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RESUMO  

Dentre as causas de enteroparasitoses que afetam milhões de pessoas no mundo, podemos 

classificar como agente etiológico a espécie Dientamoeba fragilis. Por não ser ainda uma 

espécie muito conhecida, inicialmente a D. fragilis foi classificada como uma ameba 

comensal que possui dois núcleos. Sua forma de transmissão atualmente é bem 

conflitante, sendo a mais plausível via fecal-oral, tendo como sua forma infectante o 

trofozoíto, diferente de outros protozoários. Duas hipóteses para explicar esse conflito em 

sua transmissão, é que ovos de helmintos como Ascaris lumbricoides seria um vetor para 

a transmissão do parasita, e a outra é a identificação de cistos em fezes de camundongos 

contaminados com D. fragilis, que se assemelham a outros protozoários que possuem o 

cisto como forma infectante. Um pequeno número de animais, como macacos, ovelhas, 

porcos, gorilas e ratos selvagens foram identificados como hospedeiros desse parasita. 

Com isso, diferentes formas do parasita podem ser ingeridas do ambiente externo para 

humanos ou para esses hospedeiros. Uma vez ingerida, D. fragilis se instala no intestino 

grosso e em seguida, pré-cistos, cistos e trofozoítos são eliminados nas fezes, 

contaminando água e alimentos. O objetivo deste estudo foi determinar e identificar por 

Reação em Cadeia da Polimerase (Polymerase Chain Reaction – PCR) os isolados de 

Dientamoeba fragilis em 84 amostras congeladas de fezes obtidas em uma comunidade 

quilombola Filus, localizada entre os municípios de União dos Palmares e Santana do 

Mundaú (105 km de Maceió), Zona da Mata de Alagoas (CAAE: 

78560617.4.0000.5502). Essas amostras foram processadas anteriormente em um projeto 

de pesquisa que tinha como objetivo realizar a pesquisa de ovos de Schistossoma mansoni 

nesta comunidade, em 2017. Na ocasião, todos os indivíduos identificados com parasitas 

intestinais patogênicos foram encaminhados para tratamento no posto de saúde mais 

próximo do quilombo. Empregando técnicas baseadas na PCR, o DNA das 84 amostras 

foi submetido à extração e à amplificação do gene SSUrDNA (300 pb) para pesquisa de 

Dientamoeba fragilis. Como resultado, obtivemos à amplificação de apenas cinco (6,0%) 

amostras para D. fragilis. Embora a incidência tenha se apresentado baixa neste estudo, a 

distribuição de D. fragilis na população humana é ampla, com destaque para áreas de 

baixas condições de higiene e em países em desenvolvimento em regiões onde o 

saneamento adequado não está disponível para todos. A patogênese dessa parasitose é 



mínima, geralmente assintomática e está diretamente relacionada a pacientes com a 

síndrome do intestino irritável.  

Palavras-chave: Dientamoeba fragilis; parasitose; protozoários; e quilombolas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

ABSTRACT 

Among the causes of intestinal parasites that affect millions of people in the world, we 

can classify Dientamoeba fragilis as the etiological agent. As it is not yet a well-known 

species, initially D.fragilis was classified as a commensal amoeba that has two nuclei. Its 

form of transmission is currently quite conflicting, the most plausible being the fecal-oral 

route, with the trophozoite as its infective form, unlike other protozoa. Two hypotheses 

to explain this conflict in its transmission is that helminth eggs such as Ascaris 

lumbricoides would be a vector for the transmission of the parasite, and the other is the 

identification of cysts in the feces of mice contaminated with D. fragilis, which resemble 

others protozoa that have the cyst as an infective form. A small number of animals such 

as monkeys, sheep, pigs, gorillas and wild rats have been identified as hosts of this 

parasite. With this, different forms of the parasite can be ingested from the external 

environment to humans or these hosts. Once ingested, D. fragilis settles in the large 

intestine and then pre-cysts, cysts and trophozoites are eliminated in the feces, 

contaminating water and food. The objective of this study was to determine and identify 

