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ZUSAMMENFASSUNG 

Diese Diplomarbeit beschäftigt sich mit dem Nachweis von Parasitenstadien auf den Pfoten 

von Hunden und den Schuhsohlen ihrer Halter:innen in Wien und der näheren Umgebung. 

Insgesamt wurden im Zeitraum von August 2023 bis Jänner 2024 125 Hunden und 120 

Halter:innen die Pfoten beziehungsweise die Schuhsohlen gewaschen. Zudem wurden 

Kotproben der teilnehmenden Hunde untersucht. Von den drei Probentypen 

Pfotenwaschwasser, Sohlenwaschwasser und Kot, war jeweils nur eine Probe positiv. Im 

Sohlenwaschwasser eines Halters wurden nicht weiter identifizierte Kokzidien-Oozysten 

gefunden. Im Pfotenwaschwasser eines Samojeden wurde ein Ei von Trichuris vulpis 

nachgewiesen. Zusätzlich wurden in den Waschproben lebende Erdmilben, Insekten- und 

Pflanzenteile sowie Pilzsporen gefunden. In der positiven Kotprobe wurde Cystoisospora 

ohioensis und ebenfalls T. vulpis nachgewiesen. Die Ergebnisse widerlegen die 

Nullhypothese, dass auf den Pfoten der Hunde und den Schuhsohlen der Halter:innen keine 

Parasitenstadien nachweisbar sind. Insgesamt war die Nachweisrate aber gering. In einer 

Studie aus Wien konnte T. vulpis als häufigster Endoparasit festgestellt werden, was sich auch 

in den Ergebnissen dieser Studie widerspiegelt. Parasiten mit hohen Zoonosepotential, wie 

Toxocara canis oder Toxoplasma gondii wurden nicht gefunden. Trotzdem zeigen die 

Ergebnisse dieser Diplomarbeit, dass über die Pfoten und Schuhsohlen Parasitenstadien in 

Wohnräume gelangen könnten. Es besteht auch die Gefahr, dass sich Hunde über diese Art 

mit verschiedenen Parasiten infizieren, wenn sie sich nach einem Spaziergang die 

kontaminierten Pfoten abschlecken. Die Ergebnisse dieser Diplomarbeit zeigen die Wichtigkeit 

einer korrekten Entsorgung von Hundekot, um die Verbreitung von Parasitenstadien zu 

verhindern. Im Vergleich zu einer anderen Studie aus Moskau konnten in Wien allerdings 

weniger Parasiten an den Pfoten und Schuhsohlen nachgewiesen werden. 

 



  

  

ABSTRACT 

This diploma thesis focuses on the detection of parasite stages on the paws of dogs and the 

soles of their owners' shoes in Vienna and the surrounding area. Between August 2023 and 

January 2024, the paws of 125 dogs and the soles of 120 owners' shoes were