz intestinal, os quais parasitam novos enterócitos (FAYER et al., 2000).  

Já os oocistos de parede espessa possuem parede trilaminar, e são liberados 

do vacúolo parasitóforo e excretados nas fezes (TZIPORI; WARD, 2002).  

A forma esporulada (infectante), é responsável pela transmissão entre 

hospedeiros, pois resistem às condições ambientais. A eliminação de oocistos 

esporulados nas fezes ou secreções respiratórias do hospedeiro infectado é 

responsável pela contaminação ambiental e transmissão da doença (THOMPSON et 

al., 2005). 

 

 



22 

 

Figura 1: Ciclo biológico do Cryptosporidium spp. 

                                              Autor: Antonino Lopes, 2020 

 

Já na ausência do hospedeiro, o ciclo de vida extracelular ocorre quando os 

oocistos de parede espessa se rompem liberando os seus quatro esporozoítos, que 

se transformam em trofozoítos podendo permanecer livres ou se unirem de dois em 

dois em um processo denominado sizígia. Um vacúolo membranoso se forma em 

torno destes trofozoítos livres, sendo o mesmo equivalente ao vacúolo parasitóforo 

formado quando o Cryptosporidium se encontra epicelular no epitélio do intestino do 

hospedeiro.  

Logo em seguida ocorre a merogonia (reprodução assexuada) gerando os 

merontes do tipo I repletos de merozoítos do tipo I, os quais serão liberados e darão 

início à fase sexuada do ciclo. Para tanto, os merozoítos do tipo I desenvolvem-se em 

merontes do tipo II contendo em seu interior os merozoítos do tipo II, onde estes darão 

origem aos microgamontes e aos macrogamontes. Os microgamontes tornam-se 
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multinucleados liberando os microgametas maduros que fertilizam os macrogametas 

dentro do macrogamonte (BOUZID et al., 2013; CLODE et al., 2015).  

Em relação aos PNHs, os resultados de pesquisas realizadas em diversos 

países (Tabela 1) trazem uma abordagem molecular com a identificação das espécies 

de Cryptosporidium spp. envolvidas nas infecções desses primatas, sendo possível 

realizar inferências relativas a aspectos epidemiológicos da parasitose em ambientes 

naturais e centros de conservações (EKANAYAKE et al, 2006; PARSONS et al., 

2015).  

No Brasil, os trabalhos realizados baseiam-se em técnicas que não permitem a 

identificação da espécie envolvida (DA SILVA et al., 2008; DA SILVA et al., 2009), 

limitando o entendimento dos aspectos epidemiológicos das espécies envolvidas de 

Cryptosporidium spp.  

Sinais clínicos da criptosporidiose em Primatas Não Humanos 

 

De modo geral, a cryptosporidiose em PNHs está associada ao acometimento 

do trato intestinal desses animais, tendo como sinais clínicos comuns a diarreia 

intermitente, predominantemente líquida e profusa que leva a desidratação, dor e 

distensão abdominal, êmese, síndrome de má absorção, apatia e perda progressiva 

de peso (MILLER et al. 1999; GOMEZ et al., 2000).   

Diagnóstico da infecção por Cryptosporidium spp em Primatas Não Humanos 

 

A identificação do agente pode ser realizada através de testes parasitológicos, 

técnicas sorológicas, além de testes moleculares (JEX et al., 2008; RYAN et al. 2016,). 

As técnicas parasitológicas mais utilizadas são as que se baseiam em colorações de 

esfregaços fecais (Kinyoun, Ziehl-Neelsen, Giemsa, Safranina Azul de Metileno e 

Verde Malaquita), que permitem identificar os oocistos de Cryptosporidium spp. (MA; 

SOAVE, 1983; BAXBY et al., 1984). Contudo, dentre as citadas, a coloração álcool-

ácido resistente de Ziehl-Neelsen modificada e Kinyoun são as mais utilizadas na 

identificação de oocistos de Cryptosporidium spp. (NEVES et al., 2010).  

Por outro lado, existem outras técnicas que podem ser empregadas na 

detecção de oocistos de Cryptosporidium spp., como a técnica de centrífugo-flutuação 
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em solução de sacarose (técnica de Sheather) e o método de centrífugo-

sedimentação pelo formaldeído-éter (técnica de Ritchie modificada) (CURRENT ; 

GARCIA, 1991; SHEATHER,1923; RITCHIE, 1948).
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Tabela1: Ocorrência e identificação das espécies de Cryptosporidium spp. em primatas não humanos de acordo com continente. 

CONTINENTE ESPÉCIES PAÍS MÉTODOS ESPÉCIE  REFERÊNCIAS 

Americano      

Alouatta fusca e Callithrix 
hibrido 

Brasil Técnica de Coloração 
tricrômica modificado por 
Weber 

Cryptosporidium spp Carvalho Filho et al. (2006) 

Cebus apela, Callithrix 
jacchus,  

C.penicillata e Macaca mulata 

Brasil Técnica de Centrífugo-
flutuação com sulfato de zinco 
e coloração de Ziehl-Neelsen 
modificada 

Cryptosporidium spp Da Silva et al. (2008) 

Alouatta caraya e A. guariba Brasil Técnica de Centrífugo-
flutuação com sulfato de zinco  

Cryptosporidium spp Da Silva et al. (2009) 

 Alouatta pigra México Teste de Ensaio de 
Imunoabsorção Enzimática 
(ELISA) 

Cryptosporidium spp Vitazkova e Wade. (2006) 

 Alouatta caraya Argentina  Teste de Reação de 
Imunofluorescência Direta 

Cryptosporidium spp Kowalewski et al. (2011) 

 Alouatta caraya, Aotus 
nigriceps e Ateles chamek 

Brasil Técnica de Ziehl-Neelsen 
modificado 

Cryptosporidium spp Ludwig e Marques, 2011 

 Cebus apella, C. albifrons, 
Saguinus fuscicollis weddelli, 
Lagothrix lagotricha, Ateles 
paniscus chamek, Saimiri 
sciureus, Aotus nigriceps e 
Alouatta seniculus 

Peru Técnica de Ziehl-Neelsen Cryptosporidium spp.  Guerreiro et al. (2012) 

  

 Callithrix spp. e Ateles 
Paniscus 

Brasil Técnica de coloração de 
Ziehl-Neelsen modificado e 
Reação em cadeia da 
polimerase (PCR) 

C. parvum  

Snak et al. (2019) 

Cont. 
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Europeu  Chimpansee trioglodytes e 
Callithrix argentata 

Polônia Método direto  Cryptosporidium spp Peisert et al. (1983) 

Ateles belzebuth, Cercocebus 
torquatus lunulatus, 
Cercopithecus aethiops, C. 
campbelli, C. talapoin e 
Erythrocebus Lemur -
nayottensis 

Espanha Técnica de coloração de 
Ziehl-Neelsen modificado 

Cryptosporidium spp Gomez et al. (1992) 

 Papio cynocephalus Itália Técnica de Coloração de 
Ziehl- Nielsen e Giemsa 

Cryptosporidium spp Fagiolini et al. (2010) 

Asiático  Semnopithecus priam Sri Lanka Técnica de Coloração de 
Ziehl-Neelsen modificado e 
PCR 

 

Cryptosporidium spp. Ekanayake et al. (2006) 

Macaca mulatta China PCR e Sequenciamento  C. hominis, C. parvum 
e C. felis 

Ye etal. (2012) 

Macaca Fascicularis  China PCR e Sequenciamento C. hominis Ye et al. (2014) 

Macaca mulatta, M. 
fascicularis e 

China Técnica de Sheather, PCR e 
Sequenciamento  

Cryptosporidium 
hominis e C. Muris 

Karim et al. (2014) 

Cont. 
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Trachypithecus francoisi 

Macaca fascicularis China Técnica de Sheather, PCR e 
Sequenciamento 

C. hominis 
 

Ye et al. (2014) 

Macaca mulatta 

 

China PCR e Sequenciamento C. parvum e C. 
andersoni 

 

 Du et al. (2015) 

 Pongo abelii e Pongo 
pygmaeus wurmbii 

Indonésia PCR e Sequenciamento C. muris e C. parvum Mynářová et al. (2016) 

 Macaca fascicularis Tailândia PCR e Sequenciamento Cryptosporidium spp. 
genótipo de macaco 

Sricharern et al. (2016) 

 Macaca mulatta 
 

Índia Teste de Reação de 
Imunofluorescência Direta 

Cryptosporidium spp Debenham et al. (2017) 

Cont. 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S1383576913001670?via%3Dihub#!
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 Vários primatas não 
humanos  

China  

PCR e Sequenciamento 

C. Hominis e C. muris Li et al. (2017) 

 Macaca fascicularis China PCR e Sequenciamento C. hominis,C. parvum, 
C. muris e C. ubiquitum 

Chen et al.(2019) 

 

 Macaca fascicularis e M. 
mulatta 

China PCR e Sequenciamento C. Hominis  Zhao et al. (2019) 

Africano  Cercopithecus aethiops e 
Papio anubis 

 

Quênia Técnica de Coloração de 
Ziehl-Neelsen modificada  

Cryptosporidium spp  Muriuki  et al. (1997) 

Gorila gorilla  

 

Gabão Técnica de Coloração de 
Ziehl-Neelsen e Teste de 
Reação de 
Imunofluorescência Direta 

Cryptosporidium spp Van Zijll Langhout et al. 
(2010)  

 

Cercopithecus ascanius e 
Colobus polykomos  

Uganda PCR e Sequenciamento C. parvum, C. hominis 
e C. cuniculus  

Salyer et al. (2012) 

Gorilla gorila 

 

República 
Centro-Africana 

 

PCR e Sequenciamento C.bovis Sak et al. (2013) 

 

https://www.sciencedirect.com/science/article/abs/pii/S0304401797000216#!


29 

 

Prolemur simus e Microcebus 
rufus 

Madagáscar Teste de Reação de 
Imunofluorescência direta 

Cryptosporidium spp Rasambainarivo et al.( 
2013)  

 

 
Pan spp. e Papio spp. 

Tanzânia PCR e Sequenciamento C. hominis e C. suis  Parsons et al. (2015).  