Dientamoeba fragilis isolates by Polymerase Chain Reaction (PCR) in 84 frozen stool 

samples obtained from a Filus quilombola community, located between the municipalities 

of União dos Palmares / Santana do Mundaú (105 km from Maceió), Zona da Mata de 

Alagoas (CAAE: 78560617.4.0000.5502). These samples were previously processed in a 

research project that aimed to carry out a search for Schistosoma mansoni eggs in this 

community, in 2017. At the time, all individuals identified with pathogenic intestinal 

parasites were referred for treatment at the health center closest to the quilombo. Using 

PCR-based techniques, the DNA from the 84 samples was subjected to extraction and 

amplification of the SSUrDNA gene (300 bp) to search for D. fragilis. As a result, we 

obtained the amplification of only five (6.0%) samples for D. fragilis. Although the 

incidence was low in this study, the distribution of D. fragilis in the human population is 

wide, especially in areas with poor hygiene conditions and in developing countries in 

regions where adequate sanitation is not available to everyone. The pathogenesis of this 

parasitosis is minimal, usually asymptomatic and is directly related to patients with 

irritable bowel syndrome. 

Keywords: Dientamoeba fragilis; parasitosis; protozoa; and quilombolas. 
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1. INTRODUÇÃO E REVISÃO DA LITERATURA 

 

Dientamoeba fragilis é espécie inicialmente classificada como uma ameba comensal 

(JEEPS e DOBBEL, 1918), recentemente foi incluída na ordem Trichomonadida 

(MARITZ et al., 2014). É um organismo ameboide, que em sua maioria possui dois 

núcleos, e a única forma evolutiva conhecida é o trofozoíto (JOHNSON et. al., 2004). 

Seu mecanismo de transmissão não está claro, mas estudos têm sugerido a via fecal-oral 

como mais plausível, porém ao contrário da maioria dos protozoários intestinais, sua 

forma infectante é o trofozoíto (MIGUEL et. al., 2018). 

Atualmente são aceitas duas hipóteses conflitantes para explicar a transmissão de 

Dientamoeba fragilis: a primeira é de que ovos dos helmintos Ascaris lumbricoides, 

Enterobius vermicularis e Trichuris trichiura seriam vetores para a transmissão do 

parasita (OGREN et. al., 2013; ROSER et. al., 2013a); a segunda é a identificação de 

formas pré-císticas e císticas em fezes de camundongos contaminados com Dientamoeba 

fragilis que sugerem que esse organismo se assemelham a outros protozoários que 

apresentam o cisto como forma infectante (MUNASINGHEA et. al., 2013). 

Diversas espécies já foram investigadas como hospedeiras potenciais de D. fragilis. 

Apesar disso, somente um pequeno número de animais foram confirmados como 

hospedeiros: macacos (HELENBROOK et. al., 2015), ovelhas (NOBLE & NOBLE, 

1952), porcos e gorilas (LANKESTER et. al., 2010, CACCIÒ et. al., 2012) e em ratos 

selvagens (OGUNNIYI et. al., 2014). A figura 2 mostra o possível ciclo deste protozoário 

de acordo com Stark e colaboradores (2016), evidenciando que diferentes formas do 

parasita podem ser ingeridas (1) do ambiente externo para humanos ou para os outros 

hospedeiros já citados (2). Uma vez ingerida, D. fragilis se instala no intestino grosso, 

onde se multiplica por divisão binária (3). Logo em seguida, os pré-cistos, cistos e 

trofozoítos formados serão eliminados através das fezes (4) podendo então contaminar 

água e alimentos. O número (5) demonstra a via alternativa de transmissão através de 

ovos de helmintos. 

