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Veterinärmedizinische Universität Wien

vorgelegt von

Zoe Lindhorst

Wien, im Juni 2023



Betreuer:in Dr. med. vet. Barbara Hinney Dipl.EVPC

(Institut für Parasitologie)

Gutachter:in Priv.-Doz. Dr.med.vet. Frank Künzel Dipl.ECZM

(Institut für Interne Medizin Kleintiere)



Inhaltsverzeichnis

1 Einleitung und Fragestellung 1

2 Literaturübersicht 3
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1 Einleitung und Fragestellung

Endoparasiten können neben den gesundheitlichen Risiken für Hunde und Katzen aufgrund

ihres zoonotischen Potentials auch für den Menschen eine Gefahr darstellen (Robertson und

Thompson 2002).

Dabei ist wichtig zu erwähnen, dass das Vorkommen von Parasiten bei Tieren im Tierheim oder

bei streunenden Tieren in Europa deutlich höher liegt als bei Tieren, die in einem Haushalt ge-

halten werden (Borecka 2005, Claerebout et al. 2009, Scaramozzino et al. 2018, Zottler et al.

2019, Ilić et al. 2021).

In verschiedenen Studien konnte herausgefunden werden, dass bei Hunden unter den para-

sitisch lebenden Einzellern Giardien am häufigsten in Europa vorkommen (Claerebout et al.

2009, Barutzki und Schaper 2011, Zanzani et al. 2014, Kostopoulou et al. 2017). Während all-

gemein im europäischen Raum aber Toxocara canis die häufigste Nematodenart von Hunden

darstellt (Fok et al. 2001, Barutzki und Schaper 2003, Claerebout et al. 2009), wurde in einer

österreichischen Studie, entgegen der Erwartungen, Trichuris vulpis als häufigste Nematoden-

art bei Hunden im Raum Wien beschrieben. T. canis kam in Wien hingegen nur selten vor

(Hinney et al. 2017).

Bei Katzen wird in europäischen Studien Toxocara cati als häufigster Endoparasit beschrieben

(Becker et al. 2012, Riggio et al. 2013, Beugnet et al. 2014).

Infektionen mit Giardia spp. können besonders bei Jungtieren zu Durchfall führen. Verschiede-

ne Genotypen von G. duodenalis können ein ähnliches Krankheitsbild auch beim Menschen

hervorrufen (Deplazes et al. 2021).

Toxocara canis oder T. cati können bei Hunden und Katzen besonders im Welpenalter zu

schwerwiegenden Erkrankungen von Leber, Lunge oder des Gastrointestinaltraktes führen

(Bowman 2020). Auch für den Menschen geht von Toxocara spp. eine Gefahr aus, da die

Larven als Wanderlarven erhebliche Schäden verursachen können (Vidal et al. 2003).

Auch bei Trichuris vulpis wird ein zoonotisches Potential diskutiert (Dunn et al. 2002). Bei Hun-

den kann eine Infektion zu erheblichen Symptomen führen (Mohan et al. 2022).

Basierend auf den Forschungsergebnissen aus Europa wurde die Hypothese erstellt, dass
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Giardien die häufigsten Endoparasiten bei Hunden in Österreich darstellen und T. canis bzw.

T. cati als häufigste Nematodenart bei Hunden und Katzen auftritt. Zudem wird angenommen,

dass ein symptomatischer Giardienbefall meist bereits mit einer Flotation erkannt wird, während

Proben, die zwar Giardia-AG-positiv, aber in der Flotation Giardia-negativ sind, überwiegend

von asymptomatischen Trägern stammen.
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2 Literaturübersicht

2.1 Protozoen

2.1.1 Giardia spp.

Giardien gehören dem Stamm der Metamonaden an und sind weltweit verbreitet. Sie können

in sechs Arten eingeteilt werden. Die für Säugetiere wichtigsten Arten sind Vertreter der Giar-

dia duodenalis-Gruppe. Diese kann wieder in verschiedene Genotyp-Gruppen (Gruppe A-H)

unterteilt werden (Deplazes et al. 2021).

Der Lebenszyklus von Giardien kann in zwei Stadien unterteilt werden. Das aktive Trophozoi-

ten-Stadium und das infektiöse Zysten-Stadium. Die begeißelten Trophozoiten befinden sich

im Dünndarm des Wirtes und können sich mittels Zellteilung vermehren und sich im Folgen-

den enzystieren. Die gebildeten Zysten werden als infektiöse Form ausgeschieden und setzen

nach Aufnahme durch einen Wirt wieder sich teilende Trophozoiten frei. Klinische Symptome

können durch Anheftung der Trophozoiten an die Darmmukosa hervorgerufen werden (Olson

et al. 2002). Während Trophozoiten eine geringe Tenazität in der Umwelt haben, können die

Zysten mehrere Monate im Wasser überleben (Beck und Pantchev 2009), welches auch die

Hauptquelle für Infektionen darstellt (Giangaspero et al. 2007).

Eine klinische Symptomatik tritt besonders bei jungen Tieren auf, während die Infektion bei

älteren Tieren meist klinisch inapparent verläuft. Die Symptome sind meist intermittierender,

schleimig-fettiger Durchfall, sowie gelegentlich Erbrechen oder Abmagerung (Boch und Sup-

perer 2006).

Aufgrund des bereits erwähnten zoonotischen Potentials, spielen Giardien auch beim Men-

schen eine Rolle. Zwar sind eher Säuglinge und immunkompromittierte Personen von Sym-

ptomen wie Durchfall betroffen, im Falle einer klinischen Manifestation können jedoch auch

immunkompetente Erwachsene unter den Symptomen leiden (Giangaspero et al. 2007, Beck

und Pantchev 2009). Ob von Hunden und Katzen aber wirklich eine Gefahr ausgeht ist bisher

noch nicht gänzlich geklärt, da Hunde und Hundeartige in den meisten Fällen mit G. canis

(Gruppe C/D) und Katzen mit G. felis (Gruppe F) diagnostiziert werden, die für den Menschen

keine Gefahr darstellen. Die für Menschen infektiösen Genotypen sind G. duodenalis (Grup-

pe A) und G. enterica (Gruppe B). Zweitere wird bei Hunden kaum diagnostiziert. Gruppe A

kommt zwar hin und wieder bei Hunden vor, es ist aber bisher nicht klar, inwieweit dies als
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Infektionsquelle für den Menschen gilt (Strube und Mehlhorn 2021).

Die Diagnose von Giardien erfolgt anhand von Kotproben mittels mikroskopischen Nachwei-

ses im Direktausstrich (bei massivem Befall) oder nach Anreicherung mit Flotationsmethoden.

Zudem gibt es die Möglichkeit Giardia-Antigen mittels Kopro-Antigen-Test (z.B. ELISA) oder

Giardia-DNA mittels PCR nachzuweisen. Letzteres bietet zudem die Möglichkeit, anschließend

eine Genotypisierung vorzunehmen (ESCCAP 2017).

Eine medikamentöse Therapie wird hauptsächlich bei Tieren mit gastrointestinalen Sympto-

men empfohlen. Neben der Behandlung mit Fenbendazol oder Metronidazol wird angeraten,

eine gründliche Reinigung von Flächen, Kissen etc. vorzunehmen, um eine Infektion anderer

Tiere oder eine Reinfektion zu verhindern. Aufgrund des hohen Ansteckungsrisikos in Tierhei-

men, ist hier aber auch eine Behandlung von asymptomatischen Trägern gerechtfertigt. Tier-

heimen wird zudem empfohlen, das Personal regelmäßig zu schulen, eingehende Tiere und

Tiere mit Durchfall auf Giardien zu untersuchen und im positiven Fall in Quarantäne zu setzen

(ESCCAP 2017).

2.1.2 Cyrptosporidium spp.

Kryptosporidien sind weltweit verbreitete Einzeller, die zoonotisches Potential besitzen. Derzeit

werden 30 verschiedene Arten beschrieben (Deplazes et al. 2021).

Für Hund und Katze spielen besonders die Arten Cryptosporidium canis bzw. C. felis eine Rolle,

bei beiden Tierarten konnten aber auch fallweise Infektionen mit C. parvum beobachtet werden.

Letzteres kann aufgrund seiner geringen Wirtsspezifität auch Menschen infizieren, während C.

canis und C. felis in der Regel nur auf stark immunsupprimierte Menschen übertragen werden

können (ESCCAP 2018).

Kryptosporidien haben einen homoxenen Entwicklungszyklus. Sie bleiben also während ihrer

gesamten Entwicklung in einem Wirt (Deplazes et al. 2021). Der Zyklus startet mit der Aufnah-

me von infektiösen Oozysten aus der Umgebung (meist aus Wasser oder Nahrung (Giangas-

pero et al. 2007)), aus denen nach Exzystierung Sporozoiten freigesetzt werden. Nach deren

Anheftung an die Darmzellen des Wirtes, entstehen über verschiedene Schritte (Trophozoi-

ten, Meront I, Merozoiten I, Meront II, Merozoiten II, Mikro- und Makrogamonten sowie Mikro-

und Makrogameten) Zygoten, die nach der Bildung von vier Sporozoiten wieder als infektiöse

Oozysten ausgeschieden werden (Florin-Christensen und Schnittger 2017).

Klinische Symptome treten auch bei Kryptosporidien besonders im Welpenalter oder bei im-
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munsupprimierten Tieren auf, während adulte, gesunde Tiere meist einen symptomlosen Ver-

lauf zeigen (Boch und Supperer 2006). Symptome können von profusen Durchfällen mit oder

ohne Abmagerung oder Schwäche bis hin zu Todesfällen führen (Beck und Pantchev 2009).

Als Zoonose spielen hunde- bzw. katzenspezifische Kryptosporidienarten insbesondere ei-

ne Rolle bei Menschen, die ein stark geschwächtes Immunsystem haben (z.B. HIV-Positive).

Während Gesunde kaum Symptome zeigen und die Infektion meist selbstlimitierend ist, kann

es bei diesen Personen zu akuter Diarrhö mit Bauchkrämpfen, Erbrechen, Appetitlosigkeit und

Fieber kommen (Chalmers und Katzer 2013).

Der Goldstandard der Diagnose von Kryptosporidien ist der Immunofluorescence Antibody

Test (IFAT). Ein Befall ist aber auch mittels gefärbter Kotausstriche oder eines Kopro-Antigen-

Tests möglich. Eine Differenzierung kann jedoch nur molekularbiologisch geschehen (ESCCAP

2018).

Da es derzeit keine zugelassenen Medikamente für die kanine und die feline Kryptosporidiose

gibt, beschränkt sich die Therapie meist auf eine symptomatische Behandlung. Wie bei der

Giardiose sind neben der Therapie auch Hygienemaßnahmen (Reinigung und Desinfektion)

von besonderer Bedeutung (ESCCAP 2017).

2.1.3 Cystoisospora spp.

Die Cystosisporose (Synonym: Isosporose) ist eine weltweit verbreitete Parasitose, die bei

Hund und Katze vorwiegend Jungtiere betrifft (Bowman et al. 2002, Buehl et al. 2006).

Beim Hund werden die Arten Cystoisospora canis, C. ohioensis und C. burrowski unterschie-

den. C. ohioensis und C. burrowski werden aufgrund ihrer ähnlichen Größe meist als C. ohioen-

sis-Komplex zusammengefasst (Deplazes et al. 2021).

Bei der Katze heißen die beschriebenen Arten C. felis und C. rivolta (Scorza et al. 2021).

Die genannten Arten haben einen fakultativ heteroxenen Lebenszyklus. Die Entwicklung er-

folgt also nicht zwangsläufig nur in einem einzigen Wirt, sondern kann auch paratenische Wirte

beinhalten. Nach der oralen Aufnahme von sporulierten Oozysten und deren Exzystierung be-

fallen diese die Darmzellen. Es kommt zu einer asexuellen Vermehrung und schließlich zur

Bildung unsporulierter Oozysten, welche in der Umwelt sporulieren und somit wieder infektiös

sind. Die Aufnahme kann entweder direkt aus der Umwelt geschehen oder aber über einen

paratenischen Wirt, dessen Gewebe von ruhenden Stadien (sog. Dormozoiten) befallen ist und

der vom Endwirt gefressen wird (Boch und Supperer 2006).
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Klinische Symptome äußern sich meist in hämorrhagischen oder nicht-hämorrhagischen

Durchfällen. In schweren Fällen kann die Cystoisosporose zu Apathie, Kachexie, Fieber oder

sogar zum Tod führen (Buehl et al. 2006).

Die bei Karnivoren vorkommenden Arten sind sehr wirtspezifisch und haben daher keine zoo-

notische Bedeutung.

Die Diagnose erfolgt mittels Flotationsmethode (ESCCAP 2018).

Die Therapie der Wahl gegen Kokzidien ist Toltrazuril, bzw. bei Mischinfektionen mit Nema-

toden als Kombinationspräparat mit Emodepsid. Abgesehen von gründlicher Reinigung und

Desinfektion ist es sehr wichtig, dass alle gefährdeten Welpen mitbehandelt werden (ESCCAP

2017).

2.2 Zestoden

2.2.1 Dipylidiidae

2.2.1.1 Dipylidium caninum

Dipylidium caninum ist ein weltweit verbreiteter Bandwurm, der aufgrund der Form seiner Pro-

glottiden auch als gurkenkernförmiger Bandwurm bezeichnet wird (Deplazes et al. 2021). Hun-

de und Katzen sind die Endwirte, Menschen können als Fehlwirte befallen werden (Rousseau

et al. 2022).

Für die Entwicklung von D. caninum werden Flöhe oder Läuse als Zwischenwirte benötigt

(Labuschagne et al. 2018, CDC 2019). Die vom Endwirt ausgeschiedenen Proglottiden ent-

halten Eipakete mit jeweils etwa 20 Eiern (Boch und Supperer 2006, Abdullah et al. 2019),

welche von Flohlarven aufgenommen werden und sich im Zwischenwirt zu infektiösen Zysti-

zerkoiden weiterentwickeln (Beck und Pantchev 2009). Nach oraler Aufnahme von befallenen

Flöhen durch den Endwirt kommt es zur Befestigung im Dünndarm und zur Entwicklung zum

adulten Bandwurm (Rousseau et al. 2022).

