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Abkürzungen 

 

2qPCR  duplex quantitative real-time PCR 

A. caninum  Ancylostoma caninum 

A. tubaeforme  Ancylostoma tubaeforme 

A. braziliense  Ancylostoma braziliense 

Ae. abstrusus  Aelurostrongylus abstrusus 

AE   Alveoläre Echinokokkose 

BAL   Bronchoalveoläre Lavage 

bp   Basenpaare 

C. aerophila  Capillaria aerophila 

C. hepatica  Capillaria hepatica 

C. plica  Capillaria plica 

C. putorii  Capillaria putorii 

DNA   Desoxyribonukleinsäure 

dNTP   Desoxyribonukleosidtriphosphat 

E. multilocularis Echinococcus multilocularis 

EIA   Enzyme-Linked Immunosorbent Assay 

ESCCAP  European Scientific Counsel Companion Animal Parasites 

g   Erdbeschleunigung g = 9,81 Meter pro Sekunde² 

L1   Larvenstadium 1 / Erstlarve 

L3   Larvenstadium 3 / Drittlarven 

LMC   Larva migrans cutanea 

LMV   Larva migrans visceralis 

O. felineus  Opisthorchis felineus 

PCR   Polymerasekettenreaktion 



  

  

qPCR   Quantitative Real-Time PCR 

rpm   rounds per minute 

S. erinaceieuropaei Spirometra erinaceieuropaei  

Taq-Polymerase Thermus aquaticus-Polymerase 

Ta. taeniaeformis Taenia taeniaeformis 

T. canis  Toxocara canis 

T. cati   Toxocara cati 

To. leonina  Toxascaris leonina 

TES-ELISA  Toxocara excretory-secretory enzyme-linked immunosorbent assay 
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1. Einleitung und Fragestellung 

Katzen gehören in Österreich und weiten Teilen der Welt zu den beliebtesten Haustieren. In 

österreichischen Privathaushalten wurden im Jahr 2020 über 1,5 Mio. Katzen gehalten. 

Besonders beliebt sind Katzen als Haustiere in den Bundesländern mit einem großen Anteil 

ländlicher Gegenden (Statistik Austria 2022). Häufig werden die Tiere als Familienmitglieder 

in das Leben eingebunden und teilen sich ihren Lebensraum mit dem Menschen.  

Katzen können von einer Vielzahl von Endoparasiten befallen sein. Besonders Katzen mit 

Freigang sind durch ihr Jagdverhalten anfälliger dafür, weil sie Beutetiere erlegen, die als 

Zwischenwirte oder parentenische Wirte für diverse Parasiten fungieren. Einige dieser 

Parasiten können aufgrund ihrer zoonotischen Eigenschaft auch ein Gesundheitsrisiko für den 

Menschen darstellen. Viele Endoparasitosen verlaufen bei Katzen symptomlos und können 

daher für längere Zeit unentdeckt bleiben. Infizierte Haus- und Streunerkatzen verbreiten auf 

diese Weise als Ausscheider Parasitenstadien in der Umwelt und erhöhen somit das Risiko 

einer Ansteckung für den Menschen (Otranto et al. 2015). 

Viele der Katzen, die in Privathaushalten leben, werden von Tierheimen vermittelt. In einem 

gemeinsamen Projekt des Landes Kärnten mit der Veterinärmedizinischen Universität Wien 

wurde untersucht, wie hoch der Infektionsdruck von Endoparasiten in verschiedenen 

Tierheimen in Kärnten ist. Im Rahmen dieses Projekts wurden im Jahr 2022 in verschiedenen 

Kärntner Tierheimen knapp 200 Kotproben von Hunden und Katzen gesammelt und auf 

parasitäre und bakterielle Infektionserreger untersucht. 

Diese Arbeit ist Teil einer Studie zu Zoonoseerregern in Kärntner Tierheimen, die in fünf 

Diplomarbeitsprojekten bearbeitet wurden, drei davon zu parasitologischen Themen. Es 

handelte sich bei Letzteren um die Arbeiten von Valerie Auersperg („Endoparasitäre 

Zoonoseerreger bei Hunden in Kärntner Tierheimen“), Janina Mayr (Zoonotische Protozoen 

des Gastrointestinaltrakts bei Tierheimkatzen: eine Beobachtungsstudie in Kärnten“) und die 

vorliegende Arbeit.  

Die dieser Arbeit zugrunde liegende Hypothese lautete, dass trotz des kontrollierten Umfelds 

und tierärztlicher Betreuung Katzen in den untersuchten Tierheimen mit zoonotischen 

Endoparasiten infiziert sein können, die eine potenzielle Gefahr für den Menschen darstellen.  
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2. Literaturübersicht 

2.1. Zoonotische Helminthen 

Zoonotische Würmer (Helminthen), aus verschiedenen Taxa sind auch bei Katzen 

beschrieben. In Tabelle 1 ist eine Auswahl der wichtigsten zoonotischen Helminthen, ihren 

Übertragungswegen, den Infektionsstadium und den beim Menschen relevantesten 

Symptomen zu finden. 

In Europa variieren die Prävalenzen von mit Helminthen infizierten Katzen zwischen 

30,8-35,9 % (Beugnet et al. 2014, Genchi et al. 2021, Giannelli et al. 2017). Man kann man 

davon ausgehen, dass regionsabhängig beinahe jede dritte Katze mit mindestens einem 

Endoparasiten infiziert ist (Beugnet et al. 2014, Spada et al. 2013).  

Toxocara cati gehört im europäischen Raum zu den am häufigsten diagnostizierten 

zoonotischen Endoparasiten mit Prävalenzen bis zu 35 %. (Deplazes et al. 2021, Genchi et al. 

2021, Overgaauw und Nijsse 2020).  
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Tabelle 1: Die häufigsten zoonotischen Helminthen bei der Katze (Deplazes et al. 2021, Herman und Chiodini 2009, Janecek et al. 2014, 
Otranto und Deplazes 2019, Stracke et al. 2020, Torgerson und Budke 2003, Traub et al. 2021, Traversa et al. 2010). 

Art 
[Ordnung] 

Zoonotischer 
Infektionsweg 

Infektiöses 
Stadium 

Häufigste Symptome beim Menschen 

Nematoden    

Capillaria aerophila 
[Trichocephalida] 

Oral L1 Bronchitis, Fieber, Atemnot, Husten 

Capillaria hepatica 
[Trichocephalida] 

Oral L3 Hepatitis, Anämie, Fieber 

Ancylostoma braziliense 
[Strongylida] 

aktive 
Hautinvasion 

L3 LMC mit Erythemen, Papeln, Juckreiz durch Bohrgänge in der Haut 

Ancylostoma tubaeforme 
[Strongylida] 

aktive 
Hautinvasion 

L3 LMC 

Ancylostoma ceylanicum 
[Strongylida] 

aktive 
Hautinvasion 

L3 LMC, eosinophile Enteritis 

Uncinaria stenocephala 
[Strongylida] 

aktive 
Hautinvasion 

L3 LMC 

Strongyloides stercoralis 
[Rhabditida] 

aktive 
Hautinvasion 

L3 LMC 

Toxocara cati 
[Ascaridida] 

oral L3 LMV mit Fieberschüben, asthmaähnliche Symptome; Hepatomegalie, 
Hautveränderungen; okuläre Larva migrans mit Chorioretinitis, Trübung des 
Glaskörpers, Schwächung der Sehfähigkeit, Erblindung; Neurotoxokarose 

Gnathostoma spp.  
[Spirurida] 

oral L3 (in 
Zwischen-

wirten) 
 
 

LMC, LMV; neurologische Manifestation mit eosinophiler Meningitis, 
Myeloencephalitis; okuläre Infektion kann bis zur Erblindung führen 



4 

  

Art 
[Ordnung] 

Zoonotischer 
Infektionsweg 

Infektiöses 
Stadium 

Häufigste Symptome beim Menschen 

Trematoden    

Opisthorchis felineus 
[Opisthochiida] 

oral Metazerkarien 
in Fisch 

Cholestase, Gallengangskarzinom 

Schistosoma spp. 
[Strigeatida] 

aktive 
Hautinvasion 

Zerkarien Zerkarien-Dermatitis mit Juckreiz, Erythemen, Papeln, Quaddeln; 
Schüttelfrost, Fieber, Kopf- u. Gliederschmerzen; abdominale Schmerzen, 

portaler Hypertonus, Ösophagus-Varizen, Aszites 

Cestoden    

Diphyllobothrium latum 
[Pseudophyllida] 

oral Reife 
Plerozerkoide 

Meist inapparent, selten megaloblastische Anämie 

Spirometra spp. 
[Pseudophyllida] 

oral 
 

1. ZW: 
Prozeroide 

2. ZW: 
Plerozerkoide 

Entzündliche Veränderungen in diversen Organen (z.B.: Gehirn, Auge, 
Genitalien, Subcutis, Lunge) 

Mesocestoides spp. 
[Cyclophyllida] 

oral Tetrathydrien Unspezifische gastrointestinale Symptome 

Dipylidium caninum 
[Cyclophyllida] 

oral Zystizerkoide Milde unspezifische gastrointestinale Symptome 

Echinococcus multilocularis 
[Cyclophyllida] 

oral Onkosphären Oberbauchschmerzen, Ikterus, Gewichtsverlust, Gallengangsverstopfung 
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2.2. Nematoda (Fadenwürmer) 

2.2.1. Toxocara spp. und Toxascaris leonina 

Die Gattungen Toxocara und Toxascaris gehören zur Ordnung der Ascaridida (Spulwürmer) 

(Deplazes et al. 2021, Holland und Smith 2006). Die in dieser Arbeit behandelten Arten sind 

Toxocara canis, Toxocara cati (Synonym Toxocara mystax) und Toxascaris leonina, die alle 

in die Familie der Toxocaridae gehören. Toxocara canis und T. cati gehören zur Unterfamilie 

der Toxocarinae. Toxascaris leonina gehört zur Unterfamilie der Ascaridinae (Deplazes et al. 

2013, Deplazes et al. 2021, Fan et al. 2013). Katzen können T. cati und To. leonina 

beherbergen, Hunde T. canis und To. leonina (Deplazes et al. 2021). Toxocara canis, der 

Spulwurm des Hundes, wurde in der Literaturübersicht zu Vergleichszwecken aufgenommen. 

2.2.1.1. Morphologie 

Die drei genannten Spulwurmarten haben ein sehr ähnliches Aussehen. Adulte Männchen von 

T. canis erreichen eine Länge von 10-12 cm, wohingegen adulte Weibchen eine Gesamtlänge 

von 12-19 cm erreichen können. Die Zervikalflügel sind eher schmal ausgeprägt und sie 

besitzen drei Lippen. Ösophagus-Ventrikel sind ebenfalls vorhanden. Männliche Exemplare 

haben oft ein eingerolltes Hinterende und besitzen zwei Spikula. Die dickschaligen Eier von 

T. canis sind rundlich bis oval und haben durchschnittlich eine Abmessung von 84x77 µm. 

Netzförmige Einbuchtungen an der Oberfläche ähneln einem Golfball. Adulte Männchen von 

T. cati erreichen eine Länge von 3-7 cm, weibliche Exemplare bis 12 cm. Die Zervikalflügel 

sind breiter und prominenter ausgeprägt und laufen am Vorderende spitzer zu als bei T. canis 

und To. leonina und erinnern an eine Pfeilspitze. Sie besitzen drei einfache Lippen an ihrem 

Vorderende und einen Ösophagus mit Ventrikel (Bowman 2021). Männliche Exemplare haben 

oft ein eingerolltes Hinterende und besitzen zwei Spikula. Mit einer Größe von 71x64 µm sind 

die Eier T. cati etwas kleiner als die von T. canis und eher längsoval, ansonsten unterscheiden 

sich die Eier morphologisch kaum (Abbildung 1). Adulte Männchen von To. leonina erreichen 

eine Länge von 4-7 cm. Adulte Weibchen erreichen eine Länge von 5-12 cm (Deplazes et al. 

2013). Der Ösophagus besitzt keinen Ventrikel, aber ebenfalls drei Lippen. Die Cervicalflügel 

sind schmal ausgebildet. Das Hinterende ist wie bei T. canis und T. cati bei den Männchen oft 

eingerollt und mit zwei Spikula besetzt (Deplazes et al. 2021). Im Gegensatz zu T. cati und 

T. canis ist die Schale der Eier von To. leonina glatt. Die dickschaligen Eier erreichen eine 

Größe von 76-95 µm und sind heller als die von Toxocara. Ihre Form lässt sich als kugelig bis 

ellipsoid beschreiben (Tab. 1). 
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Abbildung 1: Ei von Toxocara sp., Probe 079. Aufnahme: Institut für Parasitologie, V. Auersperg, 
M. John, J. Mayr. 