Os estudos envolvendo a patogênese do micro-organismo são mínimos e não chegam 

a um consenso quanto sua patogenicidade. A primeira evidência de que D. fragilis poderia 

ser patogênica surge quando HAKANSSON (1936) observou sintomatologia em 



pacientes infectados pelo protozoário. Quando há sintomatologia, a diarreia é o aspecto 

mais presente, seguido de dores abdominais, perda de peso, anorexia e náuseas, porém a 

maioria dos portadores é assintomática (STARK et. al., 2010). Um estudo retrospectivo 

com pacientes positivos para D. fragilis (2009-2014) avaliou 108 indivíduos infectados, 

sendo que destes, 34 (31,5%) apresentavam os sintomas característicos da infecção, 

chamando atenção para a patogenia do micro-organismo (MIGUEL et. al., 2018). 

 

Figura 1. Ciclo evolutivo de Dientamoeba fragilis. Formas variadas do parasita sendo ingeridas 

(1) do ambiente externo para o hospedeiro humano ou animais como porcos, primatas não-

humanos e possivelmente ratos (2). D. fragilis se instala no intestino grosso e lá se multiplica por 

divisão binária (3). Formação de diferentes formas: pré-cistos, cistos e trofozoítos. Via alternativa 

de veiculação das formas infectantes, através de ovos do helminto Enterobius vermicularis (5). 

FONTE: Stark et. al., 2016. 

 

Esse protozoário se faz presente em pacientes com a síndrome do intestino 

irritável (YAKOOB et al., 2010). Além disso, outros estudos sugerem que alguns 

protozoários, dentre eles Dientamoeba fragilis, são capazes de influenciar na etiologia 

desta doença (STARK et al., 2007). O fato de que a muitas pessoas diagnosticadas com a 

síndrome do intestino irritável apresentam altas taxas de infecção por protozoários pode 

ser uma possível explicação para essa relação (YAKOOB et al., 2010). Além do mais, a 



síndrome provoca mudanças na microbiota intestinal, podendo proporcionar condições 

favoráveis para a colonização de protozoários. 

O diagnóstico tradicional de D. fragilis depende tradicionalmente da detecção 

microscópica de trofozoítos em esfregaços corados. Apesar de várias limitações como 

curto tempo de sobrevivência e perda de características morfológicas do trofozoíto fora 

do hospedeiro, preservação adequada das amostras de fezes e pessoal técnico treinado, 

esse método ainda tem sido útil para a identificação de rotina e pesquisas epidemiológicas 

(INTRA et al., 2019). Os ensaios moleculares, incluindo PCR convencional e em tempo 

real (qPCR) foram desenvolvidos como uma alternativa diagnóstica ao exame 

microscópico (STARK et al., 2016, CACCIÒ, 2018). Entretanto, nos países de baixa 

renda a inclusão no diagnóstico de rotina ainda não é factível, devido ao alto custo das 

técnicas. 

Quanto ao tratamento, uma variedade de medicamentos antiparasitários e 

esquemas já foram empregados, mas o metronidazol e a paromomicina são os mais os 

mais comumente administrados. Em estudo recente, tratamento com paromomicina 

apresentou maiores taxas de eliminação de D. fragilis do que o metronidazol, exceto em 

indivíduos com menos de seis anos de idade (BURGAÑA et al., 2019). 

A distribuição mundial de D. fragilis na população humana é ampla, tendo 

destaque em áreas de baixas condições de higiene, principalmente em países em 

desenvolvimento (BARRATT et. al., 2011). A frequência de infecções observadas na 

população humana é muito variável, o que vai depender da população estudada, da região 

e, particularmente, dos procedimentos de diagnóstico empregados (STARK et al., 2016, 

CACCIÒ, 2018). Estudos epidemiológicos têm demonstrado que a prevalência de 

infecção por D. fragilis pode variar de 0,2% a 80% (STARK et. al., 2016; CACCIÒ, 

2018). Taxas de infecção mais altas têm sido observadas em populações que vivem em 

países desenvolvidos, particularmente na Europa (STARK et al., 2016; CACCIÒ, 2018). 

No entanto, dados de prevalência também foram relatados em regiões em 

desenvolvimento onde o saneamento adequado não está disponível para todos 

(BARRATTet. al., 2011). 