Oft sind die Symptome bei Hund und Katze unspezifisch und zeigen sich erst bei hoch-

gradigem Befall (Strube und Mehlhorn 2021). In schwereren Fällen kann es zu Durchfällen,

verzögertem Wachstum und zu starkem Juckreiz in der Analregion kommen (Saini et al. 2016).

Menschen infizieren sich durch die versehentliche Aufnahme befallener Flöhe ihrer Haustiere

(Jiang et al. 2017). Betroffen sind besonders Kinder, die im Falle einer Infektion gastrointes-

tinale Symptome, wie Durchfall, Bauchschmerzen, analen Juckreiz oder Defäkationsschmerz
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zeigen (Jiang et al. 2017, Portokalidou et al. 2019).

Eine Diagnose kann anhand des Nachweises der Eipakete im Kot mittels Flotationsverfahren

oder durch Detektion der typischen Reis- oder Gurkenkern-förmigen Proglottiden im Fell oder

in der Umgebung gestellt werden (Bowman et al. 2002).

Neben der medikamentösen Therapie mit Praziquantel oder Epsiprantel ist die Bekämpfung

von Flöhen und Läusen als adäquate Behandlung unumgänglich (Bowman et al. 2002, ESC-

CAP 2021).

2.2.2 Taeniidae

Die Familie der Taeniidae gehört ebenfalls zu den Bandwürmern und beinhaltet verschiedene

Arten der Gattungen Taenia und Echinococcus, die bei Fleischfressern eine große Rolle spielen

(Deplazes et al. 2021) und die in einigen Fällen auch wichtige Zoonosen darstellen (Alvarez

Rojas et al. 2018). Hier ist besonders die Art Echinococcus hervorzuheben (Yin et al. 2023).

Während Taeniiden sich morphologisch und klinisch sehr unterschiedlich darstellen können

(Boch und Supperer 2006) haben sie gemeinsam, dass sie für ihren Lebenszyklus einen Zwi-

schenwirt für ihre Entwicklung benötigen (Mulinge et al. 2020). Hund und Katze sind in der

Regel Endwirte (Taylor et al. 2007), können aber unter Umständen auch zu Fehlwirten werden

(Deplazes et al. 2021).

Nach oraler Aufnahme der Eier durch den Zwischenwirt treten die Onkosphären, die L1 Lar-

ven, aus diesen aus. Sie werden folgend über die Blutbahn in die betroffenen Organe (z.B.

Muskulatur, innere Organe oder zentrales Nervensystem) transportiert, wo sie sich zu infek-

tiösen Metazestoden, den L2 Larven, entwickeln. Diese Metazestoden können je nach Art un-

terschiedliche Namen haben. Nach oraler Aufnahme der mit Metazestoden infizierten Organe

durch den Endwirt, haften diese sich an die Darmwand an, wachsen zu adulten Bandwürmern

an und produzieren wiederum Proglottiden, die Eier enthalten (Bowman 2020).

Klinisch verläuft die Infektion mit Taenia- oder Echinococcus-Arten bei den Endwirten in den

meisten Fällen asymptomatisch. Bei den Zwischenwirten kann es hingegen zu schwerwie-

genden Symptomen kommen, die in der Regel die von den Metazestoden befallenen Organe

betreffen (Ballweber 2001).

Auch der Mensch kann zum Fehlwirt einiger Taeniiden-Arten werden und zum Teil ernsthaft

erkranken (Bowman 2020).

Taeniiden-Eier können zwar diagnostisch mittels koproskopischer Untersuchungen nachge-
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wiesen werden, sie sind aber morphologisch nicht voneinander zu unterscheiden. Daher ist der

Nachweis von Taeniiden-Eiern zunächst immer als potenzieller Echinokokkus-Befall zu sehen

(ESCCAP 2021). Die Arten können mittels PCR oder Koproantigen-ELISA identifiziert werden

(Alvarez Rojas et al. 2018).

Als medikamentöse Therapie werden Praziquantel oder Epsiprantel verabreicht (ESCCAP

2014).

2.2.2.1 Taenia spp.

Es gibt sehr viele verschiedene Taenia-Arten, die weltweit verbreitet sind, die sich morpho-

logisch sehr unterschiedlich darstellen und die verschiedene Tierarten sowie den Menschen

befallen können. In Europa spielen bei Hunden vor allem die Arten T. hydatigena, T. ovis, T.

pisiformis und T. multiceps eine Rolle, bei Katzen kommt vorwiegend T. taeniaeformis vor (De-

plazes et al. 2021). Letztere wird in neueren Studien als Hydatigera taeniaeformis bezeichnet

und einer eigenen Taeniiden-Art zugeordnet (Nakao et al. 2013).

Die verschiedenen Arten unterscheiden sich nicht nur in den Zwischenwirten, die für die Ent-

wicklung benötigt werden, sondern auch darin, wie die Metazestoden heißen und welche Or-

gane sie befallen. Zudem gibt es große Unterschiede im zoonotischen Potenzial und somit in

der Relevanz für den Menschen. Eine Übersicht über die verschiedenen Arten sind in Tabelle

1 zu sehen. Lebenszyklus, Klinik, Diagnostik und Therapie sind in Kapitel 2.2.2. erklärt.

Art T. hydatigena T. ovis T. pisiformis T. multiceps T. taeniaformis

Haupt- Zwischenwirt Wiederkäuer

und Schweine

kl.

Wiederkäuer

Hasenartige kl.

Wiederkäuer

Nagetiere

Hauptort der Metazestoden Leber und

Bauchhöhle

quergestr.

Muskulatur

Leber und

Bauchhöhle

Gehirn und

Rückenmark

Leber

Name der Metazestoden Cysticercus Cysticercus Cysticercus Coenurus Cysticercus

Krankheitsbild beim Zwischenwirt Leber-

veränderungen

Muskelschäden Leber-

veränderungen

ZNS-

Veränderungen

Leber-

veränderungen

Zoonotisches Potenzial Selten Nein Nein Ja Ja

Quellen (Deplazes et

al. 2021,

Ng-Nguyen et

al. 2021)

(Hajipour et al.

2020,

Lightowlers et

al. 2021)

(Pu et al.

2022)

(Ing et al.

1998, Varcasia

et al. 2022)

(Guo und

Zheng 2018,

Alvi et al.

2021)

Tabelle 1: Übersicht der wichtigsten Taenia-Arten bei Hund und Katze in Europa
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2.2.2.2 Echinococcus spp.

Aufgrund ihres großen zoonotischen Potenzials und ihrer geografischen Verbreitung sind die

wichtigsten Vertreter dieser Gattung E. granulosus sensu lato (s.l) und E. multilocularis (Jenkins

et al. 2005). Die adulten Würmer werden nur einige Millimeter groß und sind somit deutlich

kleiner als viele andere Taeniiden (Mihailescu et al. 2020).

E. granulosus s.l. ist ein Artenkomplex, der zehn Genotypen beinhaltet. Die Genotypten G1-

G3 werden als E. granulosus sensu stricto (s.s.) bezeichnet (Romig et al. 2015). Während fast

alle Genotypen Hunde und wilde Hundeartige als Endwirte befallen, variieren die Zwischenwir-

te je nach Genotyp. Die wichtigsten sind allerdings Haussäugetiere und Wildtiere (Strube und

Mehlhorn 2021).

Klinische Symptome sind beim Endwirt in der Regel nicht zu sehen. Bei den Zwischenwirten

kommt es zur Ausbildung einer zystischen Echinokokkose (CE), besonders in Leber und Lunge;

die befallenen Tiere zeigen aber dennoch meist keine Symptome (Deplazes et al. 2021).

Der Mensch kann nach Aufnahme infizierter Eier als Fehlwirt von E. granulosus befallen wer-

den und kann nach Infektion die sogenannte humane zystische Echinokokkose (CE) entwickeln

(Alvarez Rojas et al. 2014), bei der es zur Bildung großer Zysten in den Organen (besonders

in der Leber) kommen kann (Beck und Pantchev 2009).

Im Gegensatz zu E. granulosus s.l. kann E. multilocularis, auch Fuchsbandwurm genannt,

neben Kaniden auch Hauskatzen befallen. Der wichtigste Endwirt von E. multilocularis ist al-

lerdings der Fuchs. Die Zwischenwirte sind meist Kleinsäuger, insbesondere Nager, deren Or-

gane (vor allem die Leber) von den Metazestoden befallen sind (Silva et al. 2021).

Es sind einige verschiedene Fehlwirte von E. multilocularis bekannt, bei denen es zur Ausbil-

dung einer alveolären Echinokokkose (AE) mit zum Teil schwerwiegenden Symptomen kommt.

Neben einigen wildlebenden Säugetierarten spielt die alveoläre Echinokokkose auch für Men-

schen eine große Rolle. Zudem können Hunde nicht nur als Endwirt für den Fuchsbandwurm

fungieren, sondern können auch zu Fehlwirten werden (Deplazes et al. 2021).

Bei Endwirten sind meist keine klinischen Symptome zu sehen (Taylor et al. 2007). Infizieren

sich Hunde allerdings mit den Eiern und werden zu Fehwirten, kommt es zu tumorähnlichen

Veränderungen der Leber, die mit Aszites und starken Umfangsvermehrungen einhergehen

und letztlich zum Tod führen können (Deplazes et al. 2021).
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Die humane alveoläre Echinokokkose (AE) ist eine der gefährlichsten parasitären Zoonosen

und kann tödlich für infizierte Menschen enden (Torgerson et al. 2010).

Die Diagnostik und die medikamentöse Therapie von Taeniiden sind in Kapitel 2.2.2. erläutert.

Neben der Entwurmung ist bei Echinokokken, aufgrund der Infektionsgefahr, die Aufklärung der

Besitzer:innen von größter Bedeutung. Zudem sollten infizierte Tiere oder Tiere, die in Kontakt

mit Fuchskot gekommen sind, gründlich gebadet werden, um im Fell haftende Eier zu entfer-

nen. Aufgrund des hohen Infektionspotentials der Eier, muss die Entwurmung bei positiven

Befunden in Quarantäne stattfinden und der Kot als Sondermüll entsorgt werden (ESCCAP

2014).

2.3 Nematoden

2.3.1 Ascarididae

Die Ascarididae zählen taxonomisch zur Überfamilie der Spulwürmer und werden als weißliche

Nematoden mit einer Länge von bis zu 50cm beschrieben. Bei Hunden und Katzen spielen in

Europa die Gattungen Toxocara und Toxascaris die größte Rolle (Deplazes et al. 2021).

Der Lebenszyklus kann entweder auf einem einzigen Wirt vonstatten gehen (Toxascaris leo-

nina) oder einen paratenischen Wirt (Toxocara spp.) beinhalten (Okoshi und Usui 1968), bei

dem es sich meist um Nagetiere handelt (Okulewicz et al. 2012). Die Entwicklungszeit der Lar-

ven dauert relativ lange, sodass es von der Ausscheidung der Eier bis zum infektionsfähigen

Stadium einige Wochen dauern kann (Ballweber 2001).

Die Diagnostik von Spulwürmern erfolgt mittels koproskopischem Einachweis, wobei die Eier

von Toxocara spp. und Toxascaris leonina gut unterschieden werden können (Bowman et al.

2002).

Therapeutisch wird die Entwurmung mit Anthelminthika empfohlen. Neben adulten Tieren soll-

ten auch Welpen und laktierende Muttertiere behandelt werden (ESCCAP 2021).

Es sind verschiedene Wirkstoffklassen für die Therapie von Askaridien geeignet (MSD Veteri-

nary Manual 2022). In Österreich sind zur Behandlung bei Hunden und Katzen Benzimidazole,

Makrozyklische Laktone (Avermectine, Milbemycine), Piperazine und Pyrimidine zugelassen

(Messner 2020). Je nach Infektionsrisiko sollte die Behandlung gegen Spulwürmer zwischen

ein- und zwölfmal jährlich (bestenfalls nach parasitologischer Kotuntersuchung) erfolgen (ESC-

CAP 2014).
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2.3.1.1 Toxocara canis/cati

Die Endwirte von Toxocara canis sind Kaniden, z.B. Hunde. T. cati hingegen befällt Katzen und

andere Feliden als Endwirte (Okulewicz et al. 2012).

Zudem zählt die Toxokariasis zu den verbreitetsten, durch Helminthen verursachten, Zoonosen

(Ng-Nguyen et al. 2021).

Lebenszyklus. Nach oraler Aufnahme von Eiern (die die infektiöse Drittlarve enthalten) aus

der Umgebung oder von befallenen Zwischen-/Stapelwirten, gelangen die infektionsfähigen L3-

Larven in den Darm des Endwirtes. Die L3 penetrieren daraufhin die Darmwände und werden

über das Blutsystem in die Leber und weiter in die Lunge transportiert (Taylor et al. 2007).

Nachfolgend kann es zu zwei verschiedenen Wanderungen durch den Körper des befallenen

Tiers kommen (Kassai 1999).

Bei Jungtieren unter einem Alter von drei Monaten ist besonders der tracheale Wanderweg

beschrieben, bei dem Larven aus der Lunge durch die oberen Atemwege wandern, geschluckt

werden und schließlich wieder in den Dünndarm gelangen, wo sie sich zu adulten Würmern

entwickeln und Eier ablegen (Schnieder et al. 2011).

Bei älteren Tieren hingegen, überwiegt der somatische Wanderweg (Greve 1971). Auch hier

wandern die L3 nach Aufnahme in die Lunge, treten aber anschließend durch die Wände der

Kapillaren in die Blutgefäße, von wo aus sie schließlich zu verschiedenen Organen transportiert

werden (Schnieder et al. 2011). In einigen Organen können sie sich abkapseln und in einem

hypobiotischen Zustand jahrelang verbleiben (Ma et al. 2019).