 Gorila gorila, Pan paniscus, 
Cercocebus agilis, 
Cercopithecus cephus, 
Cercopithecus nictitans e 
Lophocebus albigena 

Camarões e 
Congo 

PCR Cryptosporidium spp Butel et al. (2015) 

      

 

 

 

 

Cont. 
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Com relação aos métodos imunológicos, estes têm sido empregados em 

substituição à análise microscópica em fezes (KHEL et al., 1995), destacando-se  o 

Ensaio de imunoabsorção enzimática (ELISA) e Reação de imunofluorescência direta 

(IFD) (CURRENT; GARCIA, 1991; CHALMERS et al., 2011; MIRHASHEMI et al., 

2015; DANIŠOVÁ et al., 2018), sendo este último, teste padrão ouro em laboratórios 

de referência dos Estados Unidos e Europa (CHECKLEY et al., 2015).  

No entanto, os métodos parasitológicos e imunológicos não permitem a 

diferenciação entre as diversas espécies de Cryptosporidium spp., sendo os métodos 

moleculares utilizados para o diagnóstico e sequenciamento do agente (KOEHLER; 

ŠLAPETA; 2020; CAMARGO et al., 2018; DE ARAÚJO et al., 2018). 

Controle, profilaxia e tratamento, da criptosporidiose em Primatas Não 

Humanos 

 

 Em cativeiro, medidas preventivas e de biossegurança envolvem 

monitoramento parasitológico periódico do plantel, isolamento de animais infectados, 

manutenção de baixa densidade de indivíduos por recinto, correto manejo de dejetos 

e, no caso de instituições nas quais o acesso público é permitido, recomenda-se a 

restrição do contato entre visitantes e animais silvestres em exposição (FAYER; XIAO, 

2008; SAMUEL et al.; 2001).  

Eventos estressantes devem ser evitados, e tratadores devem ser 

considerados importantes carreadores mecânicos de oocistos entre recintos, o que 

torna essencial o uso de equipamentos de proteção individual e de corretas práticas 

de higiene sanitária (FAYER; XIAO, 2008; SAMUEL et al., 2001). Animais 

sinantrópicos (insetos, roedores, aves e outros) também podem representar 

importante papel na disseminação do agente, devendo ter seu acesso aos recintos 

controlado (SAMUEL et al., 2001).  

 No que se refere ao tratamento de criptosporidiose em PNHs, muitos fármacos 

têm sido utilizados, porém não se conhece ainda nenhuma molécula 

comprovadamente eficaz, sendo os protocolos usados ainda de caráter experimental 

(CUBAS et al., 2014). Entre os fármacos mais utilizados para o tratamento destacam-

se a paramomicina, espiramicina, sulfa/trimetroprina, azitromicina e nitazoxanida, 

sendo esse último o mais usado no tratamento desses animais (SANTOS, 2014).   

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S1517838216309868#!
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Infecção por Giardia spp. em Primatas Não Humanos 

 

Giardia é um protozoário oportunista responsável por causar doenças entéricas 

que podem afetar humanos, animais domésticos e silvestres (PANTOJA et al., 2017; 

KASAEI et al., 2018). Devido a sua característica cosmopolita e por estar 

intensamente associada às precárias condições socioeconômicas e higiênico-

sanitárias, este agente está inserido no grupo da Organização Mundial da Saúde 

Doenças Negligenciadas  que reúne doenças negligenciadas nos países em 

desenvolvimento e que guardam estreita relação com a pobreza, com a falta de 

saneamento básico e com a qualidade da água de consumo (SAVIOLI et al., 2006). 

Via de regra, a transmissão desse agente pode ocorrer de forma direta (oral-

fecal), de indivíduo para indivíduo, ou indireta, por meio da ingestão de água ou 

alimentos contaminados (CACCIÒ et al., 2005; XIAO; GRIFFITHS, 2020). Conforme 

a nova sistemática, o gênero Giardia é um grupo de parasito pertencente 

morfologicamente ao Filo Metamoda, Sub-filo Trichozoa, Super classe Eopharyngia, 

Classe Trepomonadea, Sub-classe Diplozoa, Ordem Giardiida e Família Giardiida 

(PLUTZER et al., 2010), que acomete uma variedade de hospedeiros, desde 

mamíferos domésticos ( ZHONG et al., 2018; LI et al., 2019),  silvestres (SPRENGER 

et al., 2018; JONES et al., 2019), aves (ICHIKAWA et al., 2019), répteis (CHAGAS et 

al., 2019), peixes (GHONEIM et al., 2012) e moluscos ( COUPE et al., 2018) e o 

homem ( KASAEI et al., 2018). 

 O consenso para a definição do número de espécies pertencentes ao gênero 

Giardia não tem sido fácil, assim como o esclarecimento para a correta denominação 

de cada um deles. É reconhecido atualmente que este gênero engloba seis espécies, 

sendo que a concepção inicial de que G. lamblia apenas se encontraria em humanos 

é errada, passando a ser descrita como sinônimo de G. intestinalis ou G. duodenalis 

sendo caracterizada por um complexo de espécies que engloba sete grupos ou 

assemblages com poucas diferenças morfológicas, mas que se dividem com base na 

análise genética (CACCIÒ; RYAN, 2008).  

 As subespécies A e B são as que apresentam uma maior gama de hospedeiros 

susceptíveis, em particular humanos e primatas não humanos, além de animais 

domésticos e selvagens, o que as destaca devido à importância do seu potencial 

zoonótico (TANGTRONGSUP; SCORZA, 2010). 
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Ciclo biológico  

 

O ciclo biológico da Giardia spp. é simples e direto (Figura 2), ocorre em apenas 

um hospedeiro, apresentando duas formas morfologicamente distintas, o cisto, que é 

a forma infectante, e o trofozoíto, forma vegetativa que habita o intestino do 

hospedeiro (CARRANZA;LUJÁN, 2010; ANKARKLEV et al., 2010).  

O ciclo se inicia no hospedeiro suscetível com a ingestão de cistos, 

principalmente por meio de alimentos ou água contaminada (WANG et al., 2012). 

Após chegar ao estômago o cisto passa por um processo de desencistamento pela 

ação dos ácidos estomacais e enzimas digestivas, liberando seu conteúdo que 

rapidamente se diferencia em dois trofozoítos, que se multiplicam por divisão binaria 

na luz do duodeno e do jejuno, e aderem à superfície epitelial por meio do disco 

suctorial (MIHALCA, 2013). 

Em condições favoráveis, ocorre o processo de encistamento na porção 

proximal do intestino grosso e são liberados nas fezes do hospedeiro (BOWMAN, 

2009), podendo permanecer viáveis no ambiente por mais de dois meses, 

dependendo das condições de temperatura e umidade (FAYER; UNGAR, 1986).  

Quanto à ocorrência de Giardia spp. em PNHs, há um grande interesse no 

mundo cientifico devido aos relatos de genótipos e subespécies desse parasito 

provenientes do homem, infectando PNHs (Tabela 2) nos continentes Asiático, 

Europeu e Africano (LEVECKE et al., 2009; BERRILLI et al., 2011; YE et al., 2012).  

No Brasil, há uma carência de dados baseados em biologia molecular desse 

protozoário em primatas e a maioria das pesquisas ainda é realizada apenas por 

técnicas baseadas em microscopia ótica, que não é capaz de identificar os genótipos 

e subtipos desse parasita.   

 

 

 

 

 



33 

 

 Figura 2: Ciclo biológico da Giardia spp.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                                                                  Fonte: Antonino Lopes, 2020 
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Tabela 2. Ocorrência e identificação de Giardia spp. em primatas não humanos por continente. 

Continente Espécies  País  Métodos  Espécies Referências  

Americano  Alouatta pigra México  ELISA 

 

Giardia spp. Vitazkova e Wade 
(2006) 

 

 Alouatta clamitans 
 

Brasil Técnica de Faust, PCR e 
Sequenciamento 

Giardia spp. 

G. duodenalis assemblage A 

Volotão et al. (2008) 

 

  Callithrix jacchus Estados 
Unidos 

ELISA Gardia spp. Kramer et al. (2009) 

 Alouatta caraya Argentina Técnica de Reação de 
Imunofluorescência direta 

Giardia spp  Kowalewski et al. 
(2011) 

 Cebus capucinus Costa Rica Técnica de Reação de 
Imunofluorescência direta 

Giardia spp.  Parr et al. (2013) 

 Alouatta caraya, A. fusca, A. 
seniculus e Ateles belzebuth  

  

 

 

Brasil Técnica de Faust, PCR e 
Sequenciamento   

G. duodenalis assemblage A  

 David et al. (2014) 
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 Macaca mulatta, M. fascicularis 
e Trachypithecus francoisi 

China Técnica de Sheather, PCR e 
Sequenciamento  

G. duodenalis assemblage B Karim et al. (2014) 

 Saimiri, Macaca, Cebuella, 
Callithrix, Callibella, Mico, 
Saguinus, Leontopithecus, 
Callicebus, Sapajus, Pithecia, 
Chiropotes, Cacajao, Alouatta e 
Ateles, Brachyteles 

Brasil Técnica de Faust 

 

Giardia spp.  Barbosa et al. (2015) 

Africano   Cercopithecus ascanius Uganda Técnica de Reação de 
Imunofluorescência direta 

Giardia spp. Salzer, et al. (2007) 

 Procolobus badius 
tephrosceles, Colobus 

Guereza e Cercopithecus 
ascanius 

Uganda PCR e Sequenciamento   G. duodenalis assemblage B 
e E.  

Johnston et al. 
(2010) 

 Gorilla beringei beringei Ruanda Técnica de Reação de 
Imunofluorescência direta, 
PCR e Sequenciamento   

G. duodenalis assemblage B Hogan, et al. (2014) 

 Pan troglodytes, Mandrillus 

Sphinx e Procolobus 

Kirkii 

Congo Técnica de 
Imunofluorescência direta, 
PCR e Sequenciamento   

G. duodenalis assembléias 
B 

Debenham et al. 
(2015) 

Asiático  Macaca fascicularis China PCR e Sequenciamento   G. duodenalis assembléias 
Ae B 

Ye et al. (2015) 

Cont. 