Em um estudo realizado na Itália, CALDERARO e colaboradores (2010) 

analisaram as fezes de 491 pacientes com suspeita de infecção parasitária e evidenciaram 

21% de positividade para D. fragilis. Outro estudo, na Holanda, desenvolvido por MASS 



e colaboradores (2013), empregando a técnica da PCR– multiplex, o parasita foi detectado 

em 89% das amostras de fezes obtidas de pacientes pediátricos com sintomas 

gastrointestinais. 

Na Dinamarca, um estudo desenvolvido por ROSER e colaboradores (2013b), 

com 9945 amostras de fezes mostrou positividade em 43% dos indivíduos, utilizando a 

técnica de PCR em tempo real. Outro estudo realizado também na Dinamarca no ano 

seguinte incluiu pacientes adultos que apresentavam a síndrome do intestino irritável. 

D. fragilis foi detectado em 34,8% das amostras, enquanto no grupo controle foi 

diagnosticado em 23,4% dos indivíduos (KROGSGAARD et al., 2014). Em 

contrapartida, um estudo com pacientes suecos apresentando sintomas e um grupo 

controle demonstrou apenas 3% e 2% de positividade, respectivamente (OGREM et. al., 

2015). Mais recentemente, HOLTMAN e colaboradores (2017) na Holanda, analisaram 

107 amostras de crianças com sintomas gastrointestinais através de PCR em tempo real e 

identificaram uma prevalência de 55% de D. fragilis nos indivíduos estudados. 

Nas regiões mais pobres, recentemente, levantamentos epidemiológicos baseados 

em microscopia e/ou ensaios moleculares foram realizados em comunidades de baixa 

renda na Ásia, com taxas de infecção menores que 5% (ANUAR et al., 2015; ÖGREN et 

al., 2016; WONG et al., 2016), Oriente Médio, com taxas variando de 0,19% à 60,6% 

(OSMAN et al., 2016; SARKARI et al., 2016; ABU- MADI et al., 2017) e África, com 

taxas variando de 8% à 16,7% (SEHATA; HASSANEIN, 2015; FORSELL et al., 2016; 

GREIGERT et al., 2018). Na América Latina, as informações ainda são limitadas, porém 

estudos mostram taxas do parasita variando entre 1,2% a 40,4% (LAINSON; SILVA, 

1999; GARCIA; CIMERMAN, 2012; JIMENEZ-GONZALEZ et al., 2012; DAVID et 

al., 2015; INCANI et al., 2017). Até onde sabemos, três estudos foram realizados no 

Brasil, dois envolvendo pacientes com HIV com prevalência de 3% e 1,2% de 

Dientamoeba fragilis (LAINSON; SILVA, 1999; GARCIA; CIMERMAN, 2012) e um 

em crianças e adultos saudáveis vivendo em duas comunidades de baixa renda, com 

13,6% e 18,4% de prevalência (DAVID et al., 2015). 

Considerando que não há estudos no Brasil que relatam a ocorrência de D. fragilis 

em comunidades quilombolas, o conhecimento sobre aspectos como prevalência, 

dinâmica de transmissão e os possíveis fatores de risco e condições ambientais envolvidos 

na exposição ao parasita é uma questão urgente e relevante. 



O presente estudo teve como objetivo identificar as amostras positivas 

Dientamoeba fragilis através da Reação em Cadeia da Polimerase (Polymerase Chain 

Reaction – PCR) em amostras de fezes obtidas em uma comunidade quilombola 

localizada em Alagoas 

2. MATERIAIS E MÉTODOS 

 

1. OBTENÇÃO DAS AMOSTRAS DO ESTUDO  

Para a realização deste projeto foram utilizadas 84 amostras congeladas de fezes 

obtidas em novembro de 2017 na comunidade quilombola Filus, localizada entre os 

municípios de União dos Palmares e Santana do Mundaú (105 km de Maceió), Zona da 

Mata de Alagoas (CAAE: 78560617.4.0000.5502). Essas amostras foram processadas 

anteriormente em um projeto de pesquisa que tinha como objetivo realizar a pesquisa de 

ovos de Schistossoma mansoni nesta comunidade. Na ocasião, todos os indivíduos 

identificados com parasitas intestinais patogênicos foram encaminhados para tratamento 

no posto de saúde mais próximo do quilombo. 