Neben der horizontalen Übertragung können Toxocara spp. auch vertikal übertragen werden,

wenn das Muttertier infiziert ist. Bei T. cati ist bei der vertikalen Übertragung nur eine galak-

togene Infektion beschrieben (Coati et al. 2004), T. canis kann zudem auch pränatal auf die

Welpen übertragen werden (Aydenizöz-Özkayhan et al. 2008).

Klinik. Bei älteren Hunden oder nur mäßigem Befall der Tiere bleibt die Infektion meist sym-

ptomlos oder es werden schwache Symptome beobachtet. Bei Welpen mit großer Wurmbürde

kann es zum Teil allerdings zu schwerwiegenden Symptomen kommen. Neben starken Durch-

fällen, Erbrechen, schmerzhaftem Abdomen, Obstipation und anderen gastrointestinalen Sym-

ptomen, kann es durch wandernde Larven auch zu Hepatitis oder Atemwegssymptomen kom-

men (Deplazes et al. 2021).

Der Mensch kann sich durch perorale Aufnahme von infektiösen L3 ebenfalls mit Toxocara
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spp. infizieren. Menschen in Regionen mit einer hohen Zahl an streunenden Tieren sind be-

sonders gefährdet. Das Krankheitsbild der humanen Toxokariasis wird durch wandernde Lar-

ven im Körper verursacht, die, je nach Lokalisation, als Larva migrans visceralis (VLM) oder

als Larva migrans ocularis (OLM) bezeichnet wird. Auch eine Neurotoxocarose kann auftreten

(Magnaval et al. 2001).

Die Diagnostik und die Therapie von Spulwürmern wurden bereits in Kapitel 2.3.1. erwähnt.

Bei Toxocara spp. ist zudem die vertikale Übertragungsmöglichkeit zu beachten. Welpen soll-

ten daher bereits ab der zweiten (Hund) bzw. ab der dritten (Katze) Lebenswoche entwurmt

werden und auch säugende Muttertiere sollten möglichst anthelminthisch abgedeckt werden.

Zusätzlich zur Entwurmung sind Hygienemaßnahmen sowie die Aufklärung der Patientenbe-

sitzer:innen von großer Bedeutung, da bei Entwurmung massenhaft infektiöse Eier mit hohem

Zoonosepotential ausgeschieden werden (ESCCAP 2021).

2.3.1.2 Toxascaris leonina

Toxascaris leonina kann sowohl Hunde als auch Katzen befallen (Okulewicz et al. 2012).

Lebenszyklus. Nach peroraler Aufnahme infektiöser L3 durch den Endwirt gelangen diese

in den Dünndarm. Nach Häutung in der Darmwand gelangen die weiterentwickelten Larven

wieder ins Lumen, wo sie nach Erreichen der Geschlechtsreife Eier legen, die vom Endwirt

ausgeschieden werden (Bowman 2020).

Klinisch verläuft die Infektion mit T. leonina meist deutlich harmloser als es bei Toxocara spp.

der Fall ist (Rostami et al. 2020).

Informationen bzgl. Diagnostik und Therapie von Spulwürmern s. Kapitel 2.3.1.

2.3.2 Ancylostomatidae

Die wichtigsten Vertreter der Familie der Ancylostomatidae (Hakenwürmer) sind bei Hunden

und Katzen die Gattungen Ancylostoma spp. und Uncinaria spp. (Bowman et al. 2010).

Der Lebenszyklus kann wie bei den Spulwürmern optional einen paratenischen Wirt beinhal-

ten, bei dem es sich auch bei Hakenwürmern meist um Nager handelt (Traversa 2012).

Das Krankheitsbild ist bei beiden Gattungen abhängig von der Wurmbürde und vom Alter des

Tieres (Jungtiere zeigen meist eher Symptome als ältere). In ernsten Fällen kann es zu starken

Durchfällen und Gewichtsverlust kommen (Beck und Pantchev 2009).
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Beim Menschen können Hakenwürmer das Krankheitsbild einer sogenannten Larva migrans

cutanea hervorrufen, das durch Hautkontakt mit infektiösen L3 entsteht und zu lokalen Hautrei-

zungen mit oder ohne Eosinophilie führen kann (Bowman et al. 2010).

Die Diagnose erfolgt mittels Flotationsverfahren (ESCCAP 2014).

Therapeutisch sind die Tiere mit Benzimidazolen, Makrozyklischen Laktonen oder Pyramidi-

nen zu entwurmen (Messner 2020, MSD Veterinary Manual 2022) und bei ernstem Krankheits-

bild gegebenenfalls zusätzlich symptomatisch zu behandeln (ESCCAP 2021).

2.3.2.1 Ancylostoma spp.

In Europa kommen zwei Hauptvertreter dieser Gattung vor. Ancylostoma caninum bei Hunden

und A. tubaeforme bei Katzen (Bowman et al. 2010).

Lebenszyklus. Eine Infektion mit Ancylostoma spp. kann über verschiedene Wege ablaufen.

Neben der peroralen Aufnahme infektiöser L3-Stadien aus der Umwelt oder über paratenische

Wirte, kann es zur perkutanen Infektion kommen (Mittra et al. 1984). Auf allen Wegen gelangen

die L3 letztendlich in den Gastrointestinaltrakt (Bowman 2020). Nur ein Teil der Larven bleibt

im Dünndarm des Endwirtes, wo diese zu adulten Würmern heranwachsen und Eier produzie-

ren; beim anderen Teil kommt es zu einer somatischen (ältere Tiere) oder zu einer trachealen

(jüngere Tiere) Wanderung (Deplazes et al. 2021). Bei ersterer können die L3, wie bei Toxocara

spp., in einen hypobiotischen Zustand übergehen und lange Zeit im Gewebe überleben (Arasu

2001).

Bei A. caninum kann es neben der horizontalen Infektion zudem auch zur Übertragung über

die Muttermilch vom Muttertier auf die Hundewelpen kommen (Bowman 2020).

Klinik. Bei der Gattung Ancylostoma handelt es sich um blutsaugende Parasiten (Stassens

et al. 1996), weshalb es zusätzlich zu den in Kapitel 2.3.2. genannten Symptomen auch zu

Anämie (Hotez et al. 1985) und Proteinverlust bis hin zum Versterben des Tieres kommen

kann (Deplazes et al. 2021).

Diagnostik und Therapie wurden bereits in Kapitel 2.3.2. beschrieben.

2.3.2.2 Uncinaria stenocephala

Uncinaria stenocephala kommt hauptsächlich bei Hunden vor, kann aber in seltenen Fällen

auch Katzen infizieren (Bowman et al. 2002).
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Lebenszyklus. Die Tiere infizieren sich mit U. stenocephala hauptsächlich durch perorale Auf-

nahme der L3 aus der Umwelt oder über Stapelwirte (Štrkolcová et al. 2022). Eine Infekti-

on über die Haut und somatische Wanderungen spielen hier einer eher untergeordnete Rolle

(Kassai 1999). Die aufgenommenen Larven gelangen in den Darm des Wirtes und entwickeln

sich weiter bis zur Geschlechtsreife, um Eier zu legen (Boch und Supperer 2006).

Klinik, Diagnostik und Therapie wurden bereits in Kapitel 2.3.2. beschrieben.

2.3.3 Trichuridae

2.3.3.1 Trichuris spp.

Der wichtigste Vertreter der Gattung Trichuris (Peitschenwürmer) beim Hund ist T. vulpis (Tra-

versa 2011). Selten kann es auch bei Katzen zu einer Infektion mit Peitschenwürmern kommen;

dabei wurden die Arten T. serrata, T. campanula und T. felis nachgewiesen (Kelly 1973).

Der Entwicklungszyklus von Trichuris spp. ist direkt, er läuft also ohne Zwischen- oder Sta-

pelwirte ab (Bundy und Cooper 1989). Nach peroraler Aufnahme von infektiösen L1-Stadien,

die sich zuvor in mehreren Wochen im Ei entwickeln (Beer 1973), gelangen die Larven in den

Dickdarm des Wirtes, wo sie in die Schleimhaut eindringen (Klementowicz et al. 2012). Auf-

grund des stetigen Wachstums der Parasiten kommt es zum Durchtritt des Hinterkörpers in

das Darmlumen, sodass nach Erreichen der Geschlechtsreife die Parasiteneier beim Kotab-

satz des Wirtes ausgeschieden werden (Bundy und Cooper 1989).

Klinik. Bei starkem Befall kann es zu hämorrhagischen Enteritiden kommen (Venco et al.

2011). Da es sich um blutsaugende Parasiten handelt, kann es zudem zu Anämien und Prote-

inverlust kommen (Mohan et al. 2022).

Die Diagnostik erfolgt in der Regel mittels Flotationsverfahren (Mohan et al. 2022). Mikrosko-

pisch zeigen die Eier eine typische Zitronenform (Venco et al. 2011).

Therapie. Neben der Verabreichung von Anthelminthika (Benzimidazole oder Makrozyklische

Laktone (Messner 2020, MSD Veterinary Manual 2022)) sind Hygienemaßnahmen sehr wich-

tig, da die infektiösen Eier in der Umgebung sehr langlebig sind (ESCCAP 2014).

Ob Menschen sich ebenfalls mit T. vulpis infizieren können, ist fraglich (Dunn et al. 2002).
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2.3.3.2 Capillaria spp.

Innerhalb der Gattung Capillaria (Haarwürmer) gibt es mehrere Arten, die Hauskarnivoren be-

fallen können. C. putorii kann den Magen oder den Dünndarm von Katzen befallen (Collins und

Charleston 1972). C. aerophila kann bei Hund und Katze vorkommen und sitzt in den Atemwe-

gen der betroffenen Tiere (Traversa et al. 2011); auch C. boehmi befällt die Atemwege, kommt

aber nur bei Kaniden vor (Magi et al. 2012). C. plica befällt die Harnblase und kann ebenso

bei beiden Tierarten nachgewiesen werden (Callegari et al. 2010, Rossi et al. 2011). In selte-

nen Fällen können sich Hunde und Katzen auch mit der in der Leber lebenden Art C. hepatica

infizieren (Fuehrer 2014).

Der Entwicklungszyklus ist bei einigen Arten noch unbekannt (Conboy 2009). Er kann, je

nach Art, entweder direkt oder indirekt mit Regenwürmern als Zwischenwirte ablaufen (Vero-

nesi et al. 2013, Knaus et al. 2015). Nach Aufnahme der infektiösen L1 gelangen die Larven

in den Darm und wandern nachfolgend über Lymph- und Blutgefäße in das jeweilige Zielorgan

(Traversa et al. 2011, Basso et al. 2014).

Die Klinik richtet sich weitestgehend nach den von den Parasiten befallenen Organsystemen

(Petersen et al. 2018) und auch diagnostisch kann Material der befallenen Organe verwendet

werden (z.B. Nachweis von Eiern im Harnsediment bei C. plica) (Basso et al. 2014). Bei C.

putorii, C. aerophila und C. boehmi können Eier zudem koproskopisch nachgewiesen werden

(Deplazes et al. 2021).

Zur medikamentösen Therapie werden unter anderem verschiedene makrozyklische Laktone

als wirksam beschrieben (Evinger et al. 1985, Callegari et al. 2010, Traversa et al. 2012).

Zoonotische Bedeutung. Einige Capillaria-Arten können auch den Menschen befallen. Dabei

hat in der Humanmedizin von den oben genannten Arten C. hepatica die größte Relevanz

(Ewing und Tilden 1956, Traversa et al. 2011).

2.3.4 Strongyloididae

2.3.4.1 Strongyloides stercolaris

Hunde können sich in Europa mit Strongyloides stercoralis infizieren; die natürliche Übertra-

gung von S. stercoralis auf Katzen ist noch nicht wissenschaftlich erwiesen (Thamsborg et al.

2017).
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Lebenszyklus. Im Darm der Wirte befinden sich nur weibliche Parasiten, die Eier ausschei-

den, ohne eine Befruchtung zu benötigen. Nach der Ausscheidung von L1 mit dem Kot, gibt

es zwei Möglichkeiten. Entweder die Larven entwickeln sich weiter zum infektiösen L3 Sta-

dium (homogone Entwicklung) oder es entsteht eine freilebende Population männlicher und

weiblicher Adulter, welche Eier ablegen. Aus diesen entsteht eine Generation weiblicher Lar-

ven (heterogone Entwicklung). (Viney 2007). Diese können entweder perkutan oder peroral in

Wirte eindringen und dort tracheal oder somatisch wandern (Unterköfler et al. 2022). Zudem

kann es zu Autoinfektionen kommen (Ericsson et al. 2001) und beim Hund wird auch eine

transmammäre Übertragung beschrieben (Shoop et al. 2002).

Klinik. An den Eintrittsstellen der Larven kann es nach perkutaner Infektion zu lokalen Hautrei-

zungen kommen. Bei Jungtieren können zudem unter Umständen Durchfälle und Wachstums-

störungen entstehen (Unterköfler et al. 2022).

Da, wie schon erwähnt, bei S. stercoralis L1 ausgeschieden werden, kann die Diagnose nicht

in der Flotation erfolgen. Stattdessen können die Larven mittels Trichter-Auswanderverfahren

oder Koprokultur nachgewiesen werden (Knopp et al. 2014). Zudem gibt es die Möglichkeit

Antikörper oder DNA nachzuweisen (Ericsson et al. 2001, Verweij et al. 2009).

Die Therapie kann herausfordernd sein. Die besten Erfolge wurden mit makrozyklischen Lak-

tonen erzielt (Unterköfler et al. 2022).

Auch Menschen können sich mit Strongyloides spp. infizieren. Neben dermatologischen Sym-

ptomen, aufgrund einer Larva migrans cutanea, kann es bei immunsupprimierten Menschen

durch S. stercoralis zu schwerwiegenden Krankheitsverläufen kommen (Keiser und Nutman

2004).