 

Tabelle 2: Morphologie der Spulwurmarten von Hund und Katze (nach Deplazes et al. 2021). 

 Toxocara canis Toxocara cati Toxascaris leonina 

Adulte Würmer  

Länge Männchen 
(in cm) 10-12 3-7 4-7 

Länge Weibchen 
(in cm) 12-19 Bis 12 5-12 

Vorderende 3 einfache Lippen 

Zervikalflügel Eher schmal 
ausgeprägt 

Breiter und prominenter, am 
Vorderende spitz 

zusammenlaufend, pfeilförmig 
Eher schmal ausgeprägt 

Ösophagus-
Ventrikel Vorhanden Fehlt 

Hinterende 
(Männchen)  Oft eingerollt mit 2 Spikula 

Eier 

Durchschnittliche 
Abmessungen  84x77 µm 71x64 µm 76-95 µm 

Form Rundlich – oval Längsoval Kugelig-ellipsoid 

Besonderheit Dickschalig; golfballartig gefurchte Oberfläche Heller als T. canis und 
T. cati 
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2.2.1.2. Epidemiologie und Verbreitung 

Toxascaris leonina und Toxocara spp. sind global vorkommende Parasiten. Die Prävalenz 

schwankt stark, abhängig vom Alter, der Region und Haltungsart der Tiere (Haustier oder 

freilebend/Streuner). Toxascaris leonina hat die höchste Prävalenz im mittleren Osten und 

nord-östlichen Teilen Afrikas mit 7,2 % bei Hunden und 10 % bei Katzen. Streunende Tiere 

haben eine signifikant höhere Wahrscheinlichkeit für eine Infektion mit To. leonina als 

Haustiere (7,5 % zu 1,8 %) (Rostami et al. 2020). 

Toxascaris leonina kommt im Vergleich zu Toxocara spp. in Europa allerdings deutlich 

seltener vor (Deplazes et al. 2021). Der weitverbreitetste Spulwurm der Katze weltweit ist 

T. cati. Mit durchschnittlichen Prävalenzen von 19,7-24,5 %% in Europa (Deplazes et al. 2021, 

Overgaauw und Nijsse 2020), 22,04 % in China (Zheng et al. 2020), 16,7-27,6 % in Brasilien 

(Dantas-Torres 2020), 27,03 % in Südamerika (exklusive Brasilien) (López-Osorio et al. 2020), 

11 % in Kanada (Jenkins 2020) und 3,2 % in Australien (Palmer et al. 2008) ist er einer der 

häufigsten Katzenparasiten. 

2.2.1.3. Infektion, Lebenszyklus und Pathogenese 

Die Endwirte für T. canis sind Canidae und für T. cati Felidae. Toxascaris leonina parasitiert 

sowohl in Hunden als auch in Katzen. Eine Mischinfektion mit T. cati bzw. T. canis und 

To. leonina ist möglich. Es besteht auch die Möglichkeit bei Hunden durch koprophages 

Verhalten T. cati durch aufgenommenen Katzenkot nachzuweisen (Fahrion et al. 2011, Oguz 

et al. 2018). In seltenen Fällen wurde auch T. canis in Katzen gefunden (Azimian et al. 2021, 

Parsons 1987).  

Noch nicht infektiöse Wurmeier von Toxocara spp. und To. leonina werden von adulten 

weiblichen Würmern, welche im Dünndarm leben, von den Endwirten über den Kot 

ausgeschieden. Die Reifung der Eier zum infektiösen Larvenstadium 3 (L3) dauert bei 

To. leonina bei ca. 20 °C Raumtemperatur etwa sieben bis neun Tage (Okulewicz et al. 2012) 

und bei Toxocara spp. zwei Wochen bei Umgebungstemperaturen von 25-30 °C und bis zu 

acht Wochen bei 12-18 °C (Deplazes et al. 2021).  

Infektiöse Larven können bei To. leonina, T. canis und T. cati direkt oral mit den Eiern aus der 

Umgebung oder indirekt durch die Aufnahme infizierter parentenischer Wirte aufgenommen 

werden (Okulewicz et al. 2012). Als parentenische Wirte können eine Vielzahl an Tieren 

dienen, wie z.B. Amphibien, Hasenartige, Nagetiere, landwirtschaftliche Nutztiere, 

Regenwürmer oder Vögel (Deplazes et al. 2021, Strube et al. 2013). 
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Bei Toxocara spp. kann eine Infektion auch transmammär bzw. laktogen über die Muttermilch 

erfolgen, wenn die initiale Infektion der Mutter im letzten Drittel der Trächtigkeit geschieht. Im 

Gegensatz zu T. cati, bei dem keine pränatale Infektion stattfindet, kann T. canis beim Hund 

auch diaplazentar übertragen werden. Reinfektionen sind bei säugenden Hündinnen und 

Kätzinnen durch die Aufnahme mit dem Kot ausgeschiedener präadulter Larven bei der 

Welpenpflege möglich (Krämer et al. 2006, Schwartz et al. 2022, Wolken et al. 2009). 

Bei Toxocara spp. werden zwei Wege der Körperwandung unterschieden, der somatische und 

der tracheale Wanderweg, die auch simultan ablaufen können. Beide Körperwanderungen 

verlaufen anfangs ident. Nach peroraler Aufnahme der embryonierten Eier entledigen sich die 

L3 ihrer Eihüllen und gelangen durch die Darmwände in das Pfortadersystem. Etwa ein bis 

zwei Tage nach der Infektion erreichen die Larven die Leber und gelangen von dort über das 

Blut weiter bis in die Lunge. Das Alter der Tiere, der Immunstatus und die Infektionsdosis sind 

entscheidende Faktoren dafür, welchen weiteren Entwicklungsweg die Larven einschlagen 

(Schnieder et al. 2011, Strube et al. 2013). Ein Zusammenhang mit dem Geschlecht wurde in 

der Vergangenheit mehrfach diskutiert (Schnieder et al. 2011) konnte aber in neueren Studien 

nicht verifiziert werden (Fu et al. 2014, Gingrich et al. 2010, Riggio et al. 2013, Ursache et al. 

2021, Zottler et al. 2019). Bei der trachealen Wanderung penetrieren die Larven die Alveolen 

und gelangen über Bronchiolen und Trachea in den Pharynx, wo sie abgeschluckt werden. Im 

Magen-Darm-Trakt wird die Reifung zu adulten geschlechtsreifen Würmern abgeschlossen. 

Die tracheale Körperwanderung ist hauptsächlich, aber nicht ausschließlich, bei jungen Tieren 

bis zu 12 Wochen zu beobachten (Greve 1971). Eine somatische Körperwanderung geschieht 

vornehmlich bei adulten Tieren. Hierbei gelangen die Larven nicht in die Alveolen, sondern 

über den Blutkreislauf in unterschiedliche Organe (v.a. Leber und Nieren) und die Muskulatur 

und kapseln sich dort ab (Despommier 2003). Abgekapselt verfallen die Larven in eine 

Hypobiose und können mehrere Jahre so verweilen. Eine Reaktivierung ist unter anderem im 

letzten Drittel der Trächtigkeit durch eine Veränderung des Hormonhaushaltes der Hündin 

möglich und ermöglicht so eine pränatale Infektion der Welpen (Krämer et al. 2006, Schwartz 

et al. 2022, Wolken et al. 2009). 

Der Lebenszyklus von To. leonina ist kürzer und lokaler begrenzt als der von Toxocara spp. 

Embryonierte Eier gelangen durch orale Aufnahme in den Dünndarm und schlüpfen dort. Für 

die Häutung dringen die Larven in die Darmwand ein. Nach der Häutung vollziehen die Larven 

von To. leonina ihre Entwicklung bis zur Geschlechtsreife nach der Rückkehr ins Darmlumen. 
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Zu einer somatischen Wandung in andere Organe kommt es eher selten (Deplazes et al. 2021, 

Parsons 1987). 

2.2.1.4. Diagnose, Therapie und Bekämpfung 

Adulte Würmer von Toxocara spp. können sowohl im Erbrochenen vorkommen als auch mit 

dem Stuhl ausgeschieden werden und können makroskopisch erkennbar sein. (MSD Manual 

for the Professional 2022). 

Blutparameter wie eine Erhöhung der eosinophilen Granulozyten können ebenfalls einen 

Hinweis auf eine Parasitose darstellen (Yoon et al. 2018).  

Bei der mikroskopischen Diagnostik gilt das Flotationsverfahren als der Goldstandard in der 

Veterinärmedizin. Diese Methode kann mit unterschiedlichen Medien wie Kot, Erde oder Sand 

durchgeführt werden, um das Ausscheiden von Wurmeiern zu verifizieren (Kleine et al. 2016, 

Overgaauw und van Knapen 2013).  

Zum Nachweis und der genaueren Klassifizierung von Toxocara spp. können auch weitere, 

zum Teil aufwändigere Labormethoden verwendet werden. Mit der loop-mediated isothermal 

amplification/Schleifen-vermittelte isothermale Amplifikation (LAMP) kann ein Spulwurmbefall 

mit vergleichbarer Sensitivität und Spezifität wie mit einem Flotationsverfahren nachgewiesen 

werden (Azimian et al. 2021). Für eine genaue Differenzierung können unterschiedliche 

Varianten der PCR herangezogen werden wie die klassische PCR, qPCR (real time PCR) und 

2qPCR (duplex quantitative real-time PCR) (Durant et al. 2012, Jarosz et al. 2021). 

In der Humanmedizin wird mittels Serologie auf indirekte Nachweisverfahren gesetzt. 

Wahlweise werden EIA (enzyme immunoassay) oder TES-ELISA (Toxocara excretory-

secretory enzyme-linked immunosorbent assay) genutzt und mit Western-Blots ergänzt 

(Fillaux und Magnaval 2013, Moreira et al. 2014).  

Für die Therapie der Toxocarose werden bei Katzen veterinärmedizinische Präparate mit 

Benzimidazolen, makrozyklische Laktonen oder Pyrantel empfohlen. Es können Mono- oder 

Kombinationspräparate genutzt werden. Die unterschiedlichen Applikationsformen wie 

Kautabletten und Spot-Ons ermöglichen eine für das betroffene Tier zugeschnittene 

Behandlung (Deplazes et al. 2021).  

Auf den Empfehlungen der ESCCAP (European Scientific Counsel Companion Animal 

Parasites) basierend, ist generell eine Diagnose-basierte Entwurmung einer routinemäßigen 

Verabreichung anthelmintisch wirkender Arzneimittel vorzuziehen. Das Entwurmungsintervall 
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für adulte Tiere kann anhand eines Risikogruppen-Schemas bestimmt werden. Intervalle von 

bis zu zwölf Kotuntersuchungen/prophylaktischen Behandlungen gegen Spulwürmer im Jahr 

sind angeraten, mindestens jedoch vier Mal jährlich. Es ist jedoch zu bedenken, dass 

koproskopische Untersuchen gegebenenfalls auch falsch negativ sein können und nur ein 

positiver Befund ein eindeutiges Ergebnis liefert. Katzenwelpen sollten gemeinsam mit ihrer 

Mutter beginnend mit der dritten Lebenswoche bis zwei Wochen nach dem Absetzen alle zwei 

Wochen mit einem für Welpen passenden Anthelmintikum behandelt werden (ESCCAP - 

European Scientific Counsel Companion Animal Parasites 2022). 

 

2.2.1.5. Zoonotische Bedeutung 

Ein Befall des Menschen mit Toxocara spp. (Toxokarose) ist möglich. In Bezug auf die 

europäische Prävalenz, die bei 1-8 % liegt, befindet sich Österreich mit 6,3 % im Mittelfeld 

(Deplazes et al. 2021). Landwirte, Schlachthauspersonal, Tierärzte und Jäger gehören zu den 

Personengruppen, die in Österreich besonders betroffen sind. In diesen Bereichen ist der 

Risikofaktor bis zu 39 mal höher (Deutz et al. 2005). 

Die Infektion beim Menschen geschieht meist peroral durch den Konsum von unsachgemäß 

gereinigtem Obst und Gemüse. Es wurde auch schon in Fleisch, das für den menschlichen 

Verzehr vorgesehen war, T. cati nachgewiesen (Michelutti et al. 2021). Kinder sind besonders 

häufig durch geophages Verhalten gefährdet (Macpherson 2013).  