36 

 

  Macaca mulatta e Saimiri 
leucogenys 

China  PCR e Sequenciamento   G. intestinalis assemblage E Du et al. (2015) 

 

 Pongo abelii e Pongo 
pygmaeus wurmbii 

Indonésia  PCR e Sequenciamento G. intestinalis assemblage B Mynářová et al. 
(2016) 

 Macaca mulatta Índia  Técnica de 
Imunofluorescência direta, 
PCR e Sequenciamento   

G. intestinalis assemblage B Debenham et al. 
(2017) 

 Vários primatas não humanos  China  PCR e Sequenciamento  G. duodenalis assemblage A 
e B 

Li et al. (2017) 

 Macaca fascicularis Tailândia PCR e Sequenciamento   G. intestinalis assemblage A  Sricharern et al. 
(2016) 

 Macaca fascicularis , Macaca 
mulatta e Nomascus 
leucogenys  

 

China PCR e Sequenciamento G. duodenalis assemblage B Zhong et al. (2017) 

Cont. 
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 Hylobates agilis, Hylobates lar 
e Hylobates pileatus 

Tailândia Técnica de 
Imunofluorescência direta, 
PCR e Sequenciamento  

G. duodenalis assemblage B Tangtrongsup et al. 
(2019) 

      

Europa  Catta do lêmure, Colobus 
guereza, Paella de Cebus, Pan-
trogloditas, Hylobates lar e 
Semnopithecus entellus, 

Croácia Técnica de 
Imunofluorescência direta, 
PCR e Sequenciamento  

G. duodenalis assemblage B Beck et al. (2011) 

 Lemur catta Itália Método de concentração de 
formol-acetato de etila,   

Imunofluorescência direta, 
PCR e Sequenciamento 

G. duodenalis assemblage B Berrilli et al. (2011) 

 Hapalemur aureus, Eulemur 
rufus, E. rubriventer, Varecia 
rubra, Cercopithecus hamlyn, 
C. neglectus, Lemur catta, 
Mandrillus leucophaeus, 
Gorilla gorila, Cercocebus atys, 
Eulemur fulvus mayottensis e 
Pan troglodytes 

Espanha Método de concentração de 
formol-acetato de etila, PCR 
e Sequenciamento 

G. intestinalis assemblage A 
e B 

Martínez-Díaz et al. 
(2011) 

Cont. 
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Sinais Clínicos da giardíase em Primatas Não Humanos 

 

De modo geral, os PNHs são portadores assintomáticos desse agente, 

entretanto em situações de estresse e imunossupressão, estes podem apresentar 

quadros clínicos severos (GENOY- PUERTO et al., 2010; SANTOS, 2011). 

Os sinais clínicos diferem de indivíduo para indivíduo, podendo culminar em 

síndrome de má absorção, anorexia, desidratação, anemia e óbito, o que ocorre mais 

comumente em indivíduos jovens e/ ou imunossuprimidos (OLSON et al., 2002; 

RYAN; CACCIÒ, 2013).  Além disso, determinadas espécies de PHNs, em especial 

as do gênero Alouatta, demostram maior sensibilidade às infecções por esse 

protozoário, quando comparadas a animais de outras ordens (GENOY- PUERTO et 

al., 2010). 

Diagnóstico de infecção por Giardia spp. em Primatas Não Humanos 

 

 O diagnóstico laboratorial de Giardia spp. tem sido realizado por três grupos de 

exames: parasitológicos, imunológicos e moleculares (FAUST et al. 1939; 

HOOSHYAR et al., 2019).  

O diagnóstico parasitológico da Giardia spp. é realizado por meio da 

identificação por microscopia óptica de trofozoítos ou cistos em amostras fecais a 

partir de esfregaços corados com tricrômico iodo e hematoxilina férrica (KOEHLER et 

al., 2014). Além disso, os cistos podem ser visibilizados por meio de técnicas de 

concentração, utilizando sulfato de zinco (FAUST et al., 1939), sacarose (SHEATHER, 

1923) e formalina (RITCHIE, 1948).  

 A centrífugo-flutuação com sulfato de zinco é um dos métodos mais utilizados 

para a detecção de cistos de Giardia spp., por sua eficiência, praticidade e rapidez. 

No entanto resultados negativos são corriqueiros devido à dificuldade para visibilizar 

os cistos nas amostras (FAUST et al., 1939).  

Em detrimento a isso, nos últimos anos foi proposto o uso do Mini- FLOTAC e 

FLOTAC, técnicas que demostraram maior sensibilidade na identificação do 

patógeno, quando comparadas aos métodos clássicos (CRINGOLI et al., 2010; 

MAURELLI et al., 2014). 
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 A detecção do parasito em amostras biológicas também pode ser realizada por 

meio de métodos imunológicos, como a reação de imunofluorescência direta (IFA) e 

teste imunoenzimático (ELISA) (XIAO; HERD, 1994; GARCIA et al., 2003; PEPE et 

al., 2019).  

Métodos moleculares como a Reação em Cadeia da Polimerase (PCR) e 

sequenciamento molecular têm sido aplicados por oferecerem benefícios em 

comparação com os demais, sobretudo por permitir a caracterização molecular das 

diferentes espécies e genótipos, além da rapidez e facilidade na execução (IVANOV, 

2010; DAVID et al., 2014; ZHONG et al., 2018). 

Controle, Profilaxia e Tratamento da giardíase em Primatas Não Humanos 

 

Medidas preventivas da Giardia spp. podem ser realizadas por meio da 

remoção frequente das fezes dos espaços em que os animais se encontram 

confinados, com subsequente desinfecção (ETTINGER; FELDMAN, 1997; KOSKI, 

2002), prevenção da contaminação fecal dos comedouros, bebedouros e saneamento 

do ambiente (BOWMAN, 2009; DAVID et al., 2014).  

Por outro lado, os cistos podem ser inativados pela maioria dos compostos a 

base de amónio quaternário e vapor de água à pressão (SAMUEL et al., 2001; KAHN, 

2010).  

O tratamento de infecções por Giardia spp. não deve ser a simples eliminação 

de sinais clínicos. Recomenda-se que animais assintomáticos sejam também 

tratados, pois os mesmos podem permanecer como fonte de infecção a outros 

indivíduos e ao ambiente, além de se tornarem susceptíveis aos outros agentes 

infecciosos.  

A giardíase em geral é tratada com fármacos do grupo dos nitroimidazóis, como 

metronidazol, tinidazol e secnidazol (ORTEGA-PIÉRRES et al., 2009). Existe uma 

segunda linha de fármacos onde estão os benzimidazóis, como albendazol, 

febendazol e mebendazol, estes menos efetivos que os primeiros (ORTEGA-

PIÉRRES et al., 2010). Outros fármacos como a paramomicina e a nitazoxanida 

também são usados, principalmente em casos de resistências ou intolerância a outros 

medicamentos (ORTEGA-PIÉRRES et al., 2009). Recomenda-se sempre repetir o 



40 

 

exame de fezes a cada 15 dias, para ter certeza que o tratamento foi eficaz (NEVES 

et al. 2005). A utilização de probióticos, poderá ser realizada com a finalidade de 

restaurar a microbiota intestinal do animal (HUMEN et al., 2005, VENTURA et al., 

2018). 

Infecção por helmintos em Primatas Não Humanos  

 

Em geral PNHs são hospedeiros de diversas espécies de helmintos 

(trematódeos, cestóides, acantocéfalos, e nematódeos) (Tabela 3) (PEREA- 

RODRIGUEZ et al., 2010; SALES et al., 2010; CORRÊA et al., 2016), cuja transmissão 

pode ocorrer de forma direta, de hospedeiro para hospedeiro, ou de forma indireta, 

mediante a ingestão de água ou alimentos contaminados (LINDSAY et al., 2019). A 

transmissão também pode estar associada à diversidade alimentar, condições do 

ambiente, comportamento, sexo, idade, genética, como também às relações 

ecológicas intraespecíficas e interespecíficas (PACHECO et al., 2003). 

 Cerca de 250 espécies de helmintos foram identificadas parasitando PNHs, 

dentre estes, os mais comuns são os nematódeos que causam poucos sinais clínicos 

aparentes (SANTOS et al., 2006), sendo os gêneros mais frequentes Ascaris, 

Strongyloides, Trichuris e Ancylostoma (CLEAVELAND et al., 2001).  

 Pesquisas em PNHs no mundo relatam que helmintos gastrointestinais 

infectam todos os grupos de primatas (KARERE; MUNENE, 2002), no entanto os de 

cativeiro apresentam elevadas taxas de morbidade e mortalidade, frequentemente 

associadas a uma grande população de animais em ambiente restrito (recinto), 

favorecendo a disseminação do parasito e o declínio populacional (VERWEIJ et al., 

2003; JOHNSON-DELANEY, 2009; LI et al., 2019; GOMES, 2011).  

Apesar disso, poucos estudos quantificam dados sobre a prevalência desses 

parasitas em zoológicos e centros de conservações (SANCHEZ et al., 2009; NATH et 

al., 2012; PANAYOTOVA-PENCHEVA, 2013) e estudos existentes limitaram seu foco 

a espécies especificas de primatas, espécies parasitas ou zoológicos específicos 

(SANCHEZ et al., 2009; RIVERA et al., 2010).
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Tabela 3. Ocorrência e identificação de helmintos gastrointestinais em primatas não humanos por continente  

Continente  Gênero ou Espécie  Parasito  País  Métodos  Referências  

Americano Aotus nancymae, A. 

vociferans, 

Saguinus labiatus, S. mystax, 

Saimiri boliviensis peruviensis, 

S. sciureus macrodon, 

Lagothrix lagotricha e Cacajao 

calvus rubicundus 

Trematoda, Nematoda, 

Acanthocephala e cestoda  

Peru Método Direto e Técnica 

de Sheather 

Michaud et al. (2003) 

Cebus apella, Cebus albifrons, 

Saguinus fuscicollis weddelli, 

Lagothrix lagotricha, Ateles 

paniscus chamek, Saimiri 

sciureus, Aotus nigriceps e 

Alouatta seniculus 

Strongyloides cebus, Paratriotaenia 

oedipomidatis, Prosthernorchis 

elegans, Trichostrongylidae e 

Oxyuroideo,  

Peru Métodos Direto, Técnica 

de Ritchie, Sheather e 

Hoffman 

Guerreiro et al. (2012) 

Alouatta palliata mexicana e 

A. pigra 

Ascarididae, Acanthocephala sp., 

Nematoda sp., Parabronema sp., 

Strongylidae, Raillietina sp., 

Trematoda sp., Controrchis 

biliophilus, Prosthenorchis elegans e 

Trypanoxyuris minutus  

México Técnica de Foreyt, 

Dryden e Gillespie 

Trejo-Macías e Estrada. 

(2012) 

Callithrix Dilepididae, Ancylostomatidae,  
Prosthenorchis sp., e Primasubulura 
jacchi 
 
 
 

Brasil Técnica de Hoffman-

Pons-Janner 

 

Tavela et al. (2013) 

Cebus capucinus Filariopsis barretoi, Strongyloides 

sp., e Prosthenorchis sp.  