2.3.5 Lungen-/Herzwürmer

Im Folgenden werden die relevantesten Lungen- und Herzwürmer von Hunden und Katzen

in Mitteleuropa vorgestellt. Bei Hunden sind diese der Herzwurm Angiostrongylus vasorum

und der Lungenwurm Crenosoma vulpis (Conboy 2004); bei Katzen kann der Lungenwurm

Aelurostrongylus abstrusus vorkommen (Taubert et al. 2009).

Alle drei benötigen für ihren Entwicklungszyklus Schnecken als Zwischenwirte (Ash 1970,

Conboy 2004).

Diagnostik. Die Larven von A. vasorum, A. abstrusus und C. vulpis werden im Kot mittels

Auswanderverfahren nachgewiesen. Ebenfalls möglich sind die Untersuchung von Bronchial-
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sekret sowie bei einigen Arten der Nachweis von Antigen, Antikörpern oder DNA (Barutzki und

Schaper 2009, 2013, Jefferies et al. 2009).

Therapeutisch können makrozyklische Laktone oder Benzimidazole eingesetzt werden. Bei

schwerwiegender Symptomatik kann zusätzlich eine unterstützende Behandlung (z.B. mit An-

tibiotika oder Glukokortikoiden) von Nöten sein (ESCCAP 2021).

2.3.5.1 Angiostrongylus vasorum

Lebenszyklus. Die adulten A. vasorum-Würmer leben in der Lungenarterie und im rechten

Herzen von Hunden, welche die Endwirte darstellen (Schnyder et al. 2010). Die Würmer le-

gen Eier, welche zur Lunge transportiert werden und sich zu L1 entwickeln. Über die oberen

Atemwege gelangen sie in den Pharynx, werden geschluckt und mit dem Kot ausgeschieden

(Barçante et al. 2003). Im Zwischenwirt häuten sich die Larven zu infektiösen L3, welche, nach

Aufnahme durch den Endwirt, dessen Darmwand perforieren und sich wiederum im Herz bzw.

in der Pulmonalarterie zu Adulten entwickeln (Guilhon und Cens 1973). Zusätzlich zu den Zwi-

schenwirten, kann es bei A. vasorum paratenische Wirte (wie z.B. Amphibien) geben (Bolt et

al. 1993).

Eine Infektion kann klinisch unauffällig bleiben, in einigen Fällen können aber auch schwere

Herz- und Atemwegsprobleme beobachtet werden (Cury et al. 2002).

Die Diagnose und die Therapie von Herz- und Lungenwürmern wurden bereits in Kapitel 2.3.5.

beschrieben.

2.3.5.2 Aelurostrongylus abtrusus

Lebenszyklus. Die Adulten leben in der Lunge von Katzen, welche als Endwirte von A. abstru-

sus beschrieben werden. Aus den abgelegten Eiern schlüpfen L1, welche, wie bei A. vasorum,

in den Gastrointestinaltrakt wandern und fäkal ausgeschieden werden (Traversa et al. 2008).

Auch bei A. abstrusus können Stapelwirte in den Lebenszyklus eingebunden sein (Grandi et

al. 2005). Die Katze infiziert sich, indem sie Zwischen- oder Stapelwirte frisst (Bowman et al.

2002).

Klinik. Die Krankheit kann subklinisch verlaufen, leichte respiratorische Symptome hervorrufen

oder sogar zum Tod der Tiere führen (Giannelli et al. 2014).

Informationen zu Diagnostik und Therapie sind in Kapitel 2.3.5. zu finden.



18

2.3.5.3 Crenosoma vulpis

Der Entwicklungszyklus von C. vulpis entspricht größtenteils dem von A. vasorum. Die Adul-

ten befinden sich bei dieser Art aber in den Bronchien, Bronchiolen und in der Trachea (Segeritz

et al. 2022).

Klinisch kann es, durch Bronchitis und interstitielle Pneumonie (Stockdale und Hulland 1970),

zu Störungen des Respirationstraktes kommen (Nevárez et al. 2005).

Diagnostik- und Therapieoptionen s. Kapitel 2.3.5.

2.4 Untersuchungsmethoden

2.4.1 Flotationsverfahren

Prinzip. Das Flotationsverfahren dient dem Nachweis verschiedener Parasitenstadien (Eier,

Zysten oder Oozysten) im Kot. Der Kot wird mit einer Flotationslösung mit hoher Dichte ver-

mischt. Die weniger dichten Parasitenstadien sammeln sich nach der Flotation auf der Ober-

fläche der Suspension und können auf einen Objektträger übertragen werden (Deplazes et al.

2008). Da einige Parasiten nur unregelmäßig ausgeschieden werden, sollte möglichst Sam-

melkot von drei aufeinanderfolgenden Tagen verwendet werden, um die Sensitivität der Unter-

suchung zu erhöhen (ESCCAP 2022).

Genauigkeit. Die Genauigkeit des Flotationsverfahrens ist sehr vom verwendeten Material-

abhängig Bei Hunden kann es durch Koprophagie zudem zu falsch positiven Ergebnissen

kommen. Bei angemessenen Voraussetzungen (z.B. adäquate Laborausstattung und korrekt

angewandte Methoden) stellt die Flotation eine gute Untersuchungsmethode dar (Mekaru et al.

2007, Colombo et al. 2022).

2.4.2 Auswanderverfahren nach Baermann-Wetzel

Prinzip. Das Auswanderverfahren dient dem Nachweis von lebenden Nematodenlarven. Diese

wandern aus dem Kot im Wasser der Schwerkraft folgend nach unten und reichern sich im

unteren Teil eines Trichters an (Deplazes et al. 2008).

Genauigkeit. Auch wenn die Genauigkeit sehr abhängig von der Dichte und dem Aktivitätsgrad

der Larven ist (Deplazes et al. 2008), zählt das Auswanderverfahren nach Baermann-Wetzel

noch immer zu den sensitivsten Methoden zum Nachweis von Lungenwurm- oder Strongyloi-

des stercoralis-Infektionen (Knopp et al. 2014, Colombo et al. 2022, Unterköfler et al. 2022).
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2.4.3 Giardien-/Kryptosporidien-Antigen-Schnelltest

Prinzip. Spezifisches Parasiten-Antigen kann auf verschiedenen Wegen nachgewiesen wer-

den. Als Schnelltests werden vor allem sogenannte Lateral Flow Assays oder SNAP-Tests

verwendet. Die Tests funktionieren auf dem Prinzip, dass die parasitären Antigene an im Test

enthaltene und markierte spezifische Antikörper binden. Bei Vorhandensein von Antigen binden

die Antigen-Antikörper-Komplexe an befestigte Antikörper und es kommt zum Farbumschlag im

Probenfeld (Koczula und Gallotta 2016, IDEXX Laboratories, Inc. 2021).

Genauigkeit. Die Genauigkeit der Antigen-Tests hängt vom Hersteller und von den nachzuwei-

senden Parasiten ab.

2.4.4 Quantitative Verfahren

2.4.4.1 Modifiziertes McMaster-Zählverfahren

Prinzip. Durch Flotation sammeln sich die in der angefertigten Kotsuspension enthaltenen Pa-

rasitenstadien an der Oberfläche einer speziellen Kammer. Die auf der Kammer markierten

Flächen ermöglichen das Zählen der Parasitenstadien unter dem Mikroskop (Deplazes et al.

2008).

Durchführung. 4 g Kot werden mit 30 ml Flotationslösung vermischt und durch ein Sieb in ein

Becherglas gefüllt, welches mit weiterer Flotationslösung auf 60 ml aufgefüllt wird. Während

kontinuierlichen Rührens, werden mit einer Pipette beide Abteilungen der Kammer mit der Sus-

pension luftblasenfrei gefüllt (ESCCAP 2022).

Interpretation. Nach 5 – 10 Minuten sind die Parasitenstadien flotiert und können unter dem

Mikroskop gezählt werden. Über eine vorgegebene Formel kann dann errechnet werden, wie

viele parasitischen Elemente sich in 1 g Kot befinden (ESCCAP 2022).

Genauigkeit. Im Gegensatz zu vergleichbaren Methoden, hat das McMaster-Zählverfahren bei

der Untersuchung von Hunde- und Katzenkotproben eine recht niedrige Sensitivität und wird

daher nur sehr selten bei Kleintieren verwendet (Cringoli et al. 2011, 2017).

2.4.4.2 FLOTAC®

Prinzip. Bei der FLOTAC®-Technik handelt es sich um eine quantitative Koproskopiemethode,

die eine höhere Sensitivität als vergleichbare Methoden aufweist (Utzinger et al. 2008).
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Durchführung. Die gesammelte Kotprobe wird zunächst in einem Verhältnis von 1:10 mit Was-

ser vermischt und dann durch ein Sieb gefiltert. 11 ml der Flüssigkeit werden in ein Reagenz-

glas gefüllt, für 3 Minuten bei 170 x g bei Raumtemperatur zentrifugiert und der Überstand wird

abgegossen. Das Röhrchen wird mit der gewünschten Flotationslösung wieder auf 11 ml gefüllt

und das Sediment mit der Flotationslösung gut vermischt. Die gewonnene Suspension wird in

die beiden Kammern des Apparates (Fassungsvermögen jeweils 1 ml) gefüllt und in diesem

5 Minuten bei 120 x g zentrifugiert. Nach 90°-Drehung (Translation) des Schlüssels kann die

Probe unter dem Mikroskop untersucht werden (Cringoli et al. 2010).

Interpretation. Bei der oben beschriebenen Standardmethode beträgt der Multiplikationsfaktor

1. Die gezählte Anzahl der parasitischen Elemente in beiden Zählkammern wird demnach mit

1 multipliziert, um die Zahl der parasitischen Elemente pro Gramm zu erhalten. (Cringoli et al.

2010).

Genauigkeit. In mehreren Studien hat die FLOTAC® Technik eine höhere Sensitivität aufge-

wiesen als vergleichbare Untersuchungsmethoden (Knopp et al. 2009a, 2009b, 2014).

2.4.4.3 Mini-FLOTAC

Prinzip. Die Mini-FLOTAC-Technik ist eine vereinfachte Form der FLOTAC®-Technik. Zusätz-

lich zu dem weniger komplizierten Apparat (Mini-FLOTAC Kit) wurde der Fill-FLOTAC entwi-

ckelt, mit dem eine einfachere und sicherere Probenaufbereitung möglich ist. Ein großer Vorteil

besteht zudem darin, dass eine Zentrifuge bei dieser Methode nicht notwendig ist (Maurelli et

al. 2014).

Durchführung. Für die Untersuchung frischen Kotes werden 2 g Kot mit 18 ml Flotationslösung

im Fill-FLOTAC vermischt, was eine Probenverdünnung von 1:10 ergibt.

Für die Untersuchung fixierter Kotproben, werden zunächst 2 g Kot mit 2 ml 5%iger Forma-

linlösung vermischt. Die Proben können daraufhin für bis zu einen Monat gelagert werden. Vor

der Untersuchung wird der Fill-FLOTAC auf 20 ml mit der Flotationslösung gefüllt und wieder

gut vermischt. Dadurch ergibt sich wiederum eine Probenverdünnung von 1:10.

Die beiden Kammern des Mini-FLOTACS (Fassungsvermögen jeweils 1 ml) werden mit dem

Inhalt des Fill-FLOTACs gefüllt. Nach einer Wartezeit von 10 Minuten kann die Translation und

die Untersuchung unter dem Mikroskop erfolgen (Cringoli et al. 2017).

Interpretation. Der Multiplikationsfaktor liegt beim Mini-FLOTAC bei 5. Die gezählte Anzahl der
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parasitischen Elemente in beiden Zählkammern wird demnach mit 5 multipliziert, um die Zahl

der parasitischen Elemente pro Gramm zu erhalten (Maurelli et al. 2014).

Genauigkeit. Die Genauigkeit der Mini-FLOTAC-Technik ist im Vergleich mit anderen Metho-

den höher, ist aber niedriger als bei der FLOTAC®-Technik. Dennoch stellt sie eine gute und

unkomplizierte Alternative dar (Maurelli et al. 2014, Lima et al. 2015).

2.4.5 Künstliche Intelligenz (KI)-Techniken

2.4.5.1 Kubic FLOTAC microscope (KFM)

Prinzip. Das Kubic FLOTAC microscope (KFM) ist ein tragbares, kompaktes Mikroskop, mit

dem FLOTAC- und Mini-FLOTAC-Platten ausgelesen werden können. (Cringoli et al. 2021).

Durchführung. Die gefüllten FLOTAC- bzw. Mini-FLOTAC-Platten werden in das Gerät gelegt

und eingelesen. Auf verschiedenen Wegen können die angefertigten Bilder auf dem Endgerät

empfangen und beurteilt werden. In der Zukunft soll es zudem die Möglichkeit geben, die Pro-

ben mit artifizieller Intelligenz zu untersuchen und somit menschliche Fehlerquellen zu redu-

zieren (Cringoli et al. 2021).

Interpretation. Die aufgenommenen Bilder können genauso wie bei der Betrachtung im Licht-

mikroskop beurteilt werden (Cringoli et al. 2021).

Genauigkeit. Es wurden keine signifikanten Unterschiede zwischen den Ergebnissen der Ei-

zählung mittels Lichtmikroskop und KFM gefunden (Cringoli et al. 2021).

2.4.5.2 VETSCAN IMAGYST

Prinzip. Der VETSCAN IMAGYST ist ein Gerät, mit dem eine einfachere und systematisierte

Untersuchung von Kotproben von Hunden und Katzen möglich ist. Das VETSCAN IMAGYST

System besteht aus drei Hauptkomponenten: einem Kit zur Probenaufbereitung, einem di-

gitalen Scanner und einer Analysesoftware mit deep learning Funktion. Mit dem VETSCAN

IMAGYST ist auch eine quantitative Auswertung der Proben möglich (Nagamori et al. 2020).