 

2. EXTRAÇÃO DE DNA 

Todas as 84 amostras de fezes congeladas foram submetidas à extração de DNA 

empregando o kit QIAamp DNA Stool Mini kit® (Qiagen) de acordo com as 

recomendações dos fabricantes. Após a extração, o DNA obtido das amostras foi mantido 

em freezer -20ºC, até o momento da amplificação do DNA genômico para D. fragilis. 

 

3. AMPLIFICAÇÃO DO DNA GENÔMICO DE D. FRAGILIS 

A amplificação dos isolados de D. fragilis, foi realizada empregando-se técnicas 

baseadas na Reação em Cadeia da Polimerase (Polymerase Chain Reaction – PCR) 

(Quadro 1).  Assim, para os isolados desse protozoário foram utilizados primers para a 

amplificação de fragmentos de DNA do gene SSUrDNA (300 pb), de acordo com o 

protocolo proposto por Cacciò et al. (2012). Além disso, em todas as baterias de reações 

foram adicionadas amostras-controle, positiva e negativa. Para controle de contaminação, 

em cada bateria de reações é incluído um tubo contendo o tampão de reação, omitindo-se 



a aplicação da amostra de DNA. A eletroforese dos produtos de amplificação foi feita em 

gel de agarose a 1,5% contendo brometo de etídio (0,5 μg/ml) e a visualização em 

Transiluminador UV. O comprimento dos produtos amplificados foi estimado pela 

inclusão de um padrão de pares de bases (Base-Pair Ladder). 

 

Quadro 1. Primer e protocolo de amplificação do gene empregado para a identificação 

dos isolados de D. fragilis. 

Parasita Gene 
Primers 

Sequência dos primers  Ciclos 
(Referência) 

D
ie

n
ta

m
o

eb
a
 

   94°C - 3 min 

SSUr DNA DF1094For 5'-TCAGGCTATAGGTCTTTCAGGA-3' 94°C - 30 seg* 

300 pb DF1250Rev 5'-CATCTTCCTCCTGCTTAGACGC-3' 55°C - 30 seg* 

   72°C - 30 seg* 

 (Cacciò et al, 2012) 40 ciclos* 

      72°C - 7 min 

 

 

3. RESULTADOS 

 

De um total de 84 amostras de DNA submetidas à PCR, a amplificação dos 

fragmentos gênicos (Figura 2) nas reações para D. fragilis foi observada em apenas cinco 

(6,0%) amostras. Essa frequência não difere das taxas observadas em diferentes regiões, 

inclusive nos países em desenvolvimento. No presente estudo, apenas a PCR foi 

empregada para a detecção desse protozoário, pois o exame microscópico requer que a 

amostra seja processada logo após a defecação, procedimento que não foi possível realizar 

nesse estudo devido a logística, uma vez que as amostras foram coletadas no quilombo 

que está localizado no estado de Alagoas e processadas em laboratório na cidade de Bauru 

- SP. Além disso, o exame microscópico requer métodos especiais de coloração para 

visualização do protozoário. Ainda assim, a microscopia é um método demorado e com 

baixa sensibilidade.  

No que se refere a capacidade de D. fragilis de causar doença gastrintestinal, muitas 

vezes debilitante, ainda é pouco conhecida já que a prevalência na população ainda é 



subestimada, uma vez que o diagnóstico de rotina depende do emprego de colorações 

especiais para o exame microscópico e de profissionais experientes. (FLETCHER et al., 

2012). 

 

Figura 2. Eletroforese dos produtos de amplificação de DNA de Dientamoeba fragilis 

correspondente ao gene SSUrDNA (300pb). C - Controle negativo. C + - Controle positivo 

(amostra sequenciada). 38, 51, 52, 54 e 59 - Amostras de fezes positivas.  