Costa Rica Técnica de Sheather, 

Hoffman e Necropsia 

Parr et al. (2013) 
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Cebus apella e Ateles 

geoffroyi 

Enterobius spp. Brasil Técnica de Hoffmann, 

Willis 

Sprenger et al. (2018) 

 Ateles e Leontopithecus 

 

Oxyuridae e Strongyloidea  Brasil Técnica de Hoffman e 

Faust  

David et al. (2014) 

Saimiri, Macaca, Cebuella, 

Callithrix, Callibella, Mico, 

Saguinus, Leontopithecus, 

Callicebus, Sapajus, Pithecia, 

Chiropotes, Cacajao, Alouatta, 

Ateles e Brachyteles 

Trichuris trichiura, Ascaris 

lumbricoides, Oxyuridae, Larva de 

nematódeos, Hymenolepis sp. e 

Acanthocephalidae 

Brasil Técnica de Hoffman, 

Sheather, Ritchie e Lutz 

Barbosa et al. (2015) 

Sapajus Ancylostoma sp. e Strongyloides sp. Brasil Técnica Willis e Hoffman Alcântara et al. (2016) 

 

 

Callithrix e Leontopithecus 

 

 

Prosthenorchis elegias 

 

Brasil 

 

Necrópsia 

 

 

Catenacci et al. (2016) 

Callimico Echinococcus multilocularis Canadá Necrópsia Christiansen et al. 
(2015) 

Callithrix penicillata 

 

Platynosomum illiciens Brasil Necrópsia Pinto et al. (2017) 

 

 

Alouatta seniculus, Ateles 
hybridus e Cebus versicolor  

 

Trichuridae, Trichostrongylidae, 
Oxyuridae, Strongyloididae, 
Ancylostomatidae, Ascarididae e  
Gnathostomatidae 

 

 

 

Colômbia 

 

 

Método direto 

 

Rondon et al. (2017) 

Cont. 
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 Cebus albifrons Hymenolepis sp., Trongyloides sp., 
Capillaria sp. e Prosthenorchis 
elegans 

Equador Técnica de Ritchie 

 

Martin-Solano et al. 
(2017) 

 Alouatta pigra Controrchis spp. e Trypanoxyuris 

Spp 

México  Técnica de FLOTAC e 
Mini- FLOTAC  

Alvarado-Villalobos et al. 
(2017) 

 Saimiri sciureus e Sapajus 
apella  

  

 

Ascaris sp., Capillaria 
sp.,Strongyloidea e taenídeo  

 

 

Brasil Técnica de Willis e 
Hoffmann 

Figueiredo et al. (2018) 

 Alouatta caraya Ascaris sp. e Ancylostoma sp. Brasil Técnica de Faust, 
Hoffman, Pons & Janer e 
Willis-Mollay 

Silva et al. (2018) 

Africano  Papio, Cercopithecus e 
Chlorocebus 

 

Strongyloide flleborni, 
Oesophagostomum sp. 
Trichostrongylus sp., Trichuris 
trincheira, Enterobius sp., 
Streptopharagus sp. e Schistosoma 
mansoni 

 

Quênia 

 

Método Direto, Técnica 
de Esfregaço de 
espessura de kato e 
Harada eMori  

 

Munene et a. (1998) 

 Pan troglodytes e Colobus 
guereza 

Anatrichosoma sp., Subulura sp., 
Spirurida, Protospirura Muricola 
Strongylida, Strongyloides sp. e 
Trichuris sp. 

Tanzânia Técnica de Sheather e 
Blagg.  

Petrášová et al. (2010) 

 Ateles Paniscus Oesophagostomum pachycephalum, 
Primasubulura distans, 
Streptopharagus pigmentatus, 
Ternidens deminutus e Trichuris sp. 

Tanzânia Necrópsia  Kooriyama et al. (2010) 

 Procolobus badius 
tephrosceles, Cercopithecus 
ascanius schmidti, 

Oesophagostomum spp., 
Strongyloides sp., Trichuris sp, 
Bertiella studeri, Streptopharagus, 

Tanzânia Kit fecal de concentrador 
de parasitas (FPC) 

Kooriyama et al. (2012) 

Cont. 
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Cercopithecus aethiops 
pygerythrus e 

Papio cynocephalus 

Primasubulura, Dicrocoeliidae, 
Chitwoodspirura sp., Probstmayria 
gombensis e Enterobius sp. 

(Evergreen Scientific, Los 
Angeles, CA, EUA). 

 Cercopithecus, Erythrocebus e 
Papio spp. 

Capillaria spp., Strongyles spp. e 

Trichuris spp.  

 

 

Nigéria 

Método Direto, Técnica 
de Wills e Hoffman 

Egbetade et al. (2014) 

 Gorilla e Pan Strongyloides stercoralis e 
Strongyloides fuelleborni 

 

Uganda 

PCR   Hasegawa et al. (2016) 

 Gorila gorila e Cercocebus 
agilis 

Oesophagostomum bifurcum, 
Necator americanus e Necator sp 

República 
Centro-
Africana 

Meio de Cultura e PCR Pafčo et al. (2018) 

 Avahi occidentalis e Lepilemur 
edwardsi 

Strongylida e Oxyuridae,  Madagascar Técnica de Willis Hokan et al. (2018) 

Asiático Cercopithecus diana e 
Macaca nigra 

Echinococcus multiloculares Japão Técnica de 
Histopatológica, Western 
blotting e ELISA 

Yamano et al. (2014) 

 Vários primatas não humanos  Trichuris spp., Strongyloides spp., 
Ascaris spp., Physaloptera spp., 
Ancylostoma spp. e Enterobius spp.  

China Técnica de Sheather Li et al. (2017) 

 Nasalis larvatus Ascaris lumbricoides, Trichuris spp., 
Strongyloides fuelleborni, Ternidens 
spp. e Enterobius spp. 

Malásia Técnica de Gillespie Klaus et al. (2017) 

 Macaca arctoides, M. 
fascicularis, M. nemestrina, 
Nasalis larvatus, Presbytis 
rubicunda, Trachypithecus 
cristatus, T. obscurus, 
Hylobates agilis, H. lar, 

Nematódeos, cestódeos e 
trematódeos 

Malásia Técnica Wills, Hoffman e 
Necropsia  

Adrus et al. (2019) 

Cont. 
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Symphalangus syndactylus e 
Pongo pygmaeus 

 Macaca Macaca e Macaca 
radiata 

Ancylostoma sp., Ascaris sp., 
Bunostomum sp., Enterobius 
vermicularis, Haemonchus sp., 
Oesophagostomum sp., Spirurids, 
Strongyloides sp., Trichuris sp., 
Toxocara sp., Trichostrongylus sp., 
Diphyllobothrium sp., Moniezia sp., 
Hymenolepis nana, Taenia sp. e 
Dipylidium caninum 

Índia Técnica de Wills, 
Hoffman e McMaster 

Kumar et al. (2018) 

 Hylobates agilis, Hylobates lar, 
e H. pileatus 

Strongyloides spp. Tailândia Técnica de Faust  Tangtrongsup et al. 
(2019) 

Europeu  Papio cynocephalus 
 

Trichuris sp. e Strongyloides 
fuelleborni 

Itália Técnica de Wills e 
Hoffman  

Fagiolini et al. (2010) 

Macaca fuscata, M. fasciculari 
e Papio cynocephalus ursinus 

Trichuris spp. e Strongyloides 
stercoralis 

Romênia Técnica de Willis Dărăbuş et al. (2014) 
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Sinais Clínicos das helmintoses em Primatas Não Humanos  

 

As manifestações clínicas por helmintos gastrointestinais não são tão 

características como nos animais domésticos e, em várias situações os animais são 

assintomáticos, podendo em alguns casos manifestarem sinais clínicos como 

anorexia, pelos eriçados, mucosas pálidas e apatia (TAVERNARD, 2017). 

Diagnósticos das helmintoses em Primatas Não Humanos 

 

Na rotina laboratorial, o diagnóstico das helmintoses intestinais se dá mediante 

a utilização de técnicas parasitológicas em amostras fecais, pois apresentam custo 

baixo (MELO et al., 1989; WILCOX; COURA, 1991). Sendo assim, as técnicas 

coproparasitológicas são ferramentas essenciais para o correto diagnóstico das 

helmintoses, além de avaliar a intensidade das infecções parasitárias, que podem 

refletir as condições higiênico-sanitárias que uma população está submetida (VAZ, 

2001). 

A recuperação e a identificação de ovos de helmintos podem ser realizadas 

com a utilização de diferentes métodos coproparasitologicos (SANT'ANNA et al., 

2013), particularmente flutuação, centrífugo-flutuação, sedimentação, utilizando 

soluções com diferentes densidades com a finalidade de permitir o correto diagnóstico 

(NOVAES; MARTINS, 2015). Apesar do baixo custo e fácil operação, estas técnicas 

apresentam baixa sensibilidade. Em função disto, as técnicas multivalentes de 

FLOTAC e Mini-FLOTAC, estão sendo utilizadas no diagnóstico parasitológico por 

apresentar alta sensibilidade e especificidade (CRINGOLI et al., 2010).  

Entre as técnicas de flutuação destacam -se Willis-Mollay e Sheather, que tem 

como princípio a flutuação de ovos de nematoides e oocistos de protozoários em 

soluções saturadas (NEVES, 2005; ROSS et al., 2011). Já as técnicas de 

sedimentação (Método de Hoffman, Pons e Janer ou Lutz) são indicadas para a 

recuperação de ovos pesados  que não flutuam em soluções saturadas, como é o 

caso de ovos de trematódeos e alguns cestoides, além do isolamento de óleos e 

gorduras da maior parte dos detritos (TÁPARO et al. 2006; SANT'ANNA et al., 2013). 

Adicionalmente, Mini-FLOTAC e FLOTAC são duas novas técnicas 

multivalentes usadas para a identificação qualitativa e quantitativa de ovos, oocistos, 
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cistos e larvas de parasitos gastrintestinais e bronco pulmonares em fezes de diversos 

animais incluindo os silvestres, que tem como fundamento a centrifugação da amostra 

fecal e flutuação das estruturas parasitárias por meio da utilização de soluções 

saturadas e um aparelho desenvolvido para realização das técnicas (CRINGOLI et al., 

2010;CRINGOLI et al., 2013; SILVA et al., 2013). 