Durchführung. Nach der Probenaufbereitung mit dem zugehörigen Kit wird der Objektträger

auf dem Scanner platziert und durch Klicken auf der Computerapp der Scanvorgang gestartet

(Anwendung von VETSCAN IMAGYSTTM 2021).

Interpretation. Das Ergebnis des Scanvorganges erscheint auf dem Computer und kann von

Anwender bzw. Anwenderin kontrolliert werden (Nagamori et al. 2021).
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Genauigkeit. Sowohl das Aufbereitungskit als auch der Scanner haben im Vergleich mit Stand-

ard-Untersuchungsmethoden bzw. Untersuchung mittels Lichtmikroskop sehr ähnliche Ergeb-

nisse gezeigt (Nagamori et al. 2020, 2021).

2.5 Prävalenzen in Europa

Es gibt regionale Unterschiede in der Prävalenz von Endoparasiten bei Hunden und Katzen.

Eine Übersicht über die Prävalenzen in verschiedenen Europäischen Ländern ist in den Tabel-

le 2 bis 5 zu sehen. Dabei ist zu beachten, dass sich die Populationszusammensetzungen in

den einzelnen Studien unterscheiden. Während einige Studien beispielsweise Tiere aus Haus-

halten untersuchten, wurden in anderen Studien eher streunende Tiere oder Tiere aus dem

Tierheim untersucht.

Grundsätzlich kann festgehalten werden, dass Tiere aus dem Tierheim bzw. streunende Tiere

häufiger von Endoparasiten befallen sind als Tiere, die in menschlicher Obhut leben (Borecka

2005, Claerebout et al. 2009, Scaramozzino et al. 2018, Zottler et al. 2019, Ilić et al. 2021).

2.5.1 Hunde

Es wurde jeweils der Mittelwert der Prävalenzen aus den verschiedenen Studien ermittelt. Die

einzelnen Ergebnisse der Studien sind Tabelle 2 bzw. Tabelle 3 zu entnehmen.

Die durchschnittliche Gesamtprävalenz von Endoparasiten bei den verwendeten Studien liegt

bei 33%. Der am häufigsten nachgewiesene Parasit ist Giardia spp. mit einer durchschnittlichen

Prävalenz von 18%. Der häufigste Nematode ist mit 11% T. canis. Weitere nachgewiesene

Parasiten in Europa sind Hakenwürmer (8,3%), Cystoisospora spp. (7,9%), T. vulpis (7,8%),

Cryptosporidium spp. (3,5%), Capillaria spp. (2,6%), Lungenwürmer (2,1%), T. leonina (1,7%),

Taeniidae (0,8%), Dipylidium spp. (0,7%) und Strongyloides spp. (0,5%).

Zudem wurden drei Studien herangezogen, die die Prävalenz von Endoparasiten in Österreich

über den Zeitraum von 1996 bis 2017 widerspiegeln.

Auffällig ist, dass die Prävalenz von T. canis über die Jahre deutlich abgenommen hat. In den

Jahren 1996 bis 2004 lag die Prävalenz bei 19,3% (Arnold et al. 2004), 2004 bis 2014 bei 5,5%

(Hinney et al. 2015) und 2016 bis 2017 nur noch bei 0,6% (Hinney et al. 2017). In der Studie

von Hinney et al. (2017) ist zudem auffällig, dass wider Erwarten nicht T. canis, sondern T.

vulpis mit 3,9% der häufigste Nematode war (Hinney et al. 2017).
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2.5.2 Katzen

Auch bei den Katzen wurde jeweils der Mittelwert der verwendeten Literatur errechnet. Die

einzelnen Ergebnisse der Studien sind Tabelle 4 bzw. Tabelle 5 zu entnehmen.

Die Gesamtprävalenz von Endoparasiten liegt hier im Schnitt bei 34%. Der am häufigsten nach-

gewiesene Parasit ist T. cati (19%), gefolgt von Giardia spp. (13%) und Cystoisospora spp.

(10%). Weitere nachgewiesene Parasiten sind Cryptosporidium spp. (5,1%), Taeniidae (4,9%),

Lungenwürmer (4,5%), Capillaria spp. (4%), Hakenwürmer (2,5%), Dipylidium spp. (1,1%),

Strongyloides spp. (0,4%) und T. leonina (0,1%).
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(Š

m
ig

ov
á
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3 Material und Methoden

3.1 Probennahme und Lagerung

Im Rahmen der Studie wurde der Kot von 297 Hunden und der von 158 Katzen untersucht. Alle

Tiere befanden sich zum Zeitpunkt der Probennahme in einem Wiener Tierheim.

Die Tiere wurden allgemein klinisch untersucht und die wichtigsten Daten (Alter, Gewicht, Her-

kunft und Ergebnisse der Untersuchung) wurden in einer Tabelle notiert. Von jedem Tier wurde

Kot in einem Behältnis gesammelt. Dabei handelte es sich nicht um Sammelkotproben. So-

wohl die Probennahme als auch die klinische Untersuchung der Tiere erfolgten bei Eingang

der Tiere ins Tierheim und vor der Gabe von Antiparasitika.

Ein Giardia Antigen-Test wurde direkt im Tierheim durchgeführt.

Die Proben wurden luftdicht verschlossen bei +4°C gelagert und innerhalb von drei Tagen ans

Institut für Parasitologie der Veterinärmedizinischen Universität gebracht, wo sie den weiteren

Untersuchungen unterzogen wurden.

3.2 Probenuntersuchung

3.2.1 Flotationsverfahren

4 – 5 g Kot wurden in einer Schale mit etwa 20 ml Wasser mittels Mörser gut vermischt. Die

Suspension wurde daraufhin mithilfe eines Trichters durch ein Sieb mit einer Maschenweite

von 500 – 800 µm in ein Reagenzglas gefüllt, welches daraufhin für 8 Minuten bei 690 x g

zentrifugiert wurde. Der Überstand wurde abgegossen, das Röhrchen wurde mit Zuckerlösung

gefüllt und die Suspension wurde mittels Vortexmischer homogenisiert. Das Röhrchen wurde

daraufhin erneut für 8 Minuten bei 690 x g zentrifugiert.

Von der Oberfläche wurden mit einer Metallöse einige Tropfen auf einen Objektträger übertra-

gen, welcher mit einem Deckglas abgedeckt wurde.

Unter dem Mikroskop wurden die angefertigten Proben bei 100-facher Vergrößerung mäander-

förmig durchgemustert und die Parasitenstadien gezählt. Die Höhe der Ausscheidung wurde

anhand dessen, wie in Tabelle 6 beschrieben, bestimmt.
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paras. Elemente

pro Objekträger

Höhe Ausscheidung

geringgradig mittelgradig hochgradig

Strongylideneier 1 - 9 10 - 20 > 20

Andere Wurmeier 1 - 4 5 - 9 ≥ 10

Kokzidienoozysten 1 - 19 10 - 30 > 30

Tabelle 6: Richtwerte für die Höhe der Ausscheidung von Parasitenstadien

3.2.2 Auswanderverfahren nach Baermann-Wetzel

Zum Nachweis von Lungenwürmern und Strongyloides stercoralis wurde zudem bei allen Pro-

ben ein Auswanderverfahren nach Baermann-Wetzel angefertigt.

Zunächst wurde eine Klemme schräg an einem, am unteren Teil des Trichters, angebrachten

Gummischlauch, der schräg angeschnitten wurde, befestigt. Nachdem der Trichter aufgehängt

und mit lauwarmem Wasser gefüllt wurde, bis die Probe zur Hälfe bedeckt war, wurden 5 – 10

g Kot in Gaze eingewickelt und in einem Sieb in den Trichter gelegt.

Die angesetzten Proben wurden über Nacht stehen gelassen. Am folgenden Tag wurde die

Klemme vorsichtig geöffnet und ein Tropfen aus dem Schlauch auf einen Objektträger gegeben,

welcher unter dem Mikroskop durchgemustert wurde.

3.2.3 SNAP® Giardia Test

Ein SNAP® Giardia Test der Firma IDEXX wurde bei allen Kotproben im Tierheim nach Her-

stellerangaben durchgeführt.

Die Testkits wurden kühl (bei 2-8°C) gelagert und 30 Minuten vor der Anwendung bei Raum-

temperatur verwahrt. Der Abstrichtupfer wurde mit einer dünnen Schicht des zu beprobenden

Kotes bedeckt und in das Plastikröhrchen gesteckt. Daraufhin wurde der Kolben geknickt und

durch dreimaliges Drücken die Lösung mit dem Kot vermischt. Fünf Tropfen der Suspension

wurden in die Probenvertiefung geträufelt. Sobald die Probenflüssigkeit im Aktivierungskreis

zu sehen war, wurde der Test durch Drücken aktiviert. Das Testergebnis wurde nach acht Mi-

nuten abgelesen.

Der Test wurde als gültig gewertet, wenn die Positivkontrolle eine Farbe annahm und die Ne-

gativkontrolle eine hellere oder gleich helle Färbung aufweiste wie die Probenanzeige. Das
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Ergebnis der Probe wurde als positiv beurteilt, wenn die Probenanzeige eine dunklere Farbe

annahm als die negative Kontrollanzeige.

3.2.4 FASTest® CRYPTO Strip

Ein FASTest® CRYPTO Strip der Firma MEGACOR Diagnostik GmbH wurde nur dann durch-

geführt, wenn Durchfall, also ein Fecal Score von 3 oder 4 vorlag und sowohl der Giardien

Antigen-Test als auch die Flotation negative Ergebnisse gezeigt hatten.

Der zu untersuchende Kot wurde mittels Löffel in das Probenröhrchen gegeben und Kot und

Pufferlösung gut vermischt. Nach kurzer Sedimentation wurde der Teststreifen für 1 Minute in

das Proberöhrchen gestellt, daraufhin auf eine ebene Fläche gelegt und das Ergebnis abgele-

sen.

Der Test wurde nur dann als aussagekräftig betrachtet, wenn eine blaue Kontrolllinie erschien.

Ein positives Testergebnis zeigte sich in der Ausbildung einer roten Testlinie. Gemäß den Her-

stellerangaben, wurde davon ausgegangen, dass die Konzentration an C. parvum-Antigen in

der Kotprobe höher war, je intensiver und schneller die Linie erschien.

3.3 Einteilung der Tiere

Die Tiere wurden anhand der Untersuchungsergebnisse in verschiedene Kategorien eingeteilt,

um eine statistische Einteilung zu ermöglichen.

3.3.1 Alter

Die Einteilung nach dem Alter der Tiere erfolgte anhand zweier verschiedener Kategorien. Ei-

nerseits erfolgte die Einteilung nach den verschiedenen Lebensabschnitten, für die vier Grup-

pen gebildet wurden. Bei den Hunden waren diese: Welpenalter (bis zu acht Wochen), Jung-

hundalter (zwischen neun Wochen und zwölf Monate), adultes Alter (ein bis sieben Jahre) und

schließlich Seniorenalter (älter als sieben Jahre). Bei den Katzen hingegen sah die Einteilung

wie folgt aus: Welpenalter (bis zu acht Wochen), Juniorenalter (zwischen neun Wochen und

zwei Jahren), adultes Alter (drei bis zehn Jahre) und Seniorenalter (älter als zehn Jahre).

Andererseits wurden die Tiere in folgende sechs Altersgruppen eingeteilt: jünger als drei Jahre,

drei bis fünf Jahre, sechs bis acht Jahre, neun bis elf Jahre, zwölf bis 14 Jahre und älter als 14

Jahre.
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3.3.2 Größe/Gewicht

Zudem wurden die Tiere nach Größe bzw. Gewicht geordnet. Die Hunde wurden vier verschie-

denen Gewichtskategorien zugeordnet: Kleine Hunde (bis 10 kg), mittelgroße Hunde (10 – 20

kg), große Hunde (20 – 30 kg) und sehr große Hunde (mehr als 30 kg). Bei den Katzen wurden

sechs Gewichtskategorien unterschieden: leichter als ein Kilogramm, ein bis zwei Kilogramm,

zwei bis drei Kilogramm, drei bis vier Kilogramm, vier bis fünf Kilogramm und schwerer als fünf

Kilogramm.

3.3.3 Herkunft

Bei den Tieren wurde bei Aufnahme ins Tierheim jeweils die Herkunft notiert. Dabei wurde

zwischen Abnahme-Tieren und Fundtieren unterschieden.

3.3.4 Durchfallsymptomatik

Bei der Untersuchung der Tiere, die im Tierheim stattfand, wurden diese auf Vorliegen von

Durchfallsymptomatik untersucht. Die Tiere wurden in zwei Kategorien eingeteilt: Tiere mit

Durchfallsymptomatik und Tiere ohne Durchfallsymptomatik.

3.3.5 Fecal Score

Zusätzlich zu der oben erwähnten Untersuchung im Tierheim auf Vorliegen von Durchfall wur-

den die Proben im Labor der Veterinärmedizinischen Universität in ein vierstufiges Fecal Score

System eingeordnet, das eine genauere und objektivere Beurteilung erlauben sollte und folgen-

dermaßen aufgebaut war: Fecal Score 1 (physiologisch): fester bzw. harter Kot, Fecal Score

2 (physiologisch): weicher, aber geformter Kot, Fecal Score 3 (unphysiologisch): weicher, nicht

mehr geformter Kot, Fecal Score 4 (unphysiologisch): sehr weicher bzw. flüssiger Kot.