 

 

4. DISCUSSÃO DOS RESULTADOS 

 

Nesse estudo, foi observado uma prevalência baixa (6%) sendo que, infecções 

humanas por D. fragilis têm sido relatadas em países de todos os continentes, 

especialmente nos países industrializados. Com base em diferentes procedimentos 

diagnósticos, a prevalência varia de 0,2% a 82% e, ao contrário do observado em outros 

protozoários intestinais, é geralmente mais alta nos países desenvolvidos (STARK et. al., 

2016; CACCIÒ, 2018; BOUGHATTAS et al., 2017; AL-HINDI et al., 2019). Quando 

apenas estudos epidemiológicos moleculares são levados em consideração, prevalência 

maior que 20% já foram observadas em várias regiões do mundo, incluindo países da 

Europa, Oriente Médio e América do Sul (CACCIÒ, 2018). No Brasil, um estudo 

envolvendo os moradores de duas comunidades ribeirinhas do rio Tietê, no Estado de São 

Paulo, D. fragilis foi detectada por PCR/sequenciamento em 15,1% das amostras de fezes 

desses indivíduos (DAVID et al., 2015). 



Um recente estudo realizado no Estado de São Paulo, apresentou resultados que 

corroboram com os resultados deste estudo. Das 156 crianças carentes assintomáticas que 

frequentavam uma creche, 16 (10,3%) apresentaram diagnóstico molecular (PCR) 

positivo para D. fragilis. (ARBEX-OLIVEIRA et al., 2021). 

É importante salientar que a presença de inibidores nas amostras fecais pode 

interferir na interação do DNA com a DNA polimerase inibindo a reação de amplificação, 

e com isso, reduzir significativamente a sensibilidade da PCR. Diferentes substâncias 

presentes nas fezes podem atuar como inibidores e, entre essas substâncias, destacam-se 

os polissacarídeos complexos, sais biliares, bilirrubina e produtos da degradação de 

hemoglobina (GONÇALVES et al., 2008). Em se tratando de fezes, além da diversidade 

de inibidores, a concentração dessas substâncias na amostra varia em função da 

consistência das fezes, da dieta, da flora intestinal e das condições de saúde do hospedeiro.  

Além da presença de inibidores, outros fatores como número de trofozoítos nas 

fezes, e aspectos relacionados à coleta, conservação e processamento das amostras podem 

colaborar para a redução da eficiência da PCR.  

Outro fator é que, a eliminação das formas parasitárias nas fezes não ocorre de 

forma contínua e o exame de uma única amostra de fezes pode gerar resultados falso-

negativos. (GONÇALVES et al., 2008). Para minimizar a interferência deste fator 

biológico, recomenda-se o exame de, pelo menos, três amostras de fezes coletadas em 

dias alternados. Neste estudo, por questões relacionadas ao transporte das amostras, foi 

possível coletar apenas uma única amostra de fezes.  

5. CONSIDERAÇÕES FINAIS 

 

Embora muitos avanços já tenham sido alcançados em saúde púbica no século XXI, 

as infecções por parasitas intestinais ainda contribuem significativamente para a carga de 

doenças gastrointestinais em todo o mundo, em particular, nos países em 

desenvolvimento, onde as condições sanitárias inadequadas e a indisponibilidade de 

tratamento eficiente da água favorecem a transmissão desses organismos. Nesses países, 

os parasitas intestinais são frequentemente ignorados como causa de diarreia e outros 

transtornos gastrintestinais. Exemplo disso é o que se observa em relação ao diagnóstico 

do protozoário, Dientamoeba fragilis, que normalmente não entram na rotina dos 

laboratórios clínicos, seja pelo desconhecimento dos profissionais das áreas médica e 



laboratorial e/ou pela falta de técnicas adequadas e sensíveis para a identificação em 

amostras de fezes. Com isso, a prevalência na população ainda é subestimada. 
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