Por último, a necrópsia tem sido o método mais utilizado para pesquisa e 

identificação de helmintos em diversas populações animais, particularmente em 

animais vítimas de atropelamento, já que neste meio de diagnóstico ocorre a 

identificação de espécimes de helmintos adultos, podendo confirmar, refutar, ou 

estabelecer o diagnóstico definitivo (PEIXOTO; BARROS, 1998). 

Controle, Profilaxia e Tratamento das Helmintoses em Primatas Não Humanos  

 

Segundo Andrade (2002), em centros em que não existe controle efetivo de 

parasitas é importante fazer vermifugação profilática. Além disso, para manter um 

nível de higienização constante e adequado, é necessária a descontaminação de 

todas as instalações e fômites, objetos e áreas de contato constantes de animais, para 

prevenir a disseminação de doenças, além de reduzir e controlar os helmintos.  

A prática de higienização deve ser feita diariamente. Recomenda-se a 

utilização de solução de hipoclorito de sódio ou produtos similares, aptos a higienizar 

qualquer superfície. Além disso, a fumigação com formaldeído ou similares também é 

aconselhável após o término de um programa de quarentena, com fins de esterilização 

do ambiente (ANDRADE, 2002). 

Os fármacos de escolha para o tratamento desses agentes em PNHs vão 

depender da eficiência do mesmo em determinadas ordens. Dentre os mais usados 

citam-se: Albendazol, ivermectina, benzimidazol, pirantel febendazol, praziquantel, 

mebendazol,pirantel, Fembendazol, Mebendazol e Tiabendazol (CUBAS et al., 2007).  
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4. OBJETIVOS 

 

4.1 Objetivo Geral 

 

• Identificar enteroparasitos com potencial zoonótico em primatas não humanos 

provenientes de cativeiros. 

4.2 Objetivos Específicos 

• Avaliar a ocorrência do parasitismo por helmintos em primatas não humanos 

mantidos em cativeiros; 

• Comparar as técnicas parasitológicas tradicionais com FLOTAC e Mini-FLOTAC 

para identificação de enteroparasitas de primatas não humanos neotropicais de 

cativeiros no Brasil; 

• Avaliar a frequência da infecção Cryptosporidium spp. e Giardia spp. em 

primatas não humanos neotropicais provenientes de zoológicos, centros de 

manejo, conservação e de triagem de animais silvestres. 
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ARTIGO 1 
 

Comparison of FLOTAC, Mini-FLOTAC and classical parasitological techniques 

for detection of gastrointestinal parasites in neotropical non-human primates 

(NHP) in Brazil 
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gastrointestinal parasites in neotropical non-human primates (NHP)in Brazil 

Edson Moura da Silva¹, Maria Fernanda Melo Monteiro¹, Maria Aparecida da Gloria Faustino¹, Rafael 

Antonio do Nascimento Ramos2, José Wilton Pinheiro Junior¹, Maria Vanuza Nunes de Meireles1, 
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Abstract 

Background: Endoparasites are quite commonly present in wild animals, particularly in non-human 

primates. Detection of gastrointestinal parasites in these animals has usually been performed using 

classical methods, but sometimes its low sensitivity is responsible for false-negative results.  Therefore, 

the aim of this study was to compare the FLOTAC, Mini- FLOTAC and classical parasitological 

techniques for detection of gastrointestinal parasites in neotropical non-human primates in Brazil.  

Results: Fecal samples (n = 43) were collected from neotropical non-human primates at the Wild Animal 

Screening Center in Pernambuco, Brazil. Of all samples analyzed, 76.7% (33/43) detected the presence 

of gastrointestinal parasites in at least one of the techniques used. In particular, 9.30% (4/43) were 

positive through direct examination; followed by 23% (10/43) at sedimentation; 34.88% (15/43) at 

flotation; 48.83% (21/43) at Mini-FLOTAC, and 65.11% (28/43) at FLOTAC. 
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Conclusion: In conclusion, FLOTAC and Mini-FLOTAC were the most efficient methods for diagnosing 

gastrointestinal parasites in neotropicalnon-human primates. 

Key words: coproparasitological diagnosis, conservation medicine, parasitism, neotropical primates 

Introduction  

Although non-human primates (NHPs)are found in many environments around the world, 

anthropic action has given rise to major threats to these species. These disturbances are affecting 

species diversity in natural environments [1]. Some degree of ecological change including agroindustry 

development, deforestation, livestock, mining and construction of dams and highways in these habitats 

[2] may cause a change at the wildland-urban interface (WUI), such that transmission of or exposure to 

pathogens is favored among these animals [3]. 

Thus, NHPs can be affected by different species of parasites, some of them of medical concern 

such as Toxoplasma gondii [4], Trypanosoma spp. [5] andLeishmania spp. [6] On the other hand, 

several intestinal parasites causing only asymptomatic or mild disorders can occur in NHPs [7,8,9]. 

These include Cryptosporidiumspp., Giardia spp. [10], and a several of species of helminths [11,12].  

 Detection of gastrointestinal parasites in NHPs has usually been performed using classical 

methods such as flotation [13], centrifugal flotation [14], spontaneous sedimentation [15] or direct 

examination [16]. Despite low cost and easy execution, these techniques present low sensitivity, which 

can lead to false negative diagnoses [17]. 

A new technique known as FLOTAC has been developed and proposed for diagnosing 

gastrointestinal parasites in animals and humans [18]. In several studies, it has been shown to have 

high sensitivity, specificity and accuracy when compared with other methods. On the other hand, the 

Mini-FLOTAC technique has been developed since 2013 as a novel direct method for diagnosing 

intestinal parasitic infections. Mini-FLOTAC attempts to address the challenge of using modern 

technology and matching high sensitivity with affordability [19]. 

Accordingly, the present study aimed to assess the performance of the FLOTAC, Mini-FLOTAC 

and classical parasitological techniques for diagnosing gastrointestinal parasites in neotropical primates. 

Methods  
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Ethics statement 

This study was conducted in accordance with the licenses granted by the Research Ethics 

Committee forAnimal useof the Federal Rural University of Pernambuco (CEUA-UFRPE), Brazil (license 

number 18/2018), and by the Biodiversity Authorization and Information System (SISBIO) (license 

number 60975-1). 

Animals and area of study 

Fecal samples (n = 43) were collected from two neotropical NHP species: 16 from common 

marmosets (Callithrix jacchus) and 27 from capuchin monkeys (Sapajus libidinosus). The animals were 

being kept at the Pernambuco Wild Animal Screening Center (CETAS-Tangará), which is located in the 

Guabiraba district of Recife, Pernambuco (7° 56' 49'' S and 34° 58' 48'' W). All the NHPs were kept in 

individual or paired pens, and were fed basically on leaves, fruits and extruded feed. 

Samples and laboratory processing 

 Fresh fecal samples from the NHPs were collected on clean paper that was placed under each 

pen for a period of 24 hours. This procedure was repeated for two days to form a pool of stool samples 

from each animal. Each of these pooled samples was collected into a plastic vials and maintained in 

isothermal boxes (4°C) until laboratory processing. Data about each animal were recorded in individual 

clinical charts.  

Samples were analyzed using five different techniques (i.e., direct examination using Lugol's 

iodine staining; Willis-Mollay flotation technique [13], spontaneous sedimentation of Hoffman, Pons, and 

Janer [15], FLOTAC [18], and Mini-FLOTAC [19] for detection of eggs, larvae, cysts and/or oocysts. The 

FLOTAC and Mini-FLOTAC techniques were performed using two flotation solutions (saturated sodium 

chloride 1.200 and zinc sulfate 1.350).  

The Willis-Mollay flotation technique was used as the gold standard test. All methods were 

performed in accordance with the instructions reported in the original description of each technique. 

Data analysis 

Data were analyzed through the chi-square or Fisher's exact test was used. The significance 

level was taken to be 5% [20]. In addition, Kappa concordance analysis was used to compare the results. 

The kappa values were interpreted in accordance [21]. The sensitivity, specificity, positive predictive 
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value (+PV), negative predictive value (−PV), accuracy, true estimated prevalence, and incorrect 

classification were determined based on the Willis technique as the gold standard. The InStat software 

[22] was used to calculate all the parameters. The concordance calculations were performed through 

the website http://www.winepi.net/uk/index. 

Results 

Out of all samples analyzed 76.7% (33/43) scored positive for the presence immature forms of 

gastrointestinal parasites in at least one technique employed. In particular, 50% (8/16) and 77.77% 

(21/27) of C. jacchusand S. libidinosus were positive, respectively (p = 0.062).   

The infection rates observed through the different methodologies were 9.30% (4/43) using direct 

examination; 23.25% (10/43) using Hoffman’s method; 34.88% (15/43) using the Willis technique; 

48.83% (21/43) using by Mini-FLOTAC; and 65.11% (28/43) using FLOTAC (Table 1). All samples of C. 

jacchus were negative at direct examination, Hoffman’s method and Willis-Mollay flotation technique. 

Ancylostoma spp. and Strongyloides spp. were the species most frequently detected, regardless 

of the method used. Oesophagostomum spp. was detected in S. libidinosus by using the FLOTAC and 

Mini-FLOTAC technique, whereas Platynosomum spp. and oocysts of Isospora spp. were detected by 

the FLOTAC in C. jacchus. 

Values of sensitivity, specificity, real prevalence, estimated prevalence, positive predictive value 

(+ PV), negative predictive value (- PV), accuracy and incorrect classification are shown in Table 2. 

Table 1- Infections and co - infections by gastrointestinal parasites in Neotropical Primates in captivity. 

Techniques Parasites Positivity (%; n/N) 

Direct Examinatiom  Ancylostoma spp. 75% (03/4) 

 Strongyloides spp. 75% (03/4) 

 Ancylostoma spp. + Strongyloides spp. 75% (03/4) 

Hoffman Ancylostoma spp. 100% (10/10) 

 Strongyloides spp. 30% (3/10) 

 Ancylostoma spp. + Strongyloides spp. 30% (3/10 

Willis  Ancylostoma spp. 100% (15/15) 

 Strongyloides spp. 46,66% (7/15) 
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 Ancylostoma spp. + Strongyloides spp. 40% (6/15) 

Mini-FLOTAC Ascaridade 4,46% (1/21) 

 Oesophagostomum spp. 19,04% (4/21) 

 Strongyloides spp. 57,14% (12/21) 

 Ancylostoma spp. 90,47% (19/21) 

 Ancylostoma spp. + Strongyloides spp. 47,6% (10/21) 

 Ancylostoma spp. + Strongyloides spp. + 
Oesophagostomum spp.  