Es gibt unterschiedliche Verlaufsformen dieser Erkrankung. Als Larva migrans visceralis 

bezeichnet man die Wanderung der Larven in die unterschiedlichen Organe. Häufig betroffen 

sind Lunge, Leber, Muskulatur und das zentrale Nervensystem. Bei ihrer Bewegung durch die 

Organe kommt es zu Läsionen im Gewebe und Granulombildung (Despommier 2003, 

Macpherson 2013). Zu den Symptomen gehören u.a. Hepatomegalie, Splenomegalie, 

episodenhafte Fieberschübe, asthmaähnliche Anfälle und pneumonische Erscheinungen. Es 

wurden auch diverse Hautveränderungen, meistens Urtikaria beobachtet sowie eine 

Lymphadenopathie. Im Blut kann eine Eosinophile und eine Leukozytose bemerkt werden. 

Beim Menschen gibt es auch inapparente Verläufe, bei denen jedoch trotzdem spezifische 

Antikörper im Blut nachgewiesen werden können (Deplazes et al. 2021, Despommier 2003). 

Seltener treten Myokarditis, eosinophile Polymyositis, Arthritis und Nephritis auf (Strube et al. 

2013). Bei Kindern wird zudem oft Erbrechen, Durchfall und Gewichtsverlust festgestellt 

(Despommier 2003, Overgaauw 1997).  
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Die okuläre Form wird meistens nur durch einzelne, oder einige wenige Larven ausgelöst 

(Deplazes et al. 2021). Es treten Glaskörpertrübungen, Retinagranulome, Chorioretinitis und 

allgemeine Sehstörungen auf. Erkrankung ist meist unilateral und kann bis zur Erblindung 

führen (Ahn et al. 2014).  

Als Neurotoxokarose bezeichnet man eine Manifestation im zentralen Nervensystem. Die 

Larven von Toxocara spp. gelangen durch Penetration der Blut-Hirn-Schranke in das zentrale 

Nervensystem (Janecek et al. 2014). Meningitis, Enzephalitis, Myelitis und zerebrale Vaskulitis 

sind mit der Neurotoxokarose assoziiert, es gibt aber auch asymptomatische Verläufe 

(Nicoletti 2020). Es steht die Vermutung im Raum, dass es ebenfalls einen Zusammenhang 

mit psychischen und neurodegenerativen Störungen sowie Epilepsie gibt (Bossi et al. 2021, 

Nicoletti 2020). 

2.2.2. Ancylostomatidae 

Ancylostoma tubaeforme gehört zur Ordnung der Strongylida (Deplazes et al. 2021, Schoch 

et al. 2020).  

Die Eier von A. tubaeforme sind oval und dünnschalig und habe eine Abmessung von 

45-78 x 34-58 µm (Deplazes et al. 2021). Sie sind morphologisch nicht zweifelsfrei von 

Uncinaria-Eiern zu unterscheiden. Es bedarf zur genaueren Klassifizierung einer PCR 

(Bowman 2002, Traub et al. 2008). Bereits nach der Eiablage besitzen die Eier vier bis 

16 Furchungszellen. Adulte Würmer erreichen eine Länge von bis zu 15 mm. Die Weibchen 

sind in der Regel größer als die Männchen, welche nur bis zu 12 mm lang werden. Die 

Mundwerkzeuge sind mit zwei Schneideplatten mit sägeartigen Rändern versetzt, welche je 

drei Zacken aufweisen (Bowman 2021, Deplazes 2006, Deplazes et al. 2021). 

Geschlechtsreife Weibchen legen ihre Eier direkt ins Darmlumen. Die Eier werden dann mit 

dem Kot in die Umwelt getragen, wo sich bei optimalen Gegebenheiten in ein bis zwei Tagen 

im Ei die L1 bildet (Bowman 2021). Es dauert nach dem Schlüpfen bis zu acht Tage, bis das 

infektiöse L3 Stadium erreicht wird. Bei kühlen Temperaturen unter 15 °C kann sich die 

Embryonierung verzögern oder vorrübergehend vollständig zum Erliegen kommen (Bowman 

2002). Ist das Milieu jedoch feucht genug, können die Larven bis zu vier Monate lang 

lebensfähig bleiben und ausharren. Trockenheit führt zu einem schnellen Sterben der Larven 

(Deplazes 2006).  

Ancylostoma tubaeforme zählt zu den global verbreiteten Hakenwürmern, wird aber 

hauptsächlich in den mittleren Breiten Europas und Amerikas vorgefunden. Zu den 
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bevorzugten Wirten gehören Hauskatzen und Wildkatzen, aber auch andere Feliden können 

betroffen sein (Bowman 2002, Deplazes et al. 2021). 

Es gibt zwei gleichermaßen bedeutsame Infektionswege bei der Katze, den peroralen und den 

perkutanen. Peroral Infektionen können durch direkte Aufnahme der L3 bzw. Aufnahme eines 

infizierten parentenischen Wirtes stattfinden (Deplazes 2006, Epe 2009). Meistens fungieren 

Nagetiere als parentenische Wirte (Bowman 2002). Perkutane Infektionen finden vor allem bei 

feuchtem Boden oder Sand statt (Deplazes 2006) und können auch Menschen betreffen 

(Traversa 2012). Nach Eindringen in die Epidermis oder Schleimhaut der Katze wandern die 

Larven über das Lymphsystem in die Lunge und über die Trachea und den Pharynx in den 

Darm. Beim Menschen verursacht eine perkutane Infektion meist gerötete, erhabene 

Hautveränderungen, die oft schmerzhaft und purulent sein können. Dieses Krankheitsbild wird 

als humane Larva migrans cutanea bezeichnet (Bowman et al. 2010). Es wird angeraten, zur 

Vermeidung an Stränden in tropischen Regionen nicht barfuß zu gehen oder ohne Handtuch 

zu liegen (Heukelbach und Feldmeier 2008). Die adulten Hakenwürmer parasitieren im 

Dünndarm. Mit ihren Mundwerkzeugen verankern sie sich in der Schleimhaut des Wirtes. Wie 

alle Arten der Gattung Ancylostoma ist auch A. tubaeforme hämatophag. Die Präpatenzzeit 

liegt bei etwa zwei bis vier Wochen (Deplazes et al. 2021, Epe 2009). Es gibt keine Hinweise 

auf eine laktogene oder diaplazentare Übertragung von A. tubaeforme bei Katzen 

(Reinemeyer 2016, Rodan und Sparkes 2012). 

Bei massivem Befallen können Anämie und Mattigkeit sowie Anorexie und Durchfall auftreten 

(Bowman 2002, Deplazes et al. 2021, Epe 2009, Traversa 2012). Asymptomatische Verläufe 

sind möglich. Bei wiederholter Infektion mit Hakenwürmern kann eine Immunität entwickelt 

werden, die die Körperwanderung und Nahrungsaufnahme von Ancylostoma spp. 

beeinträchtigt (Deplazes et al. 2021, Miller 1967).  

Um einen Befall nachzuweisen, wird bei Katzen vorzugsweise eine koproskopische 

Untersuchung durchgeführt. Das Flotationsverfahren kommt hier zur Anwendung (Deplazes et 

al. 2021). Bei Hunden gibt es in der Diagnostik die Möglichkeit, einen Befall mit A. caninum 

durch Koproantigen-ELISA nachzuweisen (Elsemore et al. 2017). 

Zur Bekämpfung werden beinahe deckungsgleich die gleichen Präparate empfohlen, wie 

gegen andere Fadenwürmer. Wirkstoffe wie Benzimidazole bei 2-3-tägiger Verabreichung 

sowie Emodepsid bei einmaliger Applikation haben sich als äußerst wirksam erwiesen. 

(Deplazes et al. 2021, Taweethavonsawat et al. 2012, Taweethavonsawat et al. 2019). 
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Wirkstoffe aus der Gruppe der Makrozyklischen Laktone wie Moxidectin und Selamectin sind 

schon bei einmaliger Gabe sehr wirksam gegen patente Infektionen. Die Präparate wirken 

vornehmlich auf unreife und adulte Darmstadien. Eine Wiederholung der Behandlung ist daher 

gegebenenfalls angezeigt (Deplazes et al. 2021, Schnieder 2009).  

Auch wenn die Prävalenz im humanmedizinischen Sektor als gering anzusehen ist, ist die 

Ancylostomatidose durch A. tubaeforme eine als Zoonose einzustufende Parasitose (The 

Center of Food Security & Public Health 2022). Bedeutender sind in der Humanmedizin jedoch 

andere zoonotische Hakenwürmer, wie Ancylostoma ceylanicum und Ancylostoma braziliense 

(Bowman et al. 2010, Bowman 2011, Datz 2011, Loukas und Prociv 2001). 

Übertragungswege, Infektionsstadien und gängigste Symptome beim Menschen werden in 

Tabelle 1 dargestellt. Ausserhalb Europas wurden auch Mischinfektionen von A. braziliense 

und A. tubaeforme in Katzen bestätigt (Liotta et al. 2012). 

Uncinaria stenocephala (U. stenocephala) ist in Regionen mit gemäßigtem Klima verbreitet 

und gehört ebenfalls zur Ordnung der Strongylida (Deplazes et al. 2021). 

Die Infektion entsteht meist durch die orale Aufnahme bescheideter L3. Die perkutane Infektion 

spielt eine untergeordnete Rolle, da kaum Larven den Darm erreichen und sich somit nicht 

weiterentwickeln können. Es wurde keine pränatale oder laktogene Transmission bei Katzen 

beschrieben. Nach der oralen Aufnahme, meist durch parentenische Wirte oder direkt durch 

Geophagie, schlüpfen die Larven im Magen. Die Wanderung erfolgt bis in den Dünndarm, wo 

sie sich bis zur Geschlechtsreife entwickeln. Die Präpatenz liegt bei zwei bis drei Wochen 

(Bowman 2021, Deplazes et al. 2021, Shchelkanov et al. 2021).  

Die Unterscheidung der Eier ist aufgrund ihrer morphologischen Ähnlichkeit zu anderen 

Ancylostomatidae nur molekularbiologisch zuverlässig möglich. Auch die Larven können nur 

so differenziert werden (Bowman et al. 2010, Liotta et al. 2012). Zur Diagnose und Therapie 

s. A. tubaeforme.  

2.2.3. Aelurostrongylus abstrusus 

Aelurostrongylus abstrusus gehört taxonomisch zur Ordnung der Rhabditida (Deplazes et al. 

2021). Er ist ein weltweit in Katzen vorkommender Lungenparasit mit einem ebenso 

weitverbreiteten Zwischenwirt, der Schnecke (Fuehrer et al. 2020, Giannelli et al. 2017, 

Hansen et al. 2017). Er ist der häufigste Lungenparasit bei Hauskatzen und Wildkatzen in 

Europa (Giannelli et al. 2017). 
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Adulte männliche Ae. abstrusus erreichen eine Körperlänge von bis zu 6 mm und Weibchen 

bis zu 11 mm. Primär parasitieren sie im Lungengewebe von Katzen. Die Eiablage der 

oviparen Weibchen erfolgt in den Alveolen (Deplazes et al. 2021). Nach dem Schlupf wandern 

die L1 durch das Lungengewebe über die Trachea zum Pharynx. Dort werden sie 

abgeschluckt und gelangen über den Verdauungstrakt in die Umwelt (Carruth et al. 2019). Als 

Zwischenwirt fungieren Schnecken (Jeżewski et al. 2013), diese nehmen die L1 entweder über 

die Epidermis oder über die Nahrung auf. Im Zwischenwirt entwickeln sich die L1 bis zur 

infektiösen L3 in einem Zeitraum von etwa 18 Tagen (Moskvina 2018). Die infizierte Schnecke 

muss nun über einen parentenischer Wirt, wie zum Beispiel Nagetiere, Amphibien, Reptilien 

oder Vögel aufgenommen werden (Colella et al. 2019, Jeżewski et al. 2013). Werden diese 

Beutetiere von einer Katze aufgenommen, wandern die Larven innerhalb eines Tages vom 

Magen-Darm-Trakt aus und wieder in die Lunge (Morelli et al. 2021a). Die Präpatenzzeit 

beträgt zwischen vier und sechs Wochen (Mackerras 1957). 

Als nicht invasive diagnostische Methode hat sich das Trichterverfahren nach 

Baermann-Wetzel (Bowman 2021) für den Nachweis von Larven etabliert. Ebenso wie eine 

röntgenologische Untersuchungen des Thorax (Raue et al. 2021). Invasive Methoden sind die 

Bronchoalveoläre Lavage (BAL) (Morelli et al. 2021a) und Lungenbiopsien. Serologisch kann 

ein Lungenwurmbefall auch mit Hilfe von ELISA und PCR nachgewiesen werden (Barrios et 

al. 2021, Morelli et al. 2021a). Hämatologische Werte, die auf eine Aelurostongylose hinweisen 

können, sind Anämie, Eosinophilie, Leukozytose und Hypalbuminämie (Elsheikha et al. 2016, 

Schnyder et al. 2014).  