3.4 Statistische Auswertung

Die Ergebnisse wurden mithilfe von Microsoft Excel (Version 16.73) notiert. Die statistische

Auswertung erfolgte mit SPSS (IBM Version 29.01.0) und einem Chi–Quadrat–Test bezie-

hungsweise mit einem Kruskal-Wallis-Test.
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4 Ergebnisse

4.1 Hunde

Im Rahmen der Diplomarbeit wurden 297 Hundekotproben untersucht. Ein positiver Flotations-

befund wurde bei 15% dieser Hunde festgestellt. Der häufigste Parasit war Trichuris vulpis, der

bei 12% nachgewiesen wurde. Weitere in der Flotation nachgewiesene Parasiten waren Ancy-

lostomatidae (3%), Toxocara canis (2%), Capillaria spp (1%), Cystoisospora spp. (1%), Giardia

spp. (0,7%) und Toxascaris leonina (0,3%), siehe Abbildung 1.

Der IDEXX SNAP® Giardia-AG- Tests fiel bei 8% der untersuchten Hunde positiv aus. Bei 8%

dieser Hunde wurden Giardien auch in der Flotation nachgewiesen.

Ein FASTest® CRYPTO Strip wurde bei 6,7% der Hunde durchgeführt, da diese unphysiolo-

gische Kotkonsistenzen (Fecal Score 3 oder 4) zeigten und sowohl Flotation als auch Giardia

SNAP Test negativ ausfielen. Der Test lieferte bei keinem der Hunde ein positives Ergebnis.

Auch das Auswanderverfahren lieferte bei den untersuchten Hundeproben keine positiven Er-

gebnisse.

Abbildung 1: Anteil mittels Flotation nachgewiesener Parasitenstadien bei Hunden n = 297
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4.1.1 Alter

Ein positiver Flotationsbefund kam vor allem bei jungen Tieren vor. Hunde aus einem früheren

Lebensabschnitt waren signifikant häufiger von Endoparasiten befallen als ältere Tiere (p =

0,001).

67% der Hunde, die in die Altersgruppe bis zu acht Wochen fielen, hatten einen positiven

Flotationsbefund. Von den Junghunden zeigten 16% eine positive Flotation, bei den adulten

Tieren waren es 10% und bei Hunden im Seniorenalter 2%. Eine Übersicht ist in Abbildung 2

dargestellt.

Von den 45 Hunden mit einem positiven Flotationsbefall war bei 22 Hunden das Alter bekannt.

Von diesen waren 73% jünger als drei Jahre, 18% zwischen drei und fünf, 4,5% zwischen sechs

und acht und 4,5% zwischen neun und elf Jahre alt.

Eine Altersabhängigkeit wurde bei den Nematoden besonders bei T. canis, T. leonina und T.

vulpis nachgewiesen. Es wurden jeweils die Tiere herangezogen, bei denen das Alter bekannt

war. Fünf der Hunde, bei denen T. canis nachgewiesen wurde, waren 80% jünger als drei

Jahre. Bei T. vulpis war bei elf Hunden das Alter bekannt, von denen 69% jünger als drei Jahre

waren. Der Hund, bei dem T. leonina nachgewiesen wurde (100%) war ebenfalls jünger als drei

Jahre alt. Von den fünf Hunden mit Hakenwurm-Befall und bekanntem Alter waren 20% jünger

als drei Jahre und von den drei Hunden mit Capillaria spp. fielen 33% in diese Altersgruppe.

Auch bei den Protozoen waren vor allem Jungtiere betroffen. Beide Hunde mit Cystoisospora

spp.-Befall und bekanntem Alter (100%), waren jünger als ein Jahr alt. Von den Hunden mit

positivem Giardien-Testergebnis und bekanntem Alter waren 68% jünger als drei Jahre bzw.

45% jünger als ein Jahr alt.

Auch bei den Ergebnissen des Giardia-AG-Tests war ein signifikanter Zusammenhang zwi-

schen Lebensabschnitt und positivem Ergebnis festzustellen (p = 0,001).

4.1.2 Größe/Gewicht

Die meisten Parasiten in der Flotation wurden bei mittelgroßen Hunden gefunden. 16% von

ihnen zeigten einen positiven Flotationsbefund. Bei 6% der kleinen Hunde, 9% der großen und

3% der sehr großen Hunde wurden Endoparasiten im Kot nachgewiesen (s. Abbildung 3).

Zwischen Flotationsergebnis und Größe bzw. Gewicht der Hunde konnte allerdings kein signi-

fikanter Zusammenhang festgestellt werden (p = 0,135).
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Abbildung 2: Anteil der Hunde mit positivem Flotationsbefund in den verschiedenen Altersgrup-

pen

Zwischen dem Ergebnis des Giardia-Ag-Tests und der Gewichtsgruppe der Tiere hingegen

bestand ein signifikanter Zusammenhang (p = 0,023). Auch hier zeigten vor allem mittelgroße

Hunde ein positives Ergebnis. 16% der mittelgroßen Hunde zeigten ein positives Ergebnis,

während der Test bei kleinen und sehr großen Hunden nur in 10% der Fälle und bei großen

Hunden nur in 2% der Fälle positiv ausfiel.

4.1.3 Herkunft

Mit 16% war die Prävalenz von Endoparasiten bei Fund-Hunden im Gegensatz zu 8% bei

Abnahme-Hunden höher (s. Abbildung 4). Der Zusammenhang zwischen der Herkunft der Tie-

re und dem Flotationsergebnis war allerdings nicht signifikant (p = 0,225)

4.1.4 Durchfall/Fecal Score

Für 236 der Hunde lagen Daten zur Kotkonsistenz, die im Rahmen der Untersuchung erhoben

wurden, vor. 43% dieser Hunde zeigten Durchfall. Von den 45 Hunden mit einem positiven Flo-
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Abbildung 3: Anteil der Hunde mit positivem Flotationsbefund in den verschiedenen Gewichts-

gruppen

tationsbefund lagen bei 22 Untersuchungsergebnisse bezüglich Kotkonsistenz aus dem Tier-

heim vor. 82% dieser Hunde zeigten Durchfall. Daraus ergibt sich ein positiver Zusammenhang

zwischen positiver Flotation und Durchfall (p = 0,002).

Ein positiver SNAP® Giardia Test hing zudem signifikant mit Durchfall zusammen (p = 0,007).

68% der Hunde mit einem positiven Ergebnis des Giardia AG-Tests zeigten Durchfall. Beide

Hunde, bei denen in der Flotation Giardien nachgewiesen wurden, zeigten Durchfall.

Von den 45 Hunden mit einem positiven Flotationsbefund zeigten 9% einen Fecal Score von

1, 49% einen Fecal Score von 2, 35% einen Fecal Score von 3 und 7% zeigten einen Fecal

Score von 4 (Abb. 5). Insgesamt wurde also mittels Fecal Scoring ermittelt, dass 58% der

Hunde mit positivem Flotationsbefund keinen Durchfall zeigten (Fecal Score 1 oder 2) und

42% Durchfall zeigten (Fecal Score 3 oder 4). Der statistische Zusammenhang ist in diesem

Fall nicht signifikant (p = 0,884).
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Abbildung 4: Anteil der Hunde mit positivem Flotationsbefund in den verschiedenen Herkunfts-

gruppen

4.2 Katzen

Im Rahmen der Diplomarbeit wurden 158 Katzenkotproben untersucht.

Ein positiver Flotationsbefund wurde bei 11% der Katzen festgestellt. In der Flotation wurden

Toxocara cati (4%), Cystoisopora spp. (4%), Giardia spp. (1,3%) und Ancylostomatidae (0,6%)

nachgewiesen. Im Auswanderverfahren wurde zudem bei 1,2% der Katzen Aelurostrongylus

abstrusus nachgewiesen. Eine Übersicht über die in der Flotation nachgewiesenen Parasiten

findet sich in Abbildung 6.

Der IDEXX SNAP® Giardia-AG- Tests fiel bei 12% der untersuchten Katzen positiv aus. Bei

11% dieser Katzen wurden Giardien auch in der Flotation nachgewiesen.

Ein FASTest® CRYPTO Strip wurde bei sieben Katzen (4,4%) durchgeführt, da diese unphysio-

logische Kotkonsistenzen (Fecal Score 3 oder 4) zeigten und sowohl Flotation als auch Giardia

SNAP Test negativ ausfielen. Der Test lieferte bei einer Katze (14%) ein positives Ergebnis.
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Abbildung 5: Aufteilung der Fecal Score Einteilung der Hunde mit einem positiven Flotations-

befund (n = 45)

4.2.1 Alter

Auch bei den Katzen waren vorwiegend jüngere Tiere betroffen. In den Altersgruppen Welpen-

alter (bis zu acht Wochen) und Juniorenalter (zwischen neun Wochen und zwei Jahren) zeigten

jeweils 14% der Katzen ein positives Flotationsergebnis. Bei den Katzen im adulten Alter (zwi-

schen drei und zehn Jahren) waren nur 4% betroffen und von den Katzen im Seniorenalter

(älter als zehn Jahre) zeigte kein Tier einen Endoparasitenbefall, s. Abb. 7.

Von den 17 Katzen mit einem positiven Flotationsbefund war bei zwölf Tieren das Alter bekannt.

Von diesen war der Großteil (92%) jünger als drei Jahre alt. 8% waren drei bis fünf Jahre alt und

keine dieser Katzen war älter als fünf Jahre. Zwischen Altersgruppen bzw. Lebensabschnitten

der Katzen und Flotationsergebnis bestand allerdings kein signifikanter Zusammenhang (p =

0,722 bzw. p = 0,582).

100% der Katzen, bei denen T. cati in der Flotation nachgewiesen wurde und deren Alter be-
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Abbildung 6: Anteil mittels Flotation nachgewiesener Parasitenstadien bei Katzen n = 158)

kannt war, waren jünger als drei Jahre. Ein Befall mit Cystoisospora spp. kam zu 75% bei

Katzen vor, die jünger als drei Jahre waren und beide Katzen, bei denen Lungenwürmer nach-

gewiesen wurden (100%) waren im Alter zwischen neun Wochen und zwei Jahren. Bei der

Katze, bei der Hakenwürmer nachgewiesen wurde, ist das Alter unbekannt.

Von den Katzen mit einem positiven Giardien SNAP Test und mit bekanntem Alter waren 100%

jünger als zwei Jahre alt. Auch der Zusammenhang zwischen Giardia-AG-Test und Lebensab-

schnitt fiel bei den Katzen allerdings nicht signifikant aus (p = 0,258).

4.2.2 Größe/Gewicht

Ein positives Flotationsergebnis lag vor allem bei Katzen mit einem Gewicht von zwei bis drei

Kilogramm (18%) vor. Von den Katzen mit einem Gewicht unter einem Kilogramm, zwischen

einem und zwei Kilogramm und den Katzen mit mehr als fünf Kilogramm zeigten jeweils 13%

ein positives Ergebnis. 9% der Katzen zwischen vier und fünf Kilogramm waren positiv und von

den Katzen, die zwischen drei und vier Kilogramm wogen, wurden bei keiner Parasiten in der

Flotation nachgewiesen (s. Abb. 8).
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Abbildung 7: Anteil der Katzen mit positivem Flotationsbefund in den verschiedenen Altersgrup-

pen)

Der Zusammenhang zwischen diesen beiden Kategorien war allerdings nicht signifikant (p =

0,630).

Zwischen dem Giardia-Antigen-Test und Gewicht hingegen lag ein signifikanter Zusammen-

hang vor (p = 0,006). 35% der Katzen mit einem positiven AG-Test wogen ein bis zwei Kilo-

gramm, 12% wogen weniger als ein Kilogramm und 9% fielen in die Kategorie zwei bis drei

Kilogramm. Von den schwereren Katzen zeigte keine ein positives Ergebnis im Antigen-Test.

4.2.3 Herkunft

Auch bei den Katzen waren eher Fundtiere als Abnahme-Tiere betroffen.

Während von den Katzen, die als Abnahme-Tiere ins Tierheim gelangten, kein Tier ein positives

Flotationsergebnis zeigten, konnten bei 13% der Fundtiere Endoparasiten mittels Flotationsme-

thode nachgewiesen werden (s. Abb. 9). Es besteht allerdings kein signifikanter Zusammen-

hang zwischen der Herkunft der Tiere und einem Endoparasitenbefall, also positiver Flotation

oder Giardien- bzw. Kryptosporidien-Antigen-Test (p = 0,054).
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Abbildung 8: Anteil der Katzen mit positivem Flotationsbefund in den verschiedenen Gewichts-

gruppen)

4.2.4 Durchfall/Fecal Score

107 der Katzen wurden im Tierheim auf Durchfallsymptomatik untersucht. Von diesen zeigten

57% Durchfall.

Von den 17 positiven Katzen lagen bei zehn Tieren Daten zu Kotkonsistenz aus dem Tier-

heim vor. 83% von diesen Katzen mit positivem Flotationsbefund zeigten Durchfallsymptome.

Es besteht zwar kein signifikanter Zusammenhang zwischen positivem Flotationsbefund und

Durchfallsymptomatik (p = 0,051), ein positiver SNAP® Giardia Test hing allerdings signifikant

mit Durchfall zusammen (p = 0,001).

63% der Katzen mit einem positiven Ergebnis des Giardia AG-Tests zeigten Durchfall. Bei kei-

ner der beiden Katzen, bei denen der Giardien SNAP Test positiv ausfiel, lagen Daten bezüglich

der Kotkonsistenz aus dem Tierheim vor.

Von den 17 Katzen mit positivem Flotationsbefund wurde bei 14 Tieren der Fecal Score be-

stimmt. 7% der Katzen mit positiver Flotation zeigten einen Fecal Score von 1, 29% zeigten
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Abbildung 9: Anteil der Katzen mit positivem Flotationsbefund in den verschiedenen Herkunfts-

gruppen)

einen Fecal Score von 2, 57% zeigten einen Fecal Score von 3 und 7% zeigten einen Fecal

Score von 4 (s. Abb. 10). Insgesamt wurde also mittels Fecal Scoring ermittelt, dass 36% der

Katzen mit positivem Flotationsbefund keinen Durchfall zeigten (Fecal Score 1 oder 2) und

64% Durchfall zeigten (Fecal Score 3 oder 4). Der statistische Zusammenhang ist in diesem

Fall nicht signifikant (p = 0,071). Es wurde allerdings ein signifikanter Zusammenhang zwischen

Durchfall (nach Fecal Scoring) und Endoparasitenbefall (positive Flotation oder Giardien- bzw.