19,04% (4/21) 

FLOTAC Isospora spp. 3,57% (1/28) 

 Platynossomun spp. 3,57% (1/28) 

 Toxocara spp. 3,57% (1/28) 

 Strongyloides spp. 3,57% (14/28) 

 Oesophagostomum spp. 7,14% (2/28) 

 Ancylostoma spp. 85,71% (24/28) 

 Ancylostoma spp. + Isospora spp. 3,5% (1/28) 

 Ancylostoma spp. + Strongyloides spp. + 
Oesophagostomum spp. 

7,1% (2/28) 

 Ancylostoma spp. + Strongyloides spp. 42,8% (12/28) 
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Parameters 

(%) 
 

Technique / 
Parasite 

Sensitivity 
True 

prevalence 

Predictive 

value (+) 

 

Predictive 

Value (-) 

 

Accuracy 
Incorrect 
classification 

Kappa 

 

P value 

Exame Direto         

Ancylostoma spp. 20,0 100,0 100,0 70,0 72,1 27,9 0,246 0,036 

Strongyloides spp. 16,7 94,6 33,3 87,5 83,7 16,3 0,142 0,370 

Hoffman         

Ancylostoma spp. 60,0 96,4 90,0 81,8 83,7 16,3 0,612 0,000 

Strongyloides spp. 0,0 91,9 0,0 85,0 79,1 20,9 0,000 0,629 

Mini-FLOTAC  

Ancylostoma spp. 80,0 78,6 66,7 88,0 79,1 20,9 0,560 0,000 

Strongyloides spp. 66,7 78,4 33,3 93,5 76,7 23,3 0,317 0,041 

Ascaridade 0,0 97,7 0,0 100,0, 97,7 2,3 0,000 0,760 

Oesophagostomum 
spp. 0,0 83,7 0,0 100,0 83,7 16,3 0,000 

0,000 

 

FLOTAC         

Ancylostoma spp. 100,0 60,7 57,7 100,0 74,4 25,6 0,519 0,000 

Strongyloides spp. 100,0 64,9 31,6 100,0 69,8 30,2 0,340 0,004 

Isospora spp. 0,0 97,7 0,0 100,0, 97,7 2,3 0,000 0,760 

Platynossoma spp. 0,0 97,7 0,0 100,0, 97,7 2,3 0,000 0,752 

Oesophagostomum 
spp. 

0,0 97,7 0,0 100,0, 97,7 2,3 0,000 
0,042 

Toxocara spp. 0,0 97,7 0,0 100,0, 97,7 2,3 0,000 0,760 

Table 2 - Evaluation of the techniques used in relation to the Willis technique as a gold standard in the diagnosis of gastrointestinal parasites in 

Neotropical Primates in captivity. 
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Discussion 

This study assessed for the first time five different copromicroscopic techniques to diagnosing 

gastrointestinal parasites in NHP fromBrazil. The overall frequency (76.7%) herein obtained was similar 

to observed in previous studies where a frequency of 74.20% was reported in M. mulatta [23]. 

Conversely, it was lower than data (92.3%) reported for Nasalis larvatus [24]. The findings of this study 

demonstrated that NHPs are commonly affected by gastrointestinal parasites, but frequently without 

clinical manifestations [7,8,9]. 

A wide diversity of nematodes have been retrieved in NHPs throughout the world [9,25]. From 

an epidemiological perspective, data of the present study are important since some nematode species 

herein detected (e.g., Ancylostoma spp., Strongyloides spp. and Ascaris) present a zoonotic aspect. It 

has already been demonstrated that hookworms may be shared between humans and NHPs that 

cohabit [26]. Therefore, this finding is important particularly for zoo workers that are in close contact with 

NHPs, and consequently are more exposed to the risk through the contact with feaces.  

FLOTAC and Mini-FLOTAC techniques were the most efficient methods for diagnosing 

gastrointestinal parasites, particularly Oesophagostomum spp. eggs in S. libidinosusand Platynosomum 

spp. eggsand Isospora spp. oocysts in C. jacchus. It is important to note that factors such as age, 

genetic, parasite load and NHP species may influence the parasitological results [27,28,29].  

 Recently, the Mini-FLOTAC technique has been recommended using the Mini-FLOTAC 

technique for detection of gastrointestinal parasites in the howler monkey, especially if many samples 

are analyzed [30]. This technique has high sensitivity when compared with classical methods (e.g., EPG 

counts), thus enabling qualitative and quantitative analyses of parasite load without the need of 

specialized devices. 

In conclusion, the FLOTAC and Mini-FLOTAC were the most efficient methods for diagnosing 

gastrointestinal parasites in C. jacchusand S. libidinosus; thereforeit is recommended its use in surveys 

performed in NHPs since are techniques with high sensitivity and accuracy.  
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Abstract 
 
Parasitism in nonhuman primates (NHPs) is influenced by biotic and abiotic factors, as well as the 
biology and ecology of parasites. Many studies have shown that parasites are often transmitted from 
wild or captive NHPs to humans or vice versa. These animals, especially those in captivity, are 
susceptible to gastrointestinal infections that are often zoonotic. Therefore, the aim of this study was to 
evaluate the occurrence of gastrointestinal nematodes in NHPs in captivity, from different locations in 
Brazil. Fecal samples (n = 154) were collected and analyzed through Mini-FLOTAC® technique. Eggs 
of gastrointestinal nematodes were detected in 30.51% (47/154) of the analyzed samples. Coinfections 
were observed in 27.65% (13/47) of the positive samples. Parasitism by Ancylostoma spp., 
Strongyloides spp. and Oesophagostomum spp. were the most commonly observed. The results found 
here reveal parasitism of gastrointestinal nematodes in these populations of NHPs, which may represent 
an important threat for the conservation of these species. Finally, this is a pivotal finding for public health 
because of the threat posed by parasite transmission from these animals onto humans. 
 
Keywords: gastrointestinal parasites, infection, nonhuman primates, zoonotic. 
 

 
Introduction  
 

Currently, most nonhuman primates (NHPs) live in anthropized environments such as parks, 
private properties, zoos or conservation centers (Estrada et al. 2017; Fan et al. 2014; Mazumder 2014, 
Sabbatini et al. 2006). In captivity, NHPs represent one of the most exposed wildlife groups to pathogens 
due to their role in public entertainment (Moss and Esson 2010). The close phylogenetic relationship 
between these animals and humans has resulted in a high probability for pathogen sharing (Xie et al. 
2018; Dixit et al. 2018; Honap et al., 2018), which mostly present a zoonotic concern (Leroy et al. 2004). 

Several gastrointestinal parasites, particularly the nematodes of the genera Strongyloides, 
Oesophagostomum, Ascaris, Ancylostoma, Trichuris and Trichostrongylus, have been frequently 
reported in these animals (Adrus et al. 2018; Hokan et al. 2018; Klaus et al. 2017; Alcântara et al. 2016; 
Shemshadi et al. 2014), most of which conveyed via contaminated food or water (Coffey et al. 2007; 
Sharif et al. 2015; ). Studies on the prevalence of these agents in captive NHPs worldwide show different 
morbidity and mortality rates (Johnson-Delaney, 2009; Lee et al. 2010). However, few studies have 
been conducted in Brazil on animals in zoos and conservation centers (Da Silva Barbosa et al. 2014; 
Zanzani et al. 2015; Alcântara et al. 2016; Sprenger et al. 2018). Therefore, the aim of this study was to 
evaluate the occurrence of gastrointestinal nematodes in captive NHPs, from different locations in Brazil. 

 
Material and Methods 
Area of study and ethical aspects 
 

The study was carried out at the Wild Animal Screening Centers (Cetas-Ibama): Maceió, Alagoas 
(9° 36' 54” S and 35° 44' 27” W), Cabedelo, Paraíba (7° 03' 47” S and 34° 51' 21” W), Recife, 
Pernambuco (7° 56' 49” S and 34° 58' 48” W), Arruda Câmara Zoobotanical Park, João Pessoa, Paraíba 
(7° 06' 49” S and 34° 52' 30” W), Parque dois Irmãos, Recife, Pernambuco (8° 00' 37” S and 34° 56' 41” 
W) and Mata Ciliar Association, Jundiaí, São Paulo (23° 10' 37” S and 40° 56' 33” W) (Figure 1). 
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All procedures performed here were previously approved by the Animal Research Ethics 
Committee of the Federal Rural University of Pernambuco (CEUA-UFRPE), Brazil (number 18/2018), 
and by the Biodiversity Authorization and Information System (SISBIO) (number 60975-1). 

 
 
 
 

Figure 1. Brazilian states where fecal samples from nonhuman primates were collected. 
 

 
 
 
Sample collection and laboratory processing  
 

From April 2018 to March 2019, fecal samples (n = 154) of NHPs of various species were collected 
(Table 1), stored in plastic vials containing 2.5% potassium dichromate solution, and stored in isothermal 
boxes (8 °C) until laboratory processing. The animals were in enclosures containing two or more animal 
feeder and drinker devices. The number of samples collected was in the same proportion of animals 
found in each room. 

 
Table 1. Species of nonhuman primates in captivity studied according to origin. 

 

Species  Nº of Specimen  State 

Sapajus flavius 28 AL/PB/PE 

Sapajus libidinosus 77 AL/PB/PE 

Saimiri sciureus 03 PB/PE 

Aotus infulatus 01 PE 

Alouatta belzebul 

Alouatta guariba 

02 

07 

PE 

SP 

Ateles Paniscus 

Ateles marginatus 

03 

01 

PE 

Lagothrix lagotrixha 01 PE 

Callithrix jacchus 

Callithrix penicillata 

16 

12 

PE 

SP 
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Pan troglodytes 01 PE 

Macaca mulatta 02 PB 

* Alagoas - AL / Paraíba - PB / Pernambuco – PE/ São Paulo – SP 

Each sample was individually analyzed through the use of Mini-FLOTAC® technique (Cringoli et al. 
2013; Maurelli et al. 2014) with sodium chloride (s. 1,200) and zinc sulfate (s. 1,350) solutions. 

The data was analyzed using descriptive statistics to obtain absolute (AF) and relative (RF) 
frequencies. 