Krankheitsverlauf und Symptome können vielfältig sein und sind nicht pathognomonisch. 

Häufig sind betroffene Tiere klinisch unauffällig bzw. subklinisch erkrankt. Bei starkem Befallen 

können die Symptome von allgemeiner Schwäche, chronischem Husten, Atemnot, 

Abgeschlagenheit, Nasen- und Augenausfluss, Gewichtsverlust bis hin zum Tod von 

immunsupprimierten Tieren und Kitten führen (Elsheikha et al. 2016, Morelli et al. 2021b).  

Die Aelurostrongylose lässt sich mit gängigen veterinärmedizinischen Anthelminthika wie 

Fenbendazol, Emodepsid, Moxidectin und makrozyklische Laktone mit sehr gutem Erfolg 

behandeln (Deplazes et al. 2021, Elsheikha et al. 2016, Morelli et al. 2021a). Die Gabe von 

einem Glukokortikoid in den ersten fünf Tagen der Behandlung soll helfen, die klinischen 

Symptome zu mildern (Bowman 2021). 
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2.2.4. Capillaria spp. 

Die häufigsten bei der Katze vorkommenden Capillaria spp. Arten sind Capillaria putorii, 

Capillaria aerophila, Capillaria plica und Capillaria hepatica (Synonym Calodium hepaticum). 

Letzterer wird aufgrund seiner abweichenden Lebensart weiter unten gesondert behandelt. 

Capillaria spp. gehört taxonomisch zur Ordnung der Trichocephalida (Butterworth und 

Beverley-Burton 1980, Deplazes et al. 2021, Fuehrer 2014a). 

Eine Infektion kann direkt oral oder durch die Aufnahme einer des Zwischenwirtes, dem 

Regenwurm, geschehen. Als infektiöses Stadium gilt L1. Die Larven wandern nach der 

Aufnahme in ihre Zielorgane. Bei C. putorii der Magen und Dünndarm, bei C. aerophila die 

Lunge und bei C. plica die Harnblase. Es wird davon ausgegangen, dass bei nicht-intestinaler 

Besiedlung die Wanderung im Körper aus dem Darm über die Kapillaren in den Blut- und 

Lymphgefäßen geschieht (Deplazes et al. 2021). 

Die zoonotischen Aspekte von Capillaria spp. sind in Tabelle 1 beschrieben. Weitere 

morphologische und epidemiologische Informationen sind in Tabelle 3 hinterlegt. 

Nachweisverfahren und die klinischen Symptome bei der Katze sind in Tabelle 4 zu finden. 

Die Therapie ist weiter unten bei C. hepatica beschrieben. 

Das Auftreten von C. hepatica ist global beschrieben. Überwiegend ist C. hepatica in 

Nagetieren wie diversen Ratten- und Mäusearten sowie Lagomorpha zu finden. Der Hauptwirt 

scheint die Wanderratte (Rattus norvegicus) zu sein (Fuehrer 2014a, Suckow 2007). Seltener 

wird C. hepatica auch in anderen Säugetieren wie Hunden, Katzen und dem Menschen 

nachgewiesen (Cullen und Stalker 2016). Insgesamt gibt es über 180 verschiedene Wirtsarten, 

bei denen C. hepatica bereits gefunden wurde (Fuehrer 2014b).  

Nach oraler Aufnahme von larvenhaltigen Eiern wandern die infektiösen Larven über die 

Blutbahn in die Leber, wo sie sich bis zur Geschlechtsreife entwickeln und bis zu ihrem Tod 

oder dem Tod des Wirtes verbleiben. Die Besonderheit im Lebenszyklus von C. hepatica ist, 

dass der Endwirt mit seinem Tod auch zum Zwischenwirt wird (Fuehrer 2014a, Redrobe und 

Patterson-Kane 2005). Adulte Würmer verbleiben im Leberparenchym (Deplazes et al. 2021, 

Suckow 2007). Die Eiablage der weiblichen Tiere erfolgt ebenfalls im Lebergewebe (Misdraji 

2010). Morphologisch haben die Eier von Capillaria spp. ein sehr charakteristisches 

Aussehen. Sie sind bräunlich, längsoval und doppelwandig mit zwei stark ausgeprägten Polen 

(Cullen und Stalker 2016). Eine Verwechslung ist meist nur mit Eiern anderer Arten aus der 

Familie der Trichuridae möglich Die Eier werden mit fibrotischem Gewebe umschlossen und 
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gelangen erst mit dem Tod des Wirtes in die Umwelt (Redrobe und Patterson-Kane 2005). 

Dies geschieht entweder, durch den Verzehr der Leber durch Fleischfresser und späteres 

Ausscheiden im Kot oder durch den Zerfall der Organe im Verwesungsprozess des Körpers 

(Deplazes et al. 2021, Fuehrer 2014a). In bevorzugt feuchter Umgebung entwickeln sich die 

Eier in vier bis sechs Wochen zu einem infektiösen Stadium (CDC - Center for Disease Control 

and Prevention 2022, Suckow 2007). Nach Wiederaufnahme durch einen Wirt schlüpfen die 

Larven im Darm aus ihren Eihüllen und wandern in die Leber. Die Dauer bis zur 

Geschlechtsreife und Eiablage ist mit drei Wochen angegeben (Li et al. 2010).  

Zu den gängigen Symptomen einer hepatischen Capillariose gehören Apathie, Anorexie, 

Vomitus, Polydipsie, Polyurie, Hepatomegalie und Ikterus (Suckow 2007). Es kann zu lokalen 

Entzündungsreaktion durch nekrotische Herde und Bohrgänge in der Leber kommen. Nicht 

selten wird auch eine Hepatomegalie mit weiß-gelblichen Herden mit einem Durchmesser von 

bis zu 2 mm beobachtet. Es können aber auch Veränderungen an anderen Organen, wie z.B. 

den Nieren vorhanden sein (Misdraji 2010, Deplazes 2006). 

Nachweisbar ist die C. hepatica am verlässlichsten mit einer pathohistologischen 

Untersuchung des Lebergewebes nach einer Sektion oder Leberbiopsie (Fuehrer 2014b, 

Misdraji 2010). Eine Leukozytose und eine Eosinophilie kann auf eine Kapillariose hindeuten, 

sowie veränderte Leberwerte aufgrund des zu Grunde gehenden Lebergewebes (Cullen und 

Stalker 2016, Millán et al. 2014). Es ist möglich, Eier von C. hepatica in Kotproben von Tieren 

vorzufinden, was jedoch nicht auf eine Infektion des Tieres hindeutet, da die Eier bei einer 

Infektion im Lebergewebe bis zum Tod des Wirtes verbleiben. Es besagt nur, dass das Tier 

infektiöse Körperteile konsumiert hat. Dies wird auch als Pseudoinfektion bezeichnet (Fischer 

et al. 2018). 

Die Therapie von Capillaria spp. ist aufgrund der mangelhaften Forschungsergebnisse sehr 

eingeschränkt. Es wird je nach Art auf Ivermectin, Levamisol, Fenbendazol und Mebendazol 

in der Veterinärmedizin verwiesen. Es muss jedoch beachtet werden, dass nicht alle Präparate 

für diese Indikation zugelassen und ggf. zu starken Nebenwirkungen bei einigen Tierarten 

führen können (Bowman 2021, Deplazes et al. 2021, Studzińska et al. 2015).  
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Tabelle 3: Epidemiologie und Morphologie von Capillaria spp. der Katze (Deplazes 2006, Deplazes et al. 2021, Magi et al. 2015, Studzińska 
et al. 2015). 

Art Region Wirte (*zoonotisch) Besiedlungsort Abmessungen 

Capillaria putorii Europa, Russland, 
Nordamerika 

Marder, Waschbär, 
Katze 

Magen, Dünndarm Eier: 54-66 x 21-26 µm 
Adulte Männchen: 6-8,5 mm 
Adulte Weibchen: 9-13 mm 

Capillaria aerophila Global Rotfuchs, Marder, Igel, 
Hund, Katze, Dachs, 
Mensch* 

Respirationstrakt, Trachea, 
Bronchien und Stirn- und 
Nasennebenhöhlen 

Eier: 62-73 x 35-40 µm 
Adulte Männchen: 16-18 mm 
Adulte Weibchen: 18-20 mm 

Capillaria plica Europa, Russland, 
Vereinigte Staaten von 
Amerika 

Rotfuchs, Polarfuchs, 
Hund, Wolf, Marder, 
Katze 

Harntrakt (Blase, selten auch 
Harnleiter u. Nierenbecken) 

Eier: 55-67 x 26-29 µm 
Adulte Männchen: 13-30 mm 
Adulte Weibchen: 30-60 mm 

 
 
Tabelle 4: Nachweis und klinische Symptome von Capillaria spp. der Katze (Deplazes 2006, Deplazes et al. 2021, Magi et al. 2015, 
Studzińska et al. 2015). 

Art Nachweis Klinik  

Capillaria putorii Koproskpisch Allgemein gastrointestinale Symptomatik (inkl. Vomitus und Diarrhoe) 

Capillaria aerophila Koproskopisch, 
Trachealschleim 

Respiratorische Symptome wie Rhinitis, Sinusitis, Niesen, Nasenausfluss, Dysosmie, 
Anosmie 

Capillaria plica Sedimentation Harn Zystitis, Dysurie, Hämaturie, Pollakisurie 
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2.3. Cestodea (Bandwürmer) 

2.3.1. Echinococcus multilocularis  

Echinococcus multilocularis, der Fuchsbandwurm, gehört zur Gattung der Cyclophyllida und 

ist ein in der nördlichen Hemisphäre vorkommender Endoparasit. Besonders betroffen in 

Mitteleuropa ist die Region von Zentralfrankreich bis hin zum Balkan, der Süden der Alpen mit 

Italien, Slowenien über Ungarn bis zu Rumänien. Im Norden ist der Befall sporadischer, jedoch 

sind Fälle in Dänemark, Deutschland und Südschweden beschrieben. Zoonotisch bedeutsame 

Gebiete sind vor allem Ostfrankreich, Süddeutschland, Schweiz, der Westen Österreichs und 

Litauen. (Deplazes et al. 2021, Romig et al. 2020).  

Die adulten Tiere von E. multilocularis sind 1,2-4,5 mm lang. Die Anzahl der Proglottiden 

variiert von zwei bis sechs, im Schnitt sind es fünf Proglottiden. Der Genitalporus ist in der 

Gliedermitte angelegt und beherbergt einen sackförmigen Uterus (Deplazes et al. 2021, 

Joachim et al. 2021). 

Infizierte Endwirte scheiden mit dem Kot passiv gravide Proglottiden aus (Joachim et al. 2021). 

Der häufigste Endwirt in Mitteleuropa ist der Rotfuchs. Hunde und seltener Katzen können 

auch als Endwirte fungieren, aber auch zu Fehlwirten werden. In Kanada, Asien und Alaska 

spielen Kojoten, Wölfe und Hunde eine größere Rolle in der Verbreitung als Endwirt. Die in 

den ländlichen und zunehmend immer mehr in den städtischen Gegenden verteilte Losung 

kann durch Regen, Insekten, Fahrzeuge und Schuhwerk zusätzlich weiter verteilt werden. 

Echinococcus multilocularis benötigt für seinen Lebenszyklus Zwischenwirte, diese sind meist 

Nagetiere, die sich peroral mit den Eiern infizieren. Nach der Aufnahme durch den 

Zwischenwirt schlüpft aus den Eiern die Oncophäre und entwickelt sich in dessen Leber zur 

Metacestode weiter. In Zwischen- und Fehlwirten bilden die Metacestoden Konglomerate, die 

aus Einzelbläschen bestehen, welche von Granulations- und Bindegewebe umgeben sind. Bei 

sehr empfänglichen Zwischenwirten entwickelt sich im Verlauf von zwei bis vier Monaten 

Protoskolizes. Wird der infektiöse Zwischenwirt durch einen Endwirt aufgenommen, werden 

aus den Protoskolizes im Dünndarm adulte Bandwürmer. Die Präpatenz beträgt bei 

E. multilocularis ca. 4 Wochen, die Ausscheidung gravider Eier dauert jedoch nur einige 

Wochen an (Deplazes et al. 2021, Romig et al. 2020).  

Katzen sind weit weniger empfänglich für E. multilocularis als Füchse und Hunde und sind 

daher epidemiologisch nicht von großer Bedeutung. Katzen beherbergen in der Regel 
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wesentlich weniger adulte Würmer und haben infolgedessen auch eine geringer 

Eiausscheidung (Deplazes et al. 2021).  