Kryptosporidien-Antigen-Test) festgestellt (p = 0,007).
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Abbildung 10: Aufteilung der Fecal Score Einteilung der Katzen mit einem positiven Flotations-

befund (n = 14))
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5 Diskussion

Ziel der Diplomarbeit war es, die Prävalenz von Endoparasiten bei Hunden und Katzen in einem

Wiener Tierheim zu erfassen. Dafür wurden Kotproben von 297 Hunden und von 158 Katzen

gesammelt und im Labor untersucht. Zudem wurden die Tiere im Tierheim klinisch untersucht.

Ein positiver Flotationsbefund lag bei 15% der untersuchten Hundekotproben und bei 11%

der Katzenkotproben vor. Im Vergleich zum errechneten Europäischen Mittelwert von 33% bei

Hunden und 34% bei Katzen ist die Gesamtprävalenz von Endoparasiten in dieser Studie also

niedrig. In den Europäischen Studien wurden verschiedene Populationen repräsentiert (Tier-

heime, streunende Tiere, Tiere aus Haushalten etc.). Gemäß der Annahme, dass streunende

Tiere oder Tiere aus dem Tierheim öfter von Parasiten befallen sind als Tiere aus Haushalten

(Borecka 2005, Claerebout et al. 2009, Scaramozzino et al. 2018, Zottler et al. 2019, Ilić et

al. 2021), wäre die Vermutung, dass die Prävalenz von Endoparasiten in dieser Studie ver-

gleichsweise hoch ist. Dass dies nicht der Fall ist, könnte dadurch zu erklären sein, dass in

europäischen Ländern, die vergleichend herangezogen wurden, im Vergleich zu Österreich

seltener Anthelminthika angewendet werden und das Vorkommen von Endoparasiten in der

Umgebung höher ist.

Im Vergleich mit einer österreichischen Studie aus dem Jahr 2017, bei der 7% der Proben

positiv ausfielen (Hinney et al. 2017), war die Prävalenz von Endoparasiten bei Hunden in

dieser Studie allerdings hoch. Die Kotproben aus der oben genannten Studie wurden anonym

aus Hundezonen in Wien sowie aus der Wiener Umgebung gesammelt (Hinney et al. 2017).

Die vergleichsweise hohe Prävalenz könnte dadurch erklärt werden, dass in der Studie von

Hinney et al. (2017) Kotproben aus Hundezonen untersucht wurden, also von Hunden, die von

ihren Besitzer:innen dorthin gebracht wurden. In der Diplomarbeit hingegen wurde der Kot von

Tieren aus dem Tierheim (also von Abnahme- oder Fundtieren) untersucht. Fundtiere können

zwar entlaufen sein und zuvor ein Leben als Begleithunde geführt haben, können aber auch

ausgesetzt worden sein oder nie in menschlicher Obhut gelebt haben. Bei Abnahmetieren gibt

es einerseits die Möglichkeit, dass die Tiere in menschlicher Obhut mit adäquater Pflege und

regelmäßigen tierärztlichen Untersuchungen lebten, und sie aus verschiedenen Gründen (z.B.

Versterben der Besitzer:innen) ausziehen mussten; andererseits kann es sich aber auch um

Fälle handeln, in denen die Tiere nicht artgerecht versorgt wurden. Es besteht die Annahme,
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dass Tiere, die ins Tierheim aufgenommen werden, seltener mit Anthelminthika behandelt wur-

den als Familientiere. Fundtiere, die zudem für eine gewisse Zeit im Freien gelebt haben oder

Abnahmetiere, die in Haushalten mit vielen anderen Tieren bei mangelhafter Pflege lebten, ha-

ben darüber hinaus ein höheres Risiko, mit Endoparasiten in Kontakt zu kommen.

Entgegen der Hypothese stellte in dieser Diplomarbeit nicht T. canis sondern T. vulpis mit 12%

die häufigste Nematodenart dar. T. canis lag mit 2% nach den Ancylostomatidae nur an dritter

Stelle.

Hinney et. al (2017) fanden ebenfalls heraus, dass in den Hundezonen in Wien und Umgebung

T. canis überraschenderweise deutlich unterrepräsentiert war, während T. vulpis die häufigste

Nematodenart darstellte (Hinney et al. 2017).

Hinney et. al (2017) und Kleine et. al (2017) beschreiben in ihren Studien bereits eine abneh-

mende Prävalenz von T. canis in Österreich bzw. in Deutschland über die letzten Jahre (seit

1967 bzw. seit 1985) (Hinney et al. 2017, Kleine et al. 2017). Während in Österreich in den

Jahren 1996 bis 2004 noch bei 19,3% der Proben T. canis nachgewiesen wurde (Arnold et al.

2004), lag die Prävalenz 2016 bis 2017 nur noch bei 0,6% (Hinney et al. 2017). Auch bei T.

vulpis ist ein Rückgang über die letzten Jahre in Österreich zu sehen. Während die Prävalenz

von T. vulpis im Zeitraum von 1996 bis 2004 bei 9,2% lag (Arnold et al. 2004), zeigten die

Ergebnisse von Hinney et al. (2017) eine Prävalenz von 3,9% (Hinney et al. 2017).

Zu beachten ist hierbei allerdings, dass in der Studie von Arnold et al. (2004) diagnostische

Proben untersucht wurden und somit kranke Tiere überrepräsentiert waren, während in der

Studie von Hinney et al. (2017) anonyme Proben aus Hundezonen gesammelt wurden.

Die abnehmende Prävalenz der Parasiten könnte zudem dadurch zu erklären sein, dass die

Prophylaxe von Parasiten und ein regelmäßiges Entwurmungs-Regime in Österreich häufiger

werden.

Die mit 12%, im Gegensatz zu den anderen österreichischen Studien, deutlich höhere Präva-

lenz von T. vulpis, die in dieser Diplomarbeit erkannt wurde, könnte einerseits durch die Her-

kunft der Tiere (Tierheim) zu erklären sein. Andererseits muss erwähnt werden, dass 13 der

45 Hunde, die T. vulpis in der Flotation gezeigt haben, gemeinsam ins Tierheim aufgenommen

wurden. Über die Herkunft der Tiere sind keine Informationen bekannt, es handelt sich aber

vermutlich um Hunde aus dem gleichen Haushalt oder Hunde, die gemeinsam gefunden wur-
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den und daher zusammengelebt haben. Beide Gründe könnten die hohe Prävalenz erklären.

In verschiedenen europäischen Studien wurde T. cati als häufigster Parasit bei Katzen be-

schrieben (s. Tabelle 4 und 5).

In dieser Diplomarbeit stellt Giardia spp. mit 12% (allerdings im Giardia SNAP Test) den häufig-

sten Parasiten der Katzen dar. T. cati wurde mit 4% aber als zweithäufigster Parasit nachgewie-

sen. Daher kann die Hypothese, dass T. cati die häufigste Nematodenart bei Katzen darstellt,

in dieser Diplomarbeit bestätigt werden.

Bei zwei der Katzenproben (1,2%) wurde zudem Aelurostrongylus abstrusus mittels Auswan-

derverfahren nachgewiesen. Bei beiden Proben konnten die Larven auch mittels Flotationsver-

fahren nachgewiesen werden. Die geringe Anzahl der Katzen mit Lungenwürmern in dieser

Diplomarbeit erlaubt es allerdings nicht, eine Aussage darüber zu treffen, ob das Auswan-

derverfahren eine höhere Sensitivität zeigt als die Flotation. Da das Auswanderverfahren nach

Baermann-Wetzel, wie in Punkt 2.4.2. beschrieben, laut Literatur eine der besten Möglichkeiten

zum Nachweis von Lungenwürmern darstellt, sollte es standardmäßig im Rahmen der Unter-

suchung von Kleintierkotproben durchgeführt werden.

Bei den meisten Parasiten war, sowohl bei Hunden als auch bei Katzen, eine deutliche Al-

tersabhängigkeit zu beobachten. Bei den Hunden bestand ein signifikanter Zusammenhang

zwischen Lebensabschnitt und Flotationsergebnis. Bei den Katzen hingegen war kein Zusam-

menhang zwischen Lebensabschnitt und Parasitenbefall gegeben.

73% der Hunde und 92% der Katzen, mit positivem Flotationsbefund und bekanntem Alter wa-

ren jünger als drei Jahre alt. Bei den Hunden war zudem auffällig, dass der zwei der drei Tiere

(67%) im Welpenalter ein positives Flotationsergebnis zeigte. Diese Ergebnisse decken sich

mit den Ergebnissen vorheriger Studien und dem aktuellen Stand der Wissenschaft (Becker et

al. 2012, Ilić et al. 2021, Murnik et al. 2023). Durch die sehr niedrige Zahl der Hunde in diesem

Lebensabschnitt ist die statistische Aussagekraft allerdings fraglich.

Sowohl bei Hunden als auch bei Katzen waren mehr Fundtiere als Abnahmetiere von Endopa-

rasiten befallen. Es bestand allerdings bei beiden Tierarten kein signifikanter Zusammenhang.

Bei den Hunden zeigten 16% der Fundtiere und nur 8% der Abnahmetiere ein positives Flo-

tationsergebnis. Bei den Katzen hingegen waren 13% der Fundtiere positiv und bei keiner der
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Abnahme-Katzen wurden Parasiten mittels Flotation nachgewiesen. Mit nur zwölf Katzen, die

als Abnahmetiere ins Tierheim kamen, ist die statistische Aussagekraft jedoch auch hier zu

hinterfragen.

Eine Erklärung für die Ergebnisse könnte sein, dass Fundtiere durch das Leben als streunende

Tiere (vermehrter Kontakt zu anderen Tieren sowie Verzehr von möglicherweise kontaminierten

Lebensmittelabfällen bzw. Wasser) und ohne regelmäßige Verabreichung von Anthelminthika

ein höheres Risiko haben, sich mit Endoparasiten zu infizieren als Abnahmetiere.

Auch bei der Größe der Tiere konnten Unterschiede im Endoparasitenbefall festgestellt werden.

Es bestand jedoch, weder bei Hunden noch bei Katzen, ein signifikanter Zusammenhang.

Bei den Hunden waren vor allem mittelgroße Tiere zwischen zehn und 20 Kilogramm betroffen.

16% von ihnen zeigten einen positiven Flotationsbefund. Bei den Katzen waren vor allem Tiere

mit einem Gewicht von zwei bis drei Kilogramm betroffen. Bei 18% von ihnen wurden Parasiten

mittels Flotation nachgewiesen. In den anderen Gewichtskategorien der Hunde und der Katzen

lag die Prävalenz von Endoparasiten niedriger. Dass sowohl Hunde als auch Katzen niedrigerer

Gewichtsklassen am häufigsten mit Endoparasiten infiziert waren, könnte dadurch zu erklären

sein, dass es sich vermutlich um junge, noch nicht ganz ausgewachsene Tiere handelte.

Im Rahmen der Diplomarbeit wurde ein signifikanter Zusammenhang zwischen Endoparasi-

tenbefall und Durchfallsymptomatik bei Hunden festgestellt. Bei den Katzen zeigte sich kein

signifikanter Zusammenhang zwischen positiver FLotation und Durchfallsymptomatik. 82% der

Hunde und 83% der Katzen mit einem positivem Flotationsbefund und mit erfolgter Untersu-

chung im Tierheim zeigten Durchfallsymptome.

Die Einteilung des Kotes mittels eines Fecal Score Systems erfolgte im Labor der Veterinär-

medizinischen Universität. Die Ergebnisse unterschieden sich deutlich von denen, die im Tier-

heim erfasst wurden. Bei allen Hunden mit einem positiven Flotationsbefund wurde ein Fecal

Score erhoben. 42% der Hunde zeigten hierbei eine unphysiologische und 58% zeigten eine

physiologische Kotkonsistenz. Und auch bei den Katzen unterschieden sich die Ergebnisse

von den im Tierheim erhobenen Werten. 64% der Katzen mit positivem Flotationsbefund und

erhobenem Fecal Score zeigten eine unphysiologische und 36% zeigten eine physiologische

Kotkonsistenz.

Besonders bei den Hunden, aber auch bei den Katzen ist ein großer Unterschied zwischen den
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im Tierheim und den im Labor ermittelten Kotkonsistenzen erkennbar. Bei der Untersuchung im

Tierheim wurde, im Gegensatz zum Fecal Score System, nicht nur der Kot der Tiere, sondern

auch die klinische Symptomatik über mehrere Tage (z.B. eine kotverschmierte Perianalregi-

on) für die Einteilung in durchfallerkrankte und nicht-durchfallerkrankte Tiere herangezogen.

Die Einteilung im Labor erfolgte anhand einer isolierten Kotprobe, ohne das Tier klinisch gese-

hen zu haben und ohne den Kotabsatz der vergangenen Tage mit einbezogen zu haben. Es

empfiehlt sich daher, für eine sensitivere Beurteilung des Kotes, Proben von mehreren Tagen

zu untersuchen. In der aktuellen Literatur wird eine Sammelkotprobe von drei aufeinanderfol-

genden Tagen empfohlen, um eine möglichst sensitive parasitologische Analyse des Kotes zu

ermöglichen (ESCCAP 2022). Eine weitere Fehlerquelle könnte in der Objektivität der Beurtei-

lung liegen.

Das Fecal Score System ist in mehrere Stufen eingeteilt (in diesem Fall vier), welche genau

beschrieben sind. Dies ermöglicht eine objektivere Einteilung als die subjektive Entscheidung

im Tierheim, ob Durchfall vorliegt oder nicht. Um noch genauere und objektivere Ergebnisse

zu erzielen, könnte man ein mehrstufiges System (z.B. ein siebenstufiges System) statt des

vierstufigen verwenden.