 
Results  
 

Eggs of gastrointestinal nematodes were detected in 30.51% (47/154) of the samples analyzed, 
with coinfections being observed in 27.65% (13/47) of the positive samples. Parasitism by Ancylostoma 
spp., Strongyloides spp. and Oesophagostomum spp. were the most commonly observed (Table 2). 
 
 
Table 2. Infections and coinfections by gastrointestinal nematodes according to species studied and 
origin. 

Site Species Nematodes Prevalence 

Cetas – Maceió- AL Sapajus libidinosus Ancylostoma spp. 50% (3/6) 

 Sapajus libidinosus Oesophagostomum spp. 16,66% (1/6) 

 Sapajus libidinosus Ancylostoma 
spp.+Oesophagostomum spp. 

33,33% (2/6) 

    

Cetas – Cabedelo – 
PB 

Sapajus libidinos 

 

Ancylostoma spp. 33,33% (1/3) 

 Sapajus flavius Ancylostoma spp. 33,33% (1/3) 

 Sapajus libidinos 

 

Ascaris spp 33,33% (1/3) 

Cetas – Tangará – PE Sapajus libidinos Ascaris spp 4.54% (1/22) 

 Sapajus libidinos Ancylostoma spp. 40,90% 
(9/22) 

 Sapajus libidinos Oesophagostomum spp. 9.09% (2/22) 

 Sapajus libidinos Strongyloides spp. 13,63% 
(3/22) 

 Sapajus libidinos Ancylostoma spp. + 
Strongyloides spp. 

18,1% (4/22) 

 Sapajus libidinos Ancylostoma spp. + 
Strongyloides spp. + 
Oesophagostomum spp. 

13,63% 
(3/22) 

Zoo de João Pessoa – 
PB 

Sapajus libidinos Ancylostoma spp. 60% (3/5) 

 Macaca mulatta Oesophagostomum spp 20% (1/5) 

 Sapajus flavius Ancylostoma spp. + 
Oesophagostomum spp. 

20% (1/5) 



89 

 

Zoo de Recife-PE Sapajus libidinos Ancylostoma spp. 9,09 (1/11) 

 Sapajus flavius Ancylostoma spp. 63,63% 
(7/11) 

 Sapajus libidinos Strongyloides spp. 9,09% (1/11) 

 Sapajus flavius Ancylostoma spp. + 
Strongyloides spp. 

18,18% 
(2/11) 

    

Mata  Ciliar – SP - - 0% (0/19) 

 
Discussion  
 

This study demonstrated parasitism by a wide variety of nematodes in captive NHPs from 
different locations in Brazil. The overall positivity detected (i.e., 30.51%), as well as the parasitic 
diversity, varied in comparison to previous similar studies (Fagiolini et al. 2010; Thawait et al. 2014; 
Zanzani et al. 2015; Kvapil et al. 2017; Barros et al. 2018; Capasso et al. 2019). Most probably, these 
differences were related to environmental conditions, animal management, feeding behavior (Getachew 
et al. 2010) and the coproparasitological technique employed. Another important fact to note is the 
presence of invasive animal species, particularly domestic carnivores, in the vicinity of the parks, or 
isolated on private properties, zoos or conservation centers. These animals can eliminate eggs and 
larvae in feces, which may favor environmental contamination (Barros et al. 2018) and consequent 
transmission to NHPs (Pessoa, 1988 White et al., 2019), thus increasing the risk of parasitic infection 
(Altizer et al., 2003). 

Studies conducted in different locations around the world have shown that regardless of the 
parasitological techniques used, the helminth genera most commonly found in both free-living and 
captive NHP belong to the genera Ancylostoma, Strongyloides and Oesophagostomum (Botero Correa 
et al., 2011; Alcântara et al., 2016). It is important to emphasize that some of these species are of great 
significance in relation to public health (Freitas et al. 2001; Pourrut et al. 2011; Van De et al. 2019). 

Ancylostoma spp. is a common nematode in primates, as well as in humans (Orihel, 1971), and 
has been found in diverse populations of NHPs in Africa (Petrášová et al. 2010; a Kouassi et al. 2015). 
However, proximity to humans can cause human-animal transmission to occur, as the same species of 
Ancylostoma spp. can parasitize both humans and NHPs (Mattia et al., 2012; Traversa 2012; Tavela et 
al. 2013). 

Similarly, Strongyloides spp. is considered one of the most commonly found helminths in both 
wild and captive NHPs (Labes et al. 2011; Kouassi et al. 2015), particularly S. fuelleborni (Gillespie and 
Chapman 2006). It is likely that this prevalence is due to the life cycle of this pathogen, which alternates 
between free and parasitic life cycles, as well as its capacity for self-infection and transmammary 
transmission (Olsen et al. 2009, Thamsborg et al. 2017). Thus, captive NHPs pose an imminent risk to 
animal-keepers due to contact with the fecal material of these animals, which may cause infection, given 
that the Strongyloides spp. in both NHPs and humans is percutaneous (Schad, 1989; Gillespie and 
Chapman, 2006). 

Similarly, Oesophagostomum spp. is a parasite that often infects NHPs in various areas of the 
world (Ghai et al. 2014; Li et al. 2015; Adrus et al., 2018; Terio et al., 2018). Infection can lead to nodular 
esophagostomosis, particularly in large NHPs, without however showing any clinical signs (Krief et al. 
2008). In captivity, infection may be caused by high population density, longer soil exposure and poor 
hygiene (Pérez et al. 2007; Bezjian et al, 2008; Ruch, 1959), in addition to coprophagy behavior (Krief 
et al. al. 2008). Some studies support the hypothesis that the environmental behavior of these NHPs 
also influences the prevalence rates, since the most arboreal species have lower exposure to 
Oesophagostomum spp. larvae than the terrestrial species (Ghai et al. 2014; Kooriyama et al. 2012). 
Oesophagostomum spp. is one of the most common parasites identified in African primates (Howells et 
al. 2011, Kooriyama et al. 2012, Ryan et al. 2012). In humans, Oesophagostomum causes 
esophagostomosis resulting in the formation of granulomas, caseous lesions, or abscesses in intestinal walls; 
however, great apes are known to develop nodular esophagostomosis without the associated severe 
clinical signs (Krief et al., 2008) or associated morbidity and mortality (Huffman et al. 1997).  

Interestingly, eggs from Ascaris spp. were present in two animals from two different locations. 
Ascarid infection has often been reported in NHPs (Orihel and Seibold, 1972). It is noteworthy that eggs 
of this parasite persist in the soil for long periods of time and may remain viable for years (Newton-
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Fisher et al. 2006). Since the ascarid species found in NHPs and humans are the same, infection among 
these primates is possible (Toft 1986), so due to its zoonotic character controlling this helminth is 
important (Strait et al., 2012). 

The occurrence of co-infections is common and may result from environmental contamination (Maia 
and Goveia, 2002). In this regard, it is important to remember that most of the time infections do not 
occur only by one nematode species, but rather by the pathogenic effects of a number of species, 
especially in highly parasitized animals (Amarante, 2005). 

Therefore, the results of the study revealed parasitism of gastrointestinal nematodes in these 
populations of NHPs, which may threat the conservation of these species. 
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Cryptosporidium spp. e Giardia spp. em primatas não humanos (NHP) em 

cativeiro 

 

Resumo  

Apesar dos Primatas Não Humanos (PNHs) serem encontrados em diversos 
ambientes, as informações atuais mostram que as principais ameaças à essas 
espécies estão diretamente ligadas a efeitos antropogênicos. Esses fatores resultam 
no isolamento desses animais e maior proximidade com humanos e animais 
domésticos, o que tem facilitado a disseminação de agentes patogênicos com caráter 
zoonótico, dentre os quais destacam-se Cryptosporidium spp e Giardia spp. Esses 
protozoários são considerados importantes agentes causadores de diarreia em seres 
humanos e animais domésticos, no entanto, informações sobre seus potenciais 
impactos nas populações de PNHs de cativeiros ainda são escassas, o que reforça a 
necessidade de investigação da saúde desses animais em cativeiros para evitar a 
disseminação dos patógenos tanto para os animais que chegam nos centros 
conservacionistas, como para os destinados a programas de reintrodução. Deste 
modo, objetivou-se neste estudo detectar Cryptosporidium spp. e Giardia spp. em 
PNHs mantidos em cativeiros. Amostras fecais de 134 PNHs pertencentes a cinco 
gêneros foram coletadas. As amostras foram analisadas através da técnica de 
Kinyoun para identificação de oocistos de Cryptosporidium spp., e pela técnica de 
FLOTAC® para detecção de cistos de Giardia sp. Posteriormente, todas as amostras 
foram submetidas ao teste de Reação de Imunofluorescência direta.De todas as 
amostras analisadas 17,90% (24/134) foram positivas a pelo menos um agente 
pesquisado. Particularmente, 17,90% (24/134) e 3,71% (5/134) foram positivos para 
Cryptosporidium spp. e Giardia spp., respectivamente. Sendo assim, os resultados 
aqui encontrados fornecem informações importantes sobre a infecção por 
Cryptosporidium spp. e Giardia spp. em PNHs mantidos em cativeiros. 

Palavra-chave: Primatas, Protozoários, Primatas não humanos, Zoonoses 

 

Abstrat 

Although Non-Human Primates (NPHs) are found in different environments, current 
information shows that the main threats to these species are directly linked to 
anthropogenic effects. These factors result in the isolation of these animals and greater 
proximity to humans and domestic animals, which has facilitated the dissemination of 
pathogenic agents with a zoonotic character, among which Cryptosporidium spp and 
Giardia spp stand out. These protozoa are considered important agents that cause 
diarrhea in humans and domestic animals, however, information about their potential 
impacts on NPH populations in captivity is still scarce, which reinforces the need to 
investigate the health of these animals in captivity to avoid dissemination of pathogens 
both to animals arriving at conservation centers and to those destined for reintroduction 
programs. Thus, the aim of this study was to detect Cryptosporidium spp. and Giardia 
spp. in PNHs held in captivity. Fecal samples from 134 PNHs belonging to five genera 
were collected. The samples were analyzed using the Kinyoun technique to identify 
oocysts of Cryptosporidium spp., And by the FLOTAC® technique to detect cysts of 
Giardia sp. Subsequently, all samples were subjected to the direct 
Immunofluorescence Reaction test. Of all analyzed samples, 17.90% (24/134) were 
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positive for at least one agent surveyed. In particular, 17.90% (24/134) and 3.71% 
(5/134) were positive for Cryptosporidium spp. and Giardia spp., respectively. 
Therefore, the results found here provide important information about infection by 
Cryptosporidium spp. and Giardia spp. in NPHs held in captivity. 