Endwirte infizieren sich durch den Verzehr von Zwischenwirten, die Metazestoden oder 

Protoskolizes enthalten. Herbivore Fehlwirte können sich vermutlich durch den Verzehr von 

belastetem Gras anstecken. Zwischenwirte stecken sich durch die perorale Aufnahme gravider 

Eier aus der Umwelt an. Die zwei bedeutsamsten Infektionswege beim Menschen sind zum 

einen die fäkal-orale Kontamination durch Hand-Mund-Kontakt. Dies geschickt meist nach 

Kontakt mit infizierten Tieren oder Oberflächen wie Schuhe und Gartengeräte, durch Arbeiten 

in Erde oder mit Pflanzen, die durch den kontaminierten Kot der Endwirte belastet sind. Zum 

anderen ist eine Infektion durch die Aufnahme von kontaminierten Lebensmitteln wie Gemüse, 

Obst (v.a. Fallobst und Beeren) und Trinkwasser möglich. (Deplazes et al. 2021, Romig et al. 

2020, Woolsey und Miller 2021). 

Die Klinik ist bei intestinal befallenen Endwirten auch bei starken Wurmbürden inapparent. Bei 

Zwischen- und Fehlwirten kann es zu einer sogenannten alveolären Echinokokkose (AE) 

kommen. Diese kann durch die exogene Sprossung neuer Einzelbläschen entstehen und 

große Teile der Leber infiltrieren. Durch die Bildung von zellulären Ausläufern können 

Kontaktmetastasen auch im umliegenden Gewebe entstehen. Das Abwandern der 

Metazestoden in einzelnen Bläschen oder abgelösten Zellverbänden durch Blut- und 

Lymphgefäße ist ebenfalls möglich. Die Einnistung in anderen Organen wie der Lunge, dem 

Gehirn oder Knochen, wird auch Fernmetastase genannt. Tiere, bei denen es nachweislich in 

Europa zu einer AE kommen kann, sind Haus- und Wildschweine, Nutria, Biber, Chinchilla, 

Primaten, die in Gefangenschaft gehalten werden und Hunde (Deplazes et al. 2021, Woolsey 

und Miller 2021). In Japan und Polen sind auch Fälle bei Pferden beschrieben mit Prävalenzen 

von 4,7-14,8 % der untersuchten Population (Tomczuk et al. 2020). Die Krankheitssymptome 

bei Fehlwirten sind sehr unterschiedlich und sind stark abhängig von den betroffenen 

Körperregionen. Es kann unter anderem zu Aszites, Hepatomegalie, allgemeiner Schwäche, 

Dyspnoe und Umfangsvermehrungen im Abdomen kommen. Bei Hunden können die 

Metacestodenmassen 10-15 cm im Durchmesser erreichen. Bei Primaten und Hunden können 

schwere Verläufe einer AE letal enden (Deplazes 2006, Deplazes et al. 2021).  

Die Diagnostik beim Endwirt ist ähnlich schwierig wie bei anderen Cestoden-Arten. Gängige 

makro- und mikroskopische Kotuntersuchungen haben sich als wenig sensitiv und 

unspezifisch erwiesen und negative Ergebnisse sollten mit einer gewissen Vorsicht vor 

falsch-negativen Befunden behandelt werden. Koproantigentests und Klassifizierungen mittels 
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PCR werden nur von wenigen Speziallabors angeboten. Bei einem positiven Befund auf 

Taeniiden-Eier sollte in endemischen Gebieten stets eine weitere Abklärung erfolgen und der 

Besitzer des Tieres auf die Risiken einer zoonotischen Übertragung aufmerksam gemacht 

werden. Behandelt wird eine Echinokokkose mit Praziquantel mit 5 mg/kg Körpergewicht oral, 

5,7 mg/kg Körpergewicht intramuskulär oder auch mit einem Spot-On in der Dosierung 

8 mg/kg Körpergewicht. Die Behandlung sollte am nächsten Tag wiederholt werden, um 

eventuelle Restbürden zu beseitigen. Bei dem Einsatz von Epsiprantel muss mindestens eine 

Folgebehandlung erfolgen. Die empfohlenen Zestodizide wirken nicht ovizid und alle 

eventuellen nachträglich ausgeschiedenen Eier sind noch immer gravide. Die Entsorgung des 

Kots sollte bis drei Tage nach der Behandlung noch unter sorgfältigen Hygienemaßnahmen 

erfolgen. (Deplazes et al. 2021, ESCCAP - European Scientific Counsel Companion Animal 

Parasites 2022, Joachim et al. 2021). 

Die alveoläre Echinokokkose ist eine der gefährlichsten zoonotischen Parasitosen. Jährlich 

gibt es in Europa etwa 200 neue Fälle von AE, in Russland geht man von 1000 Fällen aus und 

China verzeichnet ca. 17.000 Erkrankte. Unbehandelt führt eine AE bei über 94 % der 

Erkrankten zum Tod. In den ersten 5-15 Jahren ist beim Menschen die AE meist subklinisch 

bis inapparent (Brunetti et al. 2010, Deplazes et al. 2021). Die Symptome, die zuerst auftreten 

sind Oberbauchschmerzen, Ikterus, Anorexie und Gewichtsverlust. Die gleiche Symptomatik 

zeigt sich auch bei Leberkarzinomen und Leberzirrhose und macht dieses zu einer gängigen 

Differentialdiagnose. Für die Diagnostik wird beim Menschen auf bildgebende Verfahren wie 

Ultraschall, Röntgen, CT und MRT zurückgegriffen. Ein serologischer Antikörpernachweis wird 

meist zur Bestätigung der Diagnose herangezogen (McManus et al. 2012, Woolsey und Miller 

2021). Betroffene Patienten sind zwischen sieben und 80 Jahren, wobei ein Großteil in die 

Altersgruppe der 50-70-Jährigen fällt. Die AE wird weitläufig als unheilbar angesehen, da eine 

Behandlung oft trotz weitreichender chirurgischer Exzisionen und jahrelanger Therapien mit 

Chemotherapeutika wie Albendazol und Mebendazol zwar zu einer merklichen Verlängerung 

des Lebens führt, eine vollständige Genesung aber oft ausbleibt (Brunetti et al. 2010, Deplazes 

et al. 2021, McManus et al. 2012). Die Prävalenzen liegen in den stark endemischen Regionen 

Europas zwischen 0,03-0,3 pro 100.000 Einwohner in Frankreich, Österreich, Deutschland 

und er Schweiz. In Litauen gibt es zwischen 0,74-1,4 Neuinfektionen je 100.000 Einwohner 

pro Jahr. Von 1993 bis 2012 hat sich die durchschnittliche Inzident der AE-Fälle mehr als 

verdoppelt, was auf die stetig steigenden Fuchspopulationen in Europa zurückgeführt wird 

(Brunetti et al. 2010, Deplazes et al. 2021).  
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2.3.2. Spirometra spp. 

Spirometra spp. gehört zur Ordnung der Pseudophyllida. Die Arten von Spirometra erreichen 

Längen von 10-100 cm. Der Skolex besitzt zwei Sauggruben und der Uterus ist mit 2-7 

Windungen spiralig in den Proglottiden angeordnet. Die Entwicklungsstufe des Plerozerkoids 

wird bei Spirometra als Sparganum bezeichnet. Das sind 1-40 cm lange, wenige Millimeter 

breite Stadien, welche ebenfalls einen Skolex besitzen. Spargana besitzen nur eine 

Pseudosegmentierung (Deplazes et al. 2021). 

Es handelt sich um einen weltweit vorkommenden Parasiten. Die Prävalenzen von Spirometra 

variiert sehr stark, abhängig von Art und Region. In weiterer Folge wird speziell auf 

Spirometra erinaceieuropaei (S. erinaceieuropaei) eingegangen (Bagrade et al. 2021). 

Im Lebenszyklus von S. erinaceieuropaei spielen zwei Zwischenwirte eine große Rolle. Als 

erster Zwischenwirt fungieren Kleinkrebse, welche das Korazidium aufnehmen. Im Kleinkrebs 

erfolgt dann die Entwicklung zu einem Prozerkoiden. Menschen und andere Säugetiere 

infizieren sich in der Regel durch die Aufnahme von Trinkwasser, das mit Kleinkrebsen 

kontaminiert ist, die Prozerkoide enthalten. Aber auch der Verzehr von Fleisch und Gewebe, 

das Spargana enthält kann zu Infektionen führen (Czyżewska et al. 2019). Nach der Aufnahme 

des ersten Zwischenwirtes durch Amphibien, Reptilien, Vögel oder Säugetiere, welche als 2. 

Zwischenwirt fungieren, wird eine Entwicklung zum Plerozerkoid vollzogen (Bagrade et al. 

2021, Deplazes et al. 2021, Kondzior et al. 2020). Gelangen die Spargana aber in Fehlwirte, 

wie zum Beispiel Schweine, Affen, Menschen, Nagetiere wandern sie aus dem Darm und 

dringen in verschiedene Organe ein. Betroffen sind häufig Lunge, Bauchhöhle, Gehirn, Augen, 

Genitalien und Subkutis (Deplazes et al. 2021, Kondzior et al. 2020). Es können schmerzhafte 

entzündliche Veränderungen in den besiedelten Körperstellen auftreten. Diese Art der 

Fehlbesiedlung wird auch extraintestinale Infektion oder Sparganose genannt. Zu den 

Endwirten zählen Katzen, Hunde und andere Carnivoren. Spirometra parasitiert im Dünndarm 

des Endwirtes und verursacht normalerweise keine größeren gesundheitlichen Probleme. Eine 

intestinale Infektion des Endwirtes heißt Spirometrose (Deplazes et al. 2021). 

Der Nachweis von Spirometra beim Endwirt erfolgt mit dem Sedimentationsverfahren zum 

Einachweis. Eine Diagnose kann auch post mortem mit einer Sektion durchgeführt werden. 

Zur Behandlung wird bei Katzen eine einmalige Verabreichung von Praziquantel per os mit 

35-40 mg/kg Körpergewicht empfohlen (Deplazes et al. 2021, Joachim et al. 2021).  
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Am häufigsten ist die Sparganose beim Menschen in asiatischen Ländern anzutreffen, wie 

China, Japan, Thailand und Korea. In Europa sind vereinzelt Fälle in Tschechien, Frankreich, 

Italien, Deutschland und Polen beschrieben. Ein Großteil der Fälle in Europa sind jedoch auf 

Einschleppung durch Tourismus oder Immigration bereits infizierter Personen zurückzuführen 

(Bracaglia et al. 2015, Czyżewska et al. 2019, Deplazes et al. 2021). 

2.3.3. Taenia taeniaeformis  

Taenia taeniaeformis (Ta. taeniaeformis, Syn. Hydatigera taeniaeformis) gehört zur Gattung 

der Cyclophyllida. Es handelt sich um einen bei Katzen und anderen Feliden häufig 

vorkommenden Bandwurm, der auch Finnen- oder Katzenbandwurm genannt wird. 

Ta. taeniaeformis kann auch selten bei Hunden, Wölfen, Füchsen und Musteliden gefunden 

werden und kommt weltweit vor (Deplazes 2006, Deplazes et al. 2021). 

Taenia-Eier sind radiär gestreift wirkende Embryophoren mit Onkosphären. Morphologisch 

lassen sich die Eier verschiedener Taenia-Arten nicht voneinander unterscheiden, auch nicht 

von Echinococcus-Arten. Für eine genauere Klassifizierung ist eine DNA-Analyse nötig. 

Ausgewachsene Exemplare erreichen Längen von 15-60 mm und werden bis zu 6 mm breit. 

Der Skolex ist mit vier Saugnäpfen bestückt. Ta. taeniaeformis parasitiert im Endwirt im 

Dünndarm und gibt aktiv Proglottiden, in etwa der Größe eines Reiskorns, in die Umwelt ab. 

Als Zwischenwirte sind Nagetiere eng in den Entwicklungszyklus eingebunden. Im 

Zwischenwirt parasitieren die Finnen, die auch Strobilozerkus (syn. Cysticercus fasciolaris) 

genannt werden, in der Leber. Dieses Krankheitsbild wird Leberzystikerose genannt. Die 

Endwirte infizieren sich durch den Verzehr der Zwischenwirte, welche in der Regel natürliche 

Beutetiere sind. Die Präpatenz liegt zwischen fünf und acht Wochen. Die Prävalenz bei Katzen 

variiert je nach Region, in Deutschland, Polen und der Schweiz sind es etwa 22-36 % 

(Deplazes 2006, Deplazes et al. 2021, Fuehrer et al. 2012, Wierzbowska et al. 2020). 