Bei allen Tieren wurde ein SNAP® Giardia Test der Firma IDEXX durchgeführt. Nur bei einem

kleinen Anteil der Tiere mit einem positiven Ergebnis im Giardia AG Test konnten Giardien auch

mittels Flotationsmethode nachgewiesen werden (8% bei den Hunden und 11% bei den Kat-

zen). Die große Diskrepanz der Ergebnisse kann durch verschiedene Faktoren erklärt werden.

Mit dem SNAP® Giardia Test wird das Vorhandensein von Giardia-Antigen im Kot nachgewie-

sen, was bedeutet, dass das Tier Giardia-Zysten aufgenommen hat. Es bedeutet aber nicht

zwangsläufig, dass das Tier aktiv infiziert ist (IDEXX Laboratories, Inc. 2021). Zudem werden

Zysten intermittierend mit dem Kot ausgeschieden (Ciuca et al. 2021). Daher fällt der Nachweis

mittels Flotation in einigen Fällen negativ aus, obwohl Antigen nachweisbar ist. Giardien sind

außerdem sehr klein und es ist nicht immer einfach, sie unter dem Mikroskop zu identifizieren

(Groat et al. 2003). Die mikroskopische Untersuchung sollte daher von möglichst geschultem

und erfahrenem Personal durchgeführt werden. Groat et. al (2003) beschreiben in ihrer Studie,

dass der SNAP Test eine signifikant höhere Sensitivität und Spezifität aufweist, als der mikro-

skopische Nachweis (Groat et al. 2003). Es empfiehlt sich daher, bei klinischer Symptomatik

neben der Flotation auch einen Giardien AG-Test durchzuführen, um möglichst genaue Ergeb-
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nisse zu erzielen.

Ein positiver SNAP® Giardia Test hing in dieser Studie sowohl bei Hunden (p=0,007) als auch

bei Katzen (p=0,001) signifikant mit Durchfall zusammen. 86% der Hunde und 63% der Katzen,

bei denen der Giardia AG Test positiv ausfiel, zeigten Durchfallsymptomatik bei der Untersu-

chung im Tierheim. Beide Hunde, bei denen in der Flotation Giardien nachgewiesen wurden,

zeigten Durchfall. Bei keiner der beiden Katzen, bei denen der Giardia AG-Tests positiv war,

lagen Daten bezüglich der Kotkonsistenz aus dem Tierheim vor.

Die Hypothese, dass ein symptomatischer Giardienbefall meist bereits mit einer Flotation er-

kannt wird, während Proben, die zwar Giardia-AG-positiv, aber in der Flotation Giardia-negativ

sind, überwiegend von asymptomatischen Trägern stammen, konnte in dieser Studie also nicht

bestätigt werden. Eine Behandlung von Giardien wird bei Tieren im Tierheim dennoch auch bei

asymptomatischen Trägern empfohlen (ESCCAP 2017).

Zusammenfassend ist festzuhalten, dass die Prävalenz von Endoparasiten in dieser Studie

unter dem errechneten europäischen Mittelwert liegt, im Vergleich zu anderen österreichischen

Studien allerdings hoch ist.

Wider Erwarten war die häufigste nachgewiesene Nematodenart bei Hunden nicht T. canis

sondern T. vulpis. Bei Katzen hingegen konnte die Hypothese, dass T. cati die häufigste Ne-

matodenart darstellt, bestätigt werden.

Die Ergebnisse der Studie zeigen, dass junge Tiere häufiger von Endoparasitenbefall betroffen

sind und dass Fundtiere häufiger befallen sind als Abnahme-Tiere.

Zudem wurde erkannt, dass ein positiver Zusammenhang zwischen Endoparasitenbefall und

Durchfallsymptomatik bei den untersuchten Hunden besteht.

Da auch Tiere mit einem positivem Giardia-Antigen-Test und negativem Flotationsergebnis

Durchfallsymptomatik zeigten, wurde die Hypothese, dass ein symptomatischer Giardienbe-

fall meist bereits mit einer Flotation erkannt wird, während Proben, die zwar Giardia-AG-positiv,

aber in der Flotation Giardia-negativ sind, überwiegend von asymptomatischen Trägern stam-

men, in dieser Studie nicht bestätigt.
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6 Zusammenfassung

Hunde und Katzen aus Tierheimen weisen häufig höhere Parasitenprävalenzen auf als Tie-

re aus Privathaushalten. Giardia spp. sind hierbei meist die prävalentesten Endoparasiten.

Während im europäischen Raum Toxocara canis die häufigste Nematodenart bei Hunden dar-

stellt, wurde in einer vorherigen Studie bei Hunden aus Privathaushalten in Wien Trichuris

vulpis als häufigster Parasit nachgewiesen.

In dieser Diplomarbeit sollte das Vorkommen von Endoparasiten in einem österrei-chischen

Tierheim erfasst werden. Bei Giardien sollte dabei genauer untersucht werden, ob Proben, die

zwar Giardia-AG-positiv, aber in der Flotation Giardia-negativ sind, überwiegend von asympto-

matischen Trägern stammen.

Es wurden Kotproben von 297 Hunden und von 158 Katzen aus einem Tierheim in Österreich

gesammelt. Nach klinischer Untersuchung der Tiere wurden die Proben mittels Flotation und

Trichterauswanderverfahren nach Baermann-Wetzel untersucht. Zudem wurde bei allen Pro-

ben ein IDEXX SNAP® Giardia-AG-Test durchgeführt.

Ein positiver Flotationsbefund wurde bei 15% der Hunde und 11% der Katzen festgestellt. Der

häufigste Parasit der Hunde war Trichuris vulpis, der bei 12% nachgewiesen wurde. Weitere in

der Flotation nachgewiesene Parasiten waren Toxocara canis (2%), Toxascaris leonina (0,3%),

Ancylostomatidae (3%), Capillaria spp (1%), Cystoisospora spp. (1%) und Giardia spp. (0,7%).

Der IDEXX SNAP® Giardia-AG- Tests war bei 8% der untersuchten Hunde positiv.

Bei Katzen wurden in der Flotation Toxocara cati (4%), Ancylostomatidae (0,6%), Cystoisopora

spp. (4%) und Giardia spp. (1%) nachgewiesen. Beim AG-Test waren 12% der Katzen Giardia-

positiv. Im Auswanderverfahren wurde zudem bei 1,2% der Katzen Aelurostrongylus abstrusus

nachgewiesen.

Ein positiver Flotationsbefund kam vor allem bei jungen Tieren vor. Hunde mit einem Alter von

bis zu einem Jahr waren signifikant häufiger positiv (p= 0,001).
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Für 236 der Hunde und 107 der Katzen lagen Daten zur Kotkonsistenz vor. Insgesamt hat-

ten 43% der Hunde und 57% der Katzen Durchfall. Bei Hunden lag ein signifikanter Zusam-

menhang mit einer positiven Flotation vor. 82% der Hunde bzw. 83% der Katzen mit positiver

Flotation zeigten Durchfall.

Ein positiver Giardia AG Test hing bei Hunden und Katzen signifikant mit Durchfall zusammen

(p= 0,007 bzw. p=0,001). Beide Hunde, die in der Flotation positiv waren, zeigten Durchfall.

Die Hypothese, dass ein symptomatischer Giardienbefall meist bereits mit einer Flotation er-

kannt wird, konnte in dieser Studie nicht bestätigt werden. Unabhängig davon wird in Tierhei-

men auch die Behandlung asymptomatischer Träger empfohlen.



51

7 Summary

Dogs and cats from animal shelters often show higher parasite prevalences than pets from pri-

vate households. Giardia spp. is usually the most prevalent endoparasite. While Toxocara canis

was found to be the most common nematode in dogs in Europe, Trichuris vulpis was found to

be the most common parasite in dogs from private households in Vienna in a recent study.

This thesis aimed to determine the prevalence of parasites in an Austrian animal shelter. In the

case of Giardia, the aim was to investigate whether samples that were Giardia AG-positive but

Giardia-negative in flotation were, predominantly, from asymptomatic carriers.

Fecal samples were collected from 297 dogs and from 158 cats from an animal shelter in Aus-

tria. After a clinical examination of the animals, the samples were analyzed by flotation and

Baermann funnel technique. In addition, an IDEXX SNAP® Giardia-AG test was performed on

all samples.

A positive flotation result was found in 15% of the dogs and 11% of the cats. The most common

parasite in the dogs was Trichuris vulpis, which was detected in 12%. Other parasites detected

in flotation were Toxocara canis (2%), Toxascaris leonina (0.3%), Ancylostomatidae (3%), Ca-

pillaria spp (1%), Cystoisospora spp. (1%) and Giardia spp. (0.7%). The IDEXX SNAP® Giardia

AG test was positive in 8% of the dogs.

In cats, Toxocara cati (4%), Ancylostomatidae (0.6%), Cystoisopora spp. (4%) and Giardia spp.

(1%) were detected by flotation method. In the Giardia SNAP test, 12% of the cats showed a

positive result. Using the Baermann funnel technique, Aelurostrongylus abstrusus was detec-

ted in 1.2% of the cats.

A positive flotation result occurred mainly in young animals. Dogs up to one year of age were

significantly more likely to be positive (p = 0,001).

Fecal consistency data were available for 236 of the dogs and 107 of the cats. Overall, 43%

of the dogs and 57% of the cats showed clinical signs of diarrhea. There was a significant
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association with positive flotation in dogs (p = 0,002). 82% of dogs and 83% of cats with positive

flotation showed diarrhea.

A positive Giardia AG-test was significantly related to diarrhea in dogs and cats (p = 0.007 and

p=0.001, respectively). Both dogs that showed Giardia cysts in flotation had diarrhea.

The hypothesis that symptomatic Giardia infestation can usually be detected by flotation me-

thod could not be confirmed in this study. However, in shelter animals, treatment of Giardia is

recommended for both symptomatic and asymptomatic carriers.
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tain axenic Angiostrongylus vasorum first-stage larvae from dog feces. Parasitology Research,

89(2):89–93.

Barutzki D, Schaper R. 2003. Endoparasites in dogs and cats in Germany 1999 – 2002. Para-

sitology Research, 90(3):S148–S150.

Barutzki D, Schaper R. 2009. Natural Infections of Angiostrongylus vasorum and Crenosoma

vulpis in Dogs in Germany (2007–2009). Parasitology Research, 105(1):39–48.

Barutzki D, Schaper R. 2011. Results of Parasitological Examinations of Faecal Samples from

Cats and Dogs in Germany between 2003 and 2010. Parasitology Research, 109(1):45–60.

Barutzki D, Schaper R. 2013. Occurrence and regional distribution of Aelurostrongylus abstru-

sus in cats in Germany. Parasitology Research, 112(2):855–861.

Basso W, Spänhauer Z, Arnold S, Deplazes P. 2014. Capillaria plica (syn. Pearsonema plica)

infection in a dog with chronic pollakiuria: Challenges in the diagnosis and treatment. Parasito-

logy International, 63(1):140–142.
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Cury MC, Lima WS, Guimarães MP, Carvalho MG. 2002. Hematological and coagulation pro-

files in dogs experimentally infected with Angiostrongylus vasorum (Baillet, 1866). Veterinary

Parasitology, 104(2):139–149.



57

Deplazes P, Eckert J, von Samson-Himmelstjerna G, Zahner H, Hrsg. 2008. Lehrbuch der Pa-

rasitologic für die Tiermedizin. dritter 3. Stuttgart: Georg Thieme Verlag.

Deplazes P, Joachim A, Mathis A, Strube C, Taubert A, Samson-Himmelstjerna G von, Zahner

H. 2021. Parasitologie für die Tiermedizin. 4., überarbeitete Auflage 4., überarbeitete Auflage.

Stuttgart New York: Georg Thieme Verlag.

Drake J, Sweet S, Baxendale K, Hegarty E, Horr S, Friis H, Goddu T, Ryan WG, von Samson-

Himmelstjerna G. 2022. Detection of Giardia and helminths in Western Europe at local K9

(canine) sites (DOGWALKS Study). Parasites and Vectors, 15(1).

Dunn JJ, Columbus ST, Aldeen WE, Davis M, Carroll KC. 2002. Trichuris vulpis Recovered from

a Patient with Chronic Diarrhea and Five Dogs.

Ericsson CD, Steffen R, Siddiqui AA, Berk SL. 2001. Diagnosis of Strongyloides stercoralis In-

fection. Clinical Infectious Diseases, 33(7):1040–1047.
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Fok E, Szatmári V, Busák K, Rozgonyi F. 2001. Epidemiology: Prevalence of intestinal parasites

in dogs in some urban and rural areas of Hungary. Veterinary Quarterly, 23(2):96–98.

Fuehrer H-P. 2014. An overview of the host spectrum and distribution of Calodium hepati-

cum (syn. Capillaria hepatica): part 2—Mammalia (excluding Muroidea). Parasitology Rese-

arch, 113(2):641–651.

Garcia-Campos A, Power C, O’Shaughnessy J, Browne C, Lawlor A, McCarthy G, O’Neill EJ,

Waal T de. 2019. One-year parasitological screening of stray dogs and cats in County Dublin,

Ireland. Parasitology, 146(6):746–752.

Giangaspero A, Berrilli F, Brandonisio O. 2007. Giardia and Cryptosporidium and public health:

The epidemiological scenario from the Italian perspective. Parasitology Research,

101(5):1169–1182.

Giannelli A, Ramos RAN, Annoscia G, Cesare AD, Colella V, Brianti E, Dantas-Torres F, Mu-

tafchiev Y, Otranto D. 2014. Development of the feline lungworms Aelurostrongylus abstrusus

and Troglostrongylus brevior in Helix aspersa snails. Parasitology, 141(4):563–569.

Giannelli A, Capelli G, Joachim A, Hinney B, Losson B, Kirkova Z, René-Martellet M, Papado-
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