Keyword: Primate, Protozoa, Non-human primates, Zoonosis 

 

Introdução 

Muitas espécies de animais silvestres são importantes reservatórios de agentes 

patogênicos e a proximidade entre pessoas e espécies domésticas pode propiciar a 

adaptação a novos hospedeiros e a disseminação de patógenos, que podem causar 

enfermidades em todas as espécies envolvidas (HOLMES, 1996; CALEY; HOME, 

2004). 

Atualmente, a maioria dos Primatas não Humanos (PNHs) vivem em ambientes 

antropizados, com mosaicos agrícolas, assentamentos humanos e fragmentos 

florestais protegidos (ESTRADA et al. 2017; FAN et al.,2014; MAZUMDER, 2014). De 

modo geral, esses animais são considerados resservatorios de diversos patógenos 

de caráter zoonótico, nos quais se destacam os parasitos gastrointestinais (TREJO-

MACÍAS et al., 2007; DEBENHAM et a., 2015; ALCÂNTARA et al., 2016). Em 

cativeiros, a transmissão desses patógenos entre PHNs e humanos, pode ser 

facilitada pela estreita relação taxonômica entre si (DIXIT et al., 2018). Além disso, a 

ocorrência e as espécies de parasitos podem variar de acordo com o manuseio e das 

condições dos recintos (DEBENHAM et al., 2015).  

Entre os parasitos gastrointestinais, particularmente os protozoários do gênero 

Cryptosporidium spp. e Giardia spp. representam uma preocupação para os 

profissionais que trabalham em contado direto com esses animais, tende em vista que 

esses agentes são capazes de infectar uma ampla gama de hospedeiros vertebrados 

(HAMILTON et al., 2018; KASAEI et al., 2018). Ambos possuem como principal forma 

de transmissão a direta (oral-fecal), de indivíduo para indivíduo ou indireta por meio 

da ingestão de água ou alimentos contaminados (FERREIRA et al., 2018; ITOH et al., 

2019; PIGNATA et al., 2019).  

Embora se reconheça que Cryptosporidium spp. e Giardia spp. são importantes 

causas de diarreia em seres humanos e animais domésticos, informações sobre seus 

potenciais impactos nas populações de PNHs ainda são escassas (KARIM et al., 
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2014; SNAK et al., 2019). É importante destacar que essas informações são de suma 

importância, visto que algumas pesquisas demostraram que a transmissão desses 

protozoários em PNHs está diretamente ligada a efeitos antropogênicos (NIZEYI et 

al., 2002; JOHNSTON et al., 2010).  

A possibilidade de ocorrência desses animais sem sinais clínicos claros reforça 

a necessidade de investigação e monitoramento da saúde dos PNHs em cativeiros 

para evitar a disseminação dos patógenos, tanto para os animais que chegam nos 

centros conservacionistas, como para aqueles destinados a programas de 

reintrodução além dos humanos. Deste modo, objetivou-se neste estudo detectar 

Cryptosporidium spp. e Giardia spp. em PNHs mantidos em cativeiros. 

Material e Métodos  

Aspectos éticos  

Este estudo foi conduzido de acordo com as licenças concedidas pelo Comitê de 

Ética em Pesquisa para Uso Animal da Universidade Federal Rural de Pernambuco 

(CEUA-UFRPE) (licença número 18/2018) e pelo Sistema de Autorização e 

Informação em Biodiversidade (SISBIO) (licença número 60975-1). 

Animais e Área de estudo 

De abril de 2018 a março de 2019 foram coletadas amostras fecais de 134 PNHs 

pertencentes aos gêneros Aotus (n = 1), Alouatta (n = 9), Ateles (n = 3), Lagothrix (n 

= 1), Pan (1), Saimiri (n = 3), Callithrix (n = 11) e Sapajus (n = 105), provenientes dos 

Centros de Triagem de Animais Silvestres (CETAS/IBAMA) nos municípios de Maceió 

(9° 36’54”S e 35°44’27”W), Cabedelo (7°03’47”S e 34°51’21”W), Recife (7°56' 49''S  e 

34°58'48''W) e João Pessoa (7°06’49” S e 34°52’30”W ). Além do Parque Dois Irmãos, 

localizado no município de Recife (8°00'37'' S e 34°56'41''W) e da Associação Mata 

Ciliar, localizada no município de Jundiaí (23°10’37” S e 40°56’33” W). Todos os 

animais se encontravam em recintos contendo comedouros e bebedouros e nenhum 

deles apresentava sinal clínico sugestivo da infecção por protozoários 

gastrointestinais.  

As amostras fecais foram coletadas diretamente do solo, colhendo-se apenas a 

porção apical das fezes, a fim de evitar a contaminação ambiental. Em seguida, foram 

colocadas em recipientes plásticos contendo dicromato de potássio 2,5%, 
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identificadas individualmente e armazenadas em caixas isotérmicas com temperatura 

controlada (2 e 8 °C) até o processamento laboratorial. O número de amostras 

colhidas foi baseado no número de animais presentes em cada recinto. 

Figura 1. Estados brasileiros onde foram coletadas amostras fecais de primatas não humanos. 

 

 

Processamento laboratorial 

As amostras foram analisadas através da técnica de Kinyoun (BRASIL-

MINISTÉRIO DA SAÚDE, 1996) para identificação de oocistos de Cryptosporidium 

spp., e pela técnica de FLOTAC® (CRINGOLI et al., 2010) para detecção de cistos de 

Giardia sp. Posteriormente, todas as amostras foram submetidas ao teste de 

Imunofluorescência direta (Kit Merifluor® Cryptosporidium/Giardia;Meridian 

Biociências) e oocistos e cistos foram identificados com base em sua forma, tamanho 

e imunofluorescência padrão de intensidade (REBOREDO-FERNÁNDEZ et al., 2015). 

Resultados e Discussão 

De todas as amostras analisadas 17,90% (24/134) foram positivas a pelo 

menos um agente pesquisado. Particularmente, 17,90% (24/134) e 3,71% (5/134) 

foram positivas para Cryptosporidium spp. e Giardia spp., respectivamente. Infecções 

por Cryptosporidium spp. e Giardia spp. foram encontradas em quatro espécies de 
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PNHs e coinfecção em três espécies. Os resultados detalhados de acordo com cada 

espécie de PNHs, agente etiológico e técnicas utilizadas estão dispostos na Tabela 1. 

Tabela 1: Prevalência de Cryptosporidium spp. e Giardia spp. em Primatas Não Humanos mantidos em 

cativeiros 

Gênero      Nome Científico                  Cryptosporidium spp.                         Giardia spp. 

 *Kinyoun 

n/N (x%) 

*MeriFluor® 

n/N (x%) 

*FLOTAC 

n/N (x%) 

*MeriFluor® 

n/N (x%) 

Sapajus  S. libidinosus 19,48% (15/77) (16/77) 20,77%  (0/77) 0% (1/77) 1,29% 

Sapajus S. flavius 10,71% (3/28) (7/28) 25,0% (0/28) 0%  (1/28)3,57% 

Ateles A. marginatus (0/1) 0% (0/1)100% (0/1)0% (0/1)0% 

Callithrix  C. jacchus (0/4) 0% (1/4) 25% (0/4) 0% (2/4) 50% 

 Alouatta A. guariba (0/7) 0% (0/7)0% (0/7)0% (1/7)14,28% 

 

 Este estudo avaliou a ocorrência de Cryptosporidium spp. e Giardia spp. nas 

fezes de PNHs mantidos em cativeiros. A positividade geral aqui observada (17,90%) 

é considerada alta, sobretudo considerando estudos previamente realizados que 

reportam uma frequência de1,8 e 5.5% (LI et al., 2017; DEBENHAM et al., 2015). 

Sabe-se que a ação mútua destes patógenos entre os animais está diretamente 

relacionada superlotação dos recintos, o que aumenta a probabilidade de transmissão 

direta entre indivíduos suscetíveis (jovens e imunossuprimidos) (HUGHES-HANKS et 

al., 2005). Além disso, o contato com humanos, o tipo de água fornecida e a presença 

de animais sinantrópicos nos recintos podem ser considerados fatores de risco 

(WOLFE et al., 1998; NIZEYI et al., 2002; GRACZYK et al., 2002; SALZER et al., 

2007).  

Cryptosporidium spp. e Giardia spp. têm sido geralmente associados a 

manifestação clínica intestinal, resultando em quadros diarreicos (BOUZID et al., 

2013). Embora esse seja o principal sinal clínico, em nenhuma amostra analisada 

neste estudo foi observada característica do quadro. É importante notar que em PNHs, 

os sinais clínicos são mais comumente demonstrados em situações de estresse e em 

animais imunodeprimidos (KALISHMAN et al., 1996; RYAN; CACCIÒ, 2013; HAHN; 

CAPUANO, 2010).  
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Sobre a coinfecção, esse achado é comum, tendo em vista que os agentes 

possuem as mesmas vias de transmissão, ciclo de vida monoxênico, demandam de 

baixa dose infectante, e um curto período pré-patente (THOMPSON; MONIS, 2004). 

A maior positividade observada para o gênero Sapajus está relacionada ao seu 

hábito alimentar generalista aliado a grande flexibilidade comportamental e ecológica 

(DE LA SALLES et al., 2018). Sendo assim, os resultados aqui encontrados fornecem 

informações importantes sobre a infecção por Cryptosporidium spp. e Giardia spp. em 

PNHs mantidos em cativeiros. 
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5. CONCLUSÕES GERAIS  

 

• As técnicas FLOTAC e Mini-FLOTAC foram as mais eficientes quando 

comparadas com as tradicionais para detecção de parasitas gastrointestinais 

de Primatas Não Humanos; portanto, recomenda-se o uso na rotina laboratorial 

da medicina veterinária. 

• Os nematóides gastrointestinais encontrados nos Primatas Não Humanos são 

de grande importância, uma vez que alguns desses parasitos são de caráter 

zoonótico, legitimando o perigo não só para a saúde dos animais, mas também 

a saúde das pessoas que trabalham diretamente com estes animais. 

• A presença de Cryptosporidium spp. e Giardia spp. nos PNHs sugerem que 

esses animais podem contribuir para transmissão desses agentes para outros 

animais, incluindo o homem.  
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