Infektionen beim Endwirt verlaufen meist inapparent. Gelegentlich ist Durchfall zu beobachten 

und andere milde gastrointestinale Symptome. In seltenen Fällen wurden Obstruktionen des 

Verdauungstraktes beschrieben (Deplazes et al. 2021, Fuehrer et al. 2012, Wilcox et al. 2009). 

Koproskopische Verfahren wie die Sedimentation und Flotation sind zum Nachweis von 

Ta. taeniaeformis und anderen Bandwürmern nur bedingt geeignet, da die Eier nicht im Darm 

freigesetzt werden, sondern mit den Proglottiden in die Umwelt entlassen werden. Positive 

Ergebnisse in der Flotation sind daher als Zufallsbefund zu sehen. Mit einem negativen Befund 

kann keine eindeutige Aussage über einen Befall mit Cestoden getroffen werden. Proglottiden, 
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die an der Schwanzunterseite und Perinealreagion haften sind gute Indikatoren für eine 

Infektion. Ebenfalls ist es möglich mittels Sektion einen Befall festzustellen. In der 

Humanmedizin wird in der Diagnostik mit Kopro-Antigenen und Kopro-DNA gearbeitet. Der 

Kopro-Antigen-Nachweis ist auch bei einigen Taenia-Arten, zum Beispiel Taenia hydatigena 

beim Hund möglich. Diese Methode wird in der Veterinärmedizin jedoch nur von wenigen 

Speziallabors angeboten. Als Zestodizid der Wahl wird Praziquantel gehandelt. Die 

empfohlene Dosierung ist 5 mg/kg Köpergewicht bei einmaliger oraler Gabe. Epsiprantel kann 

bei der Katze mit einer einmaligen oralen Dosis von 2,75 mg/kg Körpergewicht ebenfalls 

angewendet werden. (Deplazes 2006, Deplazes et al. 2021, Joachim et al. 2021). 

Die zoonotische Bedeutsamkeit von Ta. taeniaeformis ist gering. Es gibt nur vereinzelte 

Berichte über Fälle beim Menschen (Ekanayake et al. 1999, Fuehrer et al. 2012).  

2.4. Trematoden (Plattwürmer) 

2.4.1. Opisthorchis felineus 

Opisthorchis felineus (O. felineus) gehört zur Ordnung der Opisthorchiida. Adulte Würmer sind 

lanzettförmig und habe eine Körperlänge von 8-13 mm. Die Eier sind 26-30x11-15 µm und 

oval (Deplazes et al. 2021).  

Für ihren Lebenszyklus benötigt O. felineus ruhende bzw. langsam fließende Gewässer. 

Häufig dienen Gegenden mit Binnengewässer mit darin lebenden Schnecken, welche als 

Zwischenwirt dienen, als optimaler Lebensraum. Die Eier werden mit dem Kot vom Endwirt 

ausgeschieden und müssen in das Gewässer gelangen (Pakharukova und Mordvinov 2016). 

Die Eier enthalten bereits ein Mirazidium. Durch das Absinken können die Eier von 

Bithynia leachi, einer Süßwasserschnecke, aufgenommen werden. In diesen entwickeln sie 

sich zu Zerkarien und verlassen den Zwischenwirt (Liberato et al. 2011). Im Wasser nimmt die 

Zerkarie eine charakteristische Haltung ein, die als Tabakspfeifenhaltung bezeichnet wird. 

Erfolgt ein Kontakt zu einem Fisch, dringt die Zerkarie in die Haut ein, lässt aber ihren Schwanz 

dabei zurück. Die weitere Entwicklung zur Metazerkarie geschieht im subkutanen Gewebe und 

der Muskulatur, sie sind aber gelegentlich auch auf der Haut von Fischen zu finden (Pozio et 

al. 2013). Als Endwirte gelten Katzen, Hunde, Füchse, Marder und andere fischfressende 

Tiere, sowie der Mensch (Pakharukova und Mordvinov 2016). Durch den Verzehr von rohem 

Fisch gelangen die Metazerkarien in den Darm, wo sie schlüpfen und über den Ductus 

choledochus in die Gallenblase und Gallengänge auswandern, seltener ist O. felineus im den 

Pankreasgängen zu finden (Deplazes et al. 2021). Dort findet die weitere Entwicklung zur 
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Geschlechtsreife statt. Abgesonderte Eier werden über die Galle erneut ins Darmlumen 

entlassen und gelangen über den Darm in die Umwelt (Liberato et al. 2011).  

Neben Wucherungen des Gallengangepithels kommt es zu Cholangiektasien und 

Verdickungen der Gallengänge. Die Entartungen des Gallengangsepithel können zu 

Gallengangkarzinomen führen. Auch das Bindegewebe der Leber kann betroffen sein. Die 

Symptome sind meist unspezifisch. Erbrechen, allgemeine Verdauungsstörungen, 

Inappetenz, Ikterus, Ödembildung und Aszites wurden beobachtet (Deplazes et al. 2021, 

Pakharukova und Mordvinov 2016, Pozio et al. 2013).  

Es ist möglich, O. felineus mittels koproskopischer Diagnostik nachzuweisen oder nach dem 

Tod direkt in den Gallengängen und der Gallenblase. Eine genauere Klassifizierung muss 

mittels PCR erfolgen (Deplazes et al. 2021, Liberato et al. 2011).  

Praziquantel wird als Therapeutikum empfohlen. Die wirksamste prophylaktische Maßnahme 

ist das Tiefgefrieren oder Erhitzen des Fisches vor dem Verzehr oder der Fütterung (Deplazes 

et al. 2021, Pozio et al. 2013). Details zu zoonotischen Infektionen mit O. felineus sind in 

Tabelle 1 dargestellt.  
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3. Tiere, Material und Methodik 

3.1. Betriebe und Tiermaterial 

3.1.1. Probenmaterial und Probenbeschaffung 

Von Anfang bis Mitte September 2021 wurden 195 Kotproben in vier verschiedenen Kärtner 

Tierheimen (A bis D) gesammelt. Zu den beprobten Tieren gehörten Katzen der Unterart Felis 

catus und Hunde der Unterart Canis lupus familiaris. Es handelte sich sowohl um Kot von 

Tieren aus Einzelhaltung als auch von Tieren aus Gruppenhaltung.  

Es wurden 130 Katzenkotproben gesammelt. Der Katzenkot wurde möglichst frisch direkt aus 

der Katzentoilette oder den Unterbringungen genommen. 

Bei drei der vier Tierheime wurden die Proben vormittags vom ansässigen Tierheimpersonal 

am Tag der Probenabholung eingesammelt. Sie wurden einzeln in Plastik-Kotbehältern mit 

Schraubdeckeln verbracht und den Studierenden anschließend übergeben. In einem Tierheim 

erfolgte die Probenentnahme durch Studierende der Veterinärmedizinischen Universität 

Vienna direkt vor der Weiterverarbeitung.  

Die Beschriftung der Kotproben erfolgte in jedem Tierheim fortlaufend und eindeutig 

zuordenbar. In weiterer Folge wurden alle Daten in eine übergeordnete Tabelle in Microsoft 

Excel übertragen. 

3.1.2. Konservierung und Aufbewahrung 

Während des Untersuchungszeitraums wurden die Proben bei 4 °C in einer eigenen 

Kühleinheit im Labor zwischengelagert. Negative Proben wurden nach der Untersuchung 

entsorgt und die positiven Proben gesondert gekennzeichnet und in einer Kühlbox im 

Kühlraum des Instituts für Parasitologie der Veterinärmedizinischen Universität Vienna bei 6-

8 °C gelagert. 

3.2. Methodik 

3.2.1. Flotation 

Vor Beginn der koproskopischen Untersuchung wurde der Kot adspektorisch auf 

makroskopisch sichtbare Endoparasitenstadien untersucht.  
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Von jeder Probe wurden 5-10 g Kot mit einem Holzspatel entnommen und mit Leitungswasser 

mittels Mörser und Pistill zu einer homogenen Suspension verrührt. Anschließend wurde die 

Suspension durch ein Metallsieb in ein Zentrifugenröhrchen (15 ml Einweg-Plastik-

Zentrifugenröhrchen mit Schraubdeckel und Spitzboden, Sarstedt, Hannover, Deutschland) 

mit Leitungswasser auf 10 ml aufgegossen. Dann wurde die Suspension mit 2500 rpm 

(630 x g) für 8 Minuten sedimentiert. Der Überstand wurde abgegossen und mit Zinksulfat 

erneut auf 10 ml aufgefüllt. Diese Suspension wurde auf einem Vortexer (Vortex Genie 2, 

Scientific Industries, Wien, Österreich) homogenisiert und erneut bei 2500 rpm (630 x g) für 

8 Minuten zentrifugiert. Bei der Zentrifuge handelte es sich um das Modell ROTINA 420R 

(Hettich GmbH, Vlotho, Deutschland). Mit einer rechtwinkelig gebogenen Metallöse wurden 

anschließend 2-4 Tropfen von der Oberfläche der zentrifugierten Suspension auf einen 

Objektträger verbracht und mit einem Deckglas ohne Lufteinschlüsse abgedeckt. 

Das Präparat wurde mäanderförmig unter einem Lichtmikroskop bei 100-facher Vergrößerung 

durchgemustert und bei Bedarf weitere Vergrößerungen genutzt. 

3.2.2. Larvenauswanderungsverfahren nach Baermann-Wetzel 

Zur Vorbereitung wurde der Gummischlauch des Trichters mit einer Schlauchklemme luftdicht 

verschlossen und anschließend mit Leitungswasser befüllt. Die restlichen Luftblasen wurden 

durch Zusammendrücken aus dem Schlauch entfernt, um das Absinken der Larven zu 

ermöglichen. Als Halterung für die Trichter wurde ein selbstgebautes Rack verwendet, das je 

10 Trichter fassen konnte. 

Für jede Probe wurde ein Trichter befüllt. Der Trichter wurde mit einem Sieb versehen, welches 

mit zwei Lagen Gaze ausgelegt wurde. Eine Kotmenge von ca. 20 g wurde in die Gaze 

eingeschlagen und der Trichter mit Leitungswasser aufgefüllt, ohne die Probe vollständig zu 

versenken. Es wurden nur Proben für dieses Verfahren verwendet, die in ausreichender 

Menge vorhanden waren, ohne vollständig aufgebraucht zu werden.  

Nach einer Stehzeit von 16-20 Stunden wurden je 2 Tropfen durch vorsichtiges Öffnen der 

Klemme auf einen Objektträger gegeben und unter einem Lichtmikroskop ohne Deckglas bei 

100-facher Vergrößerung mäanderförmig durchgemustert. Bei einem positiven Befund wurde 

ein weiterer Teil der Lösung unter einem Stereomikroskop analysiert und anschließend die 

Lösung mit den Larven in einem Probenröhrchen gesammelt und mit Ethanol versetzt. 
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3.2.3. DNA-Extraktion und PCR 

Die DNA wurde mit einem NucleoSpin® Soil Kit (Macherey & Nagel, Düren, Deutschland) nach 

Herstellerangaben direkt aus dem Kot extrahiert. Bei den positiven Flotationsproben mit 

Taeniidae und Ancylostomatidae wurde eine zusätzliche Flotation durchgeführt, um eine 

größere Ei-Dichte zu erreichen, und aus dem Flotat eine Extraktion durchgeführt. 

Es wurden zwei Protokolle (Tab. 2) zur Amplifikation von Sequenzen der mitochondrialen 

Cytochrom-C-Oxidase-Untereinheit (COI) angewendet, jeweils eines für alle parasitären 

Nematoden exklusive Filaroidea und eines für Neodermata (Cestoden, Trematoden und 

Monogenea). 

3.2.3.1. PCR für Nematoden 

Jede DNA-Probe wurde mit folgendem Mastermix versetzt: 10,650 µl H2O dest., 5 µl 5 x Green 

Reaction Buffer, je 0,2 µl dNTPs (25 mM), 0,125 µl Taq-Polymerase (GoTaq®, 5u/µl), je 2 µl 

Primer (10 pmol/µl; s. Tab. 2), 5 µl DNA-Matrize. Das entspricht einem Gesamtvolumen von 

25 µl pro Tube (Duscher et al. 2015). Alle Reagenzien wurden von Promega GmbH (Klaus, 

Österreich) bezogen. 

3.2.3.2. PCR für Neodermata 

Jede DNA-Probe wurde mit folgendem Mastermix versetzt:14,675 µl H2O, 5 µl 5 x Green 

Reaction Buffer, je 25 mM dNTPs (25mM), 0,125 µl Taq-Polymerase (GoTaq®, 5 u/µl, je 2 µl 

Primer (10 pmol/µl; s. Tab. 2), 1 µl DNA-Matrize. Das entspricht einem Gesamtvolumen von 

25 µl pro Tube (Folmer et al. 1994). Alle Reagenzien wurden von Promega GmbH (Klaus, 

Österreich) bezogen. 

Positive Proben wurden nach SANGER sequenziert (Microsynth, Balgach, Schweiz). 
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Tabelle 5: Primersequenzen und PCR-Programme. 

 PCR für Nematoden PCR für Neodermata 

Forward Primer 
[5´ – 3´] 

COI_Nema_fw:  
GAAAGTTCTAATCATAARGATATTGG 

COINeodFw:  
TTTACTTTGGATCATAAGCG 

Reverse primer 
[5´ – 3´] 

COI_Nema_rv: 
ACCTCAGGATGACCAAAAAAYCAA 

COI_Neod_Rv: 
CCAAAAAACCAAAACATATGTTGAA 

Produktgröße (bp) 660 – 710 683 – 686 

PCR-Protokoll   

Initiale Denaturierung 95 °C, 2 min 95 °C, 2 min 

Denaturierung* 95 °C, 1 min 95 °C, 1 min 

Primerbindung* 50 °C, 1 min 48 °C, 1 min 

Extension* 72 °C, 1 min 72 °C, 1 min 

Finale Extension 72 °C, 5 min 72 °C, 5 min 

Abkühlung 4 °C bis zur Entnahme 4 °C bis zur Entnahme  

*Anzahl Zyklen 35 35 

 

3.2.4. Weitere diagnostische Maßnahmen 

Im Zuge der Zusammenarbeit mit den anderen Diplomand:innen wurden weitere 

parasitologisch-diagnostische Mittel eingesetzt und dieselben Proben untersucht. Ergebnisse 

zu den protozoären Parasiten werden in der Diplomarbeit von Janina Mayr „Zoonotische 

Protozoen des Gastrointestinaltrakts bei Tierheimkatzen: eine Beobachtungsstudie in 

Kärnten“ behandelt.  

3.2.4.1. Giardien-Nachweis 

Alle Proben wurden mit dem IDEXX SNAP Giardia-Test (IDEXX, Wien, Österreich) nach 

Herstellerangaben untersucht.  

3.2.4.2. Cryptosporidien-Nachweis 

Alle Proben wurden mit dem FASTest® CRYPTO Strip (Megacor, Hörbranz, Österreich) nach 

Herstellerangaben untersucht. 
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3.3. Statistik 

Der gesamte Datensatz wurde als Tabelle in Excel (Microsoft Office 365 Plus, Microsoft 

Österreich) festgehalten.  

Bei Tieren in Gruppenhaltung wurde die Proben mit den Gruppen-/ Raumnummern beschriftet, 

bei Tieren aus Einzelhaltung wurde die tierheiminterne Identifikationsnummer des Tieres 

verwendet, sodass alle Proben eindeutig zuordenbar waren. In weiterer Folge wurden 

während der Bearbeitung im Labor die Proben mit einem fortlaufenden Schema (001 - 195) 

nummeriert und alle von den Tierheimen zur Verfügung gestellten Daten mit aufgenommen.  

Aus Datenschutzgründen wurden die Tierheime in dieser Arbeit anonymisiert und mit einer 

neutralen Bezeichnung (Tierheim A, Tierheim B, Tierheim C und Tierheim D) versehen.  
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4. Ergebnisse 

4.1. Übersicht 

Im September 2021 wurden 130 Kotproben von Katzen aus vier Kärntner Tierheimen 

gesammelt und koproskopisch untersucht. Von den 130 Proben wurden 35 Proben (26,9 %) 

positiv auf Endoparasiten getestet. 

4.2. Tierheimbezogene Ergebnisse 

Für diese Arbeit wurden Proben aus vier verschiedenen Tierheimen in Kärnten zur 

Bearbeitung herangezogen. In Tierheim A wurden die meisten Proben gesammelt 

(n=62, 47,69 %). In Tierheim B wurden 36 Proben (27,69 %) gesammelt. Tierheim C stellte 

mit 20 Kotproben einen Anteil von 15,38 % und Tierheim D trug 12 Proben (9,23 %) bei 

(Tabelle 6; Abbildung 2). 

 

Tabelle 6: Verteilung der Kotproben insgesamt und der positiven Proben. 

Tierheim A Tierheim B Tierheim C Tierheim D GESAMT 

Verteilung positiver Ergebnisse gemessen an der Probenanzahl je Tierheim 

N % N % N % N % N % 

12 19,4 11 30,6 7 35,0 5 41,7 35 26,9 

Relative [%] Verteilung der Probenanzahl gemessen an der Gesamtmenge (n=130) 

47,7 27,7 15,4 9,2  

Relative [%] Verteilung der positiven Proben gemessen an der Gesamtmenge (n=130) 

9,2 8,5 5,4 0,3  

Relative [%] Verteilung der positiven Proben gemessen an der Menge aller positiven Proben (n=41) 

35,3 32,4 20,6 11,8  
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Abbildung 2: Verteilung Anzahl Kotproben in absoluten Zahlen und relativen Anteilen aller 
Tierheime (n=130). 

 

4.2.1. Tierheim A 

In Tierheim A wurden insgesamt 62 Kotproben gesammelt, das entspricht 47,69 % aller 

Katzenproben. Mit 12 positiven Ergebnissen auf Endoparasiten machte dies entsprechend 

den größten Teil an positiven Ergebnissen (34,29 %) der Gesamtmenge der positiven Proben 

(n=35) aus. 

Es wurden 41 Proben von Tieren aus Einzelhaltung untersucht, davon waren acht Proben 

positiv (19,51 %). Es konnte sieben Mal Toxocara spp. nachgewiesen werden und in einer 

Probe ein einzelner Lungenwurm der Art Ae. abstrusus.  

Bei den 21 Proben aus Gruppenhaltung wurden 4 Proben (23,52 %) positiv auf Toxocara spp. 

getestet; in 17 Proben konnten keine Helminthen nachgewiesen werden.  

4.2.2. Tierheim B 

Tierheim B trug mit 36 Proben den zweithöchsten Anteil an Proben (27,69 %) bei. Von den 

36 Kotproben waren 11 (30,56 %) positiv. Die 11 positiven Ergebnisse machen 31,43 % des 

62; 48%

36; 28%

20; 15%

12; 9%

Tierheim A Tierheim B Tierheim C Tierheim D
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gesamt positiven Probenmaterials (n=35) aus. In allen positiven Proben wurde Toxocara spp. 

nachgewiesen. 

Mit 33 Proben aus Gruppenhaltung und nur drei Proben aus Einzelhaltung hatte Tierheim B 

den größten Verhältnisunterschied mit 11:1.  

Bei Tieren aus Einzelhaltung war eine von drei Proben positiv (33,33 %). In Gruppen gehaltene 

Tiere hatten einen Wert an positiven Proben von 30,30 % (n=10).  

4.2.3. Tierheim C 

Mit sieben positiven Proben hatte Tierheim C dem zweihöchsten relativen Wert (35 %) an 

befallenen beprobten Tieren (n=20). Die Proben von Tierheim C machen 15,38 % der 

Gesamtmenge aller Proben (n=130) aus und 20,00 % aller positiven Proben (n=35). Die 

Verteilung von Gruppen- (n=15) zu Einzelproben (n=5) lag bei 3:1. 

Bei den nachgewiesenen Parasiten handelte es sich um Toxocara spp,. wobei eine Probe aus 

Gruppenhaltung zusätzlich mikroskopisch positiv auf Taeniidae getestet wurde, die mittels 

PCR als Taenia taeniaeformis bestätigt werden konnte.  

Es waren sechs der 15 Proben aus Gruppenhaltung (40 %) und eine aus fünf aus 

Einzelhaltung (20 %) positiv. 

4.2.4. Tierheim D 

Den geringsten Anteil an Proben trug mit 12 Proben (9,23 %) Tierheim D bei. Mit fünf positiven 

Ergebnissen (41,66 %) lag der Anteil an positiven Tieren allerdings relativ hoch. In Bezug auf 

die Gesamtmenge aller positiven Proben (n=35) machte Tierheim D 14,29 % aus.  

Es wurden 7 Einzelproben untersucht, wovon drei positiv auf Toxocara spp. getestet wurden 

und eine Probe zusätzlich auf Ae. Abstrusus (Abbildung 3). 

Von den fünf Proben von Tieren aus Gruppenhaltung wurden zwei positiv getestet. Zusätzlich 

zu Toxocara spp. in beiden Proben wurde bei einer zusätzlich Capillaria spp. (Abbildung 4) 

festgestellt. 
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Abbildung 3: Probe 096, Ae. abstrusus, Aufnahme: Institut für Parasitologie, Sandra 
Wiedermann. 

 

 

Abbildung 4: Probe 093, Ei von Capillaria sp. 40x. Aufnahme: Institut für Parasitologie, V. 
Auersperg, M. John, J. Mayr. 

 

4.3. Parasiten-bezogene Ergebnisse 

Bei einer Gesamtanzahl von 130 Proben wurden 35 Proben positiv auf Helminthen getestet. 

Es konnte 34-mal Toxocara spp. nachgewiesen werden (Abbildung 5).  
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In drei der Toxocara spp.-positiven Proben wurde zusätzlich je einmal Ae. abstrusus, 

Capillaria spp. und Ta. taeniaeformis gefunden. 

In einer Kotprobe aus Einzelhaltung aus Tierheim A konnte mittels des 

Larvenauswanderungsverfahren nach Baermann-Wetzel eine Lungenwurmlarve der Art 

Ae. abstrusus als einziger Parasit festgestellt werden. Dies ist die einzige Probe, die nicht 

zusätzlich Toxocara spp. enthalten hat.  

 

Abbildung 5: Anzahl (=n) der gefundenen Parasiten. 

 

4.4. Haltungsbezogene Ergebnisse  

Die Haltungsbedingungen wurden in Gruppenhaltung und Einzelhaltung eingeteilt. Die 

Gruppengrößen haben je nach Tierheim und Gruppe stark variiert und reichten von zwei bis 

neun Tieren. Die Gruppengröße wurde aber in weiterer Folge nicht für diese Arbeit 

berücksichtigt. 

Es wurden Ergebnisse von 56 Katzen aus Einzelhaltung erhoben. Mit 13 positiven 

Ergebnissen auf Helminthen und 43 negativen Ergebnissen ergibt sich ein prozentualer Wert 

von 23,21 % endoparasitär befallener Katzen. 

34

2 1 1

Toxocara spp. A. abstrusus Capillaria spp. Taenia spp.
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Bei Katzen aus Gruppenhaltung wurden insgesamt 74 Proben untersucht. Bei den Proben aus 

Gruppenhaltung wurde der Kot verschiedener Tiere gepoolt und in weiter Folge als eine 

Sammelprobe behandelt. Es wurden 22 Kotproben positiv und 52 Kotproben negativ getestet, 

das entspricht einem prozentualen Wert von 29,72 % an positiven Gruppen (Abbildung 6). 

Es konnte kein direkter Zusammenhang zwischen einer Haltungsform und einem positiven 

oder negativen Ergebnis hergestellt werden (p = 0,073). 

 

 

Abbildung 6: Verteilung positiver und negativer Proben anhand der Haltungsbedingungen je 
Tierheim. 
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5. Diskussion 

Es war das Ziel dieser Arbeit herauszufinden, wie hoch die Prävalenz für zoonotische 

Helminthen in vier Kärntner Tierheimen bei Katzen ist. Es wurden hierfür 130 Kotproben von 

Katzen gesammelt und analysiert. Als zusätzlicher Parameter wurde die Haltungsart 

(Einzelhaltung, Gruppenhaltung) in die Berechnungen inkludiert. Das Geschlecht konnte in 

den Ergebnissen aufgrund der gepoolten Sammelproben der Gruppenhaltungen nicht 

berücksichtigt werden, da die Kotproben nicht eindeutig den einzelnen Individuen zugeordnet 

werden konnten. Ebenfalls nicht berücksichtigt wurde das Alter der Tiere, da durch den hohen 

Anteil an Fundtieren bei einem Großteil keine genaue Angabe gemacht werden konnte. 

5.1. Vergleich mit anderen Studien mit Tierheimbeteiligung in Europa 

In einer Schweizer Studie aus den Jahren 2012-2014 wurde der Kot von 644 Katzen auf 

Endoparasiten untersucht. Die Verteilung der Proben entfiel auf Tiere aus Privathaushalten 

(n=299), Tierheimkatzen (n=197) und Streunerkatzen (n=168). Es wurden sowohl eine 

Flotation als auch ein Larvenauswanderungsverfahren nach Baermann-Wetzel durchgeführt. 

Die Gesamtinfektionsrate für Helminthen lag bei 18,5 % (123/664). Betrachtet man die drei 

Hauptgruppen (Privattiere, Tierheimkatzen, Streuner) einzeln, fällt ein gravierender 

Unterschied in der Prävalenz der verschiedenen Parasiten auf. Während beispielsweise bei 

Streunerkatzen 54,8 % (92/168) mit T. cati infiziert waren, sind es bei Katzen aus dem 

Tierheim 9,1 % (18/197) und bei Katzen aus Privathaushalten nur 3 % (13/299). Toxocara cati 

war in dieser Studie der am häufigsten gefundene Endoparasit. Weitere bei den 

Tierheimkatzen (n=197) gefundene potenziell zoonotische Endoparasiten waren Taeniidae mit 

3 % (n=6) und Capillaria sp. mit 3,6 % (n=7). Es wurden auch zwei Exemplare des 

Lungenwurms Ae. abstrusus gefunden (1 %), es muss aber beachtet werden, dass nur 468 

von 644 Kotproben mit dem Larvenauswanderungsverfahren analysiert werden konnten, da 

die erforderliche Kotmenge nicht vorhanden war. Es wurde in der Arbeit nicht weiter 

spezifiziert, wie sich die 468 Proben auf die Hauptgruppen verteilen. Die Resultate der 

Schweizer Studie ähneln stark jenen dieses Projektes (Zottler et al. 2019). 

In einer anderen Studie in Deutschland wurden in den Jahren 2006 und 2007 in 26 Tierheimen 

Kotproben von 837 Katzen genommen. Alle beprobten Katzen wurden nach ihrer Ankunft in 

den Tierheimen in Quarantänestationen separiert untergebracht und aus dieser Unterbringung 

die Kotproben gesammelt. Es wurden bei insgesamt 281 Tieren (33,6 %) mindestens ein 

Endoparasit festgestellt. Mittels Flotation wurde bei 227 Tieren (27,1 %) T. cati festgestellt. 
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Capillaria spp. wurde in 42 Katzen (5 %) gefunden, Taeniidae in 17 Katzen (2 %) und 

Ancylostomatidae in 9 Katzen (1,1 %). Es wurde zuzüglich zur Prävalenz von Helminthen auch 

die Wirksamkeit von Antiparasitika getestet. Die Tiere wurden mit verschiedenen Therapeutika 

wie Fenbendazol, Pyrantel, Milbemycinoxim und Praziquantel behandelt. Einige Katzen 

wurden mit einer Kombination aus entweder Fenbendazol, Pyrantel oder Milbemycinoxim plus 

Praziquantel behandelt. Bei initial positiv getesteten Tieren wurde nach zwei Wochen, bei einer 

Ausnahme nach drei Wochen, eine erneute Kotuntersuchung durchgeführt, um die 

Wirksamkeit der Präparate zu ermitteln. Alle in der Studie getesteten Anthelminthika haben 

sich als höchst effizient erwiesen und es konnte kein Verdacht auf Resistenzen geäußert 

werden. Interessant ist, dass trotz der beinahe 6,5-fachen Anzahl an Studientieren im 

Vergleich zu dem hier behandelten Projekt (837 zu 130), die Prävalenz von T. cati erneut 

annähernd gleich ist (27,1 % zu 26,2 %). Alle anderen gefundenen Helminthen weisen höhere 

Infektionsraten in der deutschen Studie auf (Becker et al. 2012). 

Bei einer Untersuchung in sechs italienischen Tierheimen wurden von 2011-2014 insgesamt 

132 Kotproben von Katzen analysiert. Bei den Tieren hat es sich um bereits vorhandene 

Bestandstiere gehandelt und nicht um Neuaufnahmen. Untergebracht waren die Katzen in 

Einzelkäfigen oder in Gruppenräumen, es wurde aber keine statistische Aussage über den 

parasitären Befall von Einzel- und Gruppenhaltung getroffen. Es wurden zwei verschiedene 

zoonotische Helminthen gefunden. Toxocara cati war der am häufigsten vorkommende Parasit 

mit 12 positiv getesteten Tieren (9 %). Drei Tiere (2,3 %) wurden positiv auf Ancylostomatidae 

(A. tubaeforme und U. stenocephala) getestet (Sauda et al. 2019). 

Die Prävalenz von T. cati ist in einer niederländischen Publikation von 2004 mit 28,2 % 

(86/305) nur wenig höher als die von uns erhobenen Daten (26,2 %). Es wurden zusätzlich 

Capillaria spp. in 34 Katzen (11,2 %), A. tubaeforme und T. taeniaeformis in je 9 Katzen (3 %) 

nachgewiesen. Aelurostrongylus abstrusus war mit 2,6 % in neun Exemplaren auffindbar 

(Robben et al. 2004). 

Eine weitere Studie aus Estland beschäftigt sich mit der Prävalenz von Endoparasiten und den 

Risikofaktoren bei Katzen in Tierheimen. Zu diesem Zweck wurden von 2015-2016 

290 Kotproben mittels Flotationstechnik untersucht. Im Unterschied zu den anderen bereits 

behandelten Studien wurden die gesammelten Proben vor der Bearbeitung bei -80 °C für 

mindestens sieben Tage tiefgefroren, weil in der Tierheimregion E. multilocularis endemisch 

ist. Die Auswahl der Katzen erfolgte zufällig und die Proben wurden morgens vor der 

Käfigreinigung gesammelt. Es ist zu erwähnen, dass alle Katzen spätestens am zweiten Tag 



38 

 

  

nach ihrer Ankunft im Tierheim mit Niclosamid und Oxibendazol oral behandelt wurden. 

Niclosamid wurde in einer Dosierung von 120 mg/kg Körpergewicht und Oxibendazol mit 

15 mg/kg Körpergewicht angewendet. Metronidazol (50 mg/kg Körpergewicht) wurde 

ausschließlich bei Katzen angewendet, die zusätzlich Symptome einer Protozoenerkrankung 

zeigten. Weiters wurden die Katzen 14 Tage unter Quarantäne gestellt. Bei den Analysen der 

Kotproben, wurden bei 47,6 % der Katzen (138/290) Endoparasiten festgestellt. Toxocara cati 

war mit 36,6 % am häufigsten vertreten. Auch wurden Taeniidae (4,1 %), C. aerophila (2,1 %) 

und Ancylostoma sp. (0,7%) gefunden und weisen ebenfalls eine höhere Prävalenz auf, als in 

unserer Studie (Tull et al. 2021).  

5.2. Katzen als Überträger bedeutender Zoonosen in Europa 

Die durchgehend höchsten Prävalenzen in Studien im europäischen Raum sind für T. cati 

verzeichnet. Die Infektionsraten reichten von 9-54,8 % (Becker et al. 2012, Robben et al. 2004, 

Sauda et al. 2019, Tull et al. 2021, Zottler et al. 2019). Die teils großen Unterschiede in den 

Prävalenzen hängen eng mit der Haltungsform und endemischen Hotspots zusammen. 

Streunerkatzen sind aufgrund ihres Jagdverhaltens, der unkontrollierten Vermehrung und 

mangelnder tierärztlicher Betreuung am stärksten betroffen (Zottler et al. 2019). Auch wenn 

T. cati nicht das gleiche zoonotische Gefahrenpotential wie T. canis zugesprochen wird, 

handelt es sich um eine ernstzunehmende zoonotische Parasitose in Europa (Chen et al. 

2018, Deplazes et al. 2021, Fisher 2003).  

Die Echinokokkose ist eine der gefährlichsten Parasitosen, die in Europa endemisch sind. Sie 

gilt nach wie vor als unheilbar und therapeutische Maßnahmen gelten in der Regel nur als 

lebensverlängernd. Auch wenn Katzen in der Verbreitung der Echinokokkose eine 

untergeordnete Rolle spielen, sollte das Risiko nicht außer Acht gelassen werden (Deplazes 

et al. 2021). Eine weitere durch Cestoden verursachte Zoonose, die von Katzen übertragen 

werden kann, ist der Befall mit Ta. taeniaeformis. Das Risiko ist als sehr gering einzustufen, 

da nur wenige Fälle beim Menschen bekannt sind (Ekanayake et al. 1999, Fuehrer et al. 2012). 

Zoonotische Hakenwurmerkrankungen durch U. stenocephala und A. tubaeforme sind in 

Europa eher selten. Der überwiegende Teil der Fälle von Ancylostomatidosen wird von 

A. braziliense und A. ceylanicum verursacht. Diese humanpathogenen Vertreter werden 

ebenfalls von Katzen ausgeschieden, sind aber in überwiegend tropischen Regionen zu finden 

und werden selten durch Tourismus nach Europa gebracht (Bowman et al. 2010, Bowman 

2011, Deplazes et al. 2021).  
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5.3. Schlussfolgerung 

Die Ergebnisse dieser Arbeit zeigen, dass Katzen in Tierheimen zoonotische Helminthen, vor 

allem Spulwürmer, beherbergen können. Dies stellt ein potenzielles Gesundheitsrisiko für den 

Menschen dar. Insbesondere Tierheimmitarbeiter:innen, die behandelnden 

Tierärztinnen/Tierärzte und die neuen Besitzer:innen möglicherweise infizierter Tiere sind 

einem entsprechenden Risiko ausgesetzt. Außerdem können Eier von Helminthen in vielen 

Fällen lange in der Umgebung infektiös bleiben und auch bei fehlendem direkten Tierkontakt 

eine Infektionsquelle für den Menschen darstellen. Die in dieser Arbeit erhobenen Daten 

zeigen Infektionsraten in den untersuchten Kärntner Tierheimen von 19,4-41,7 %. In 

Anbetracht dieser Zahlen sollten die Mitarbeiter bezüglich der Risiken einer parasitären 

Zoonose sensibilisiert und die Hygienekonzepte und Behandlungsstrategien kritisch 

reevaluiert werden. 
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6. Zusammenfassung 

Katzen können eine Vielzahl von Endoparasiten in sich tragen. Einige dieser Parasiten 

besitzen ein nicht unerhebliches zoonotisches Potential und können für den Menschen ein 

Gesundheitsrisiko darstellen. Um abschätzen zu können, wie hoch der Infektionsdruck in 

Kärntner Tierheimen ist und die daraus resultierende Gefahr für den Menschen, wurden für 

diese Arbeit im Rahmen des Projektes „Endoparasitäre und bakterielle Zoonoseerreger bei 

Hunden und Katzen in Kärntner Tierheimen“ 130 Kotproben von Katzen gesammelt und 

untersucht. Die Proben stammen aus vier unterschiedlichen Tierheimen in Kärnten und alle 

Proben wurden mittels Flotationsverfahren und dem Larvenauswanderungsverfahren nach 

Baermann-Wetzel untersucht. Es wurde in 35 Kotproben mindestens je ein Parasit 

nachgewiesen. Toxocara spp. (n=34), Capillaria spp. (n=1) und Taenia spp. (n=1) wurden 

mittels Flotation entdeckt. In zwei Proben wurde Aeleurostrongylus abstrusus mit dem 

Larvenauswanderungsverfahren nach Baermann-Wetzel nachgewiesen. Die Prävalenzen der 

Tierheime betrugen 19,4-41,7 % (im Mittel 26.9 %). Dabei war es unerheblich, ob die Katzen 

in Einzelhaltung (23,2 % positive Tiere) oder Gruppenhaltung (29,7 % positive Tiere) gehalten 

wurden. Die Ergebnisse dieser Arbeit zeigen außerdem, dass trotz Unterbringung in einem 

kontrollierten Umfeld und tierärztlicher Betreuung der Katzen eine Infektion mit zoonotischen 

Helminthen nicht ausgeschlossen werden kann.  
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7. Summary 

Cats can carry a variety of endoparasites. Some of these have a significant zoonotic potential 

and can pose a health risk to humans. In order to estimate the infection pressure in Carinthian 

animal shelters and the resulting risk for humans, 130 fecal samples of cats were collected 

and examined for this work within the project "Endoparasitic and bacterial zoonotic pathogens 

in dogs and cats in Carinthian animal shelters". The samples originated from four different 

animal shelters in Carinthia and all samples were examined by means of the flotation method 

and the larval emigration method according to Baermann-Wetzel. At least one parasite was 

detected in each of 35 fecal samples. Toxocara spp. (n=34), Capillaria spp. (n=1) and Taenia 

spp. (n=1) were detected by flotation. Aelurostrongylus abstrusus was detected in two samples 

using the Baermann-Wetzel larval emigration method. The prevalences in the different shelters 

ranged from 19.4% to 41.7% (mean: 26.9%). It was irrelevant whether the cats were kept in 

single housing (23.2 % positive animals) or group housing (29.7 % positive animals). The 

results of this work also show that despite housing in a controlled environment and veterinary 

care for the shelter cats, infections with zoonotic helminths cannot be excluded.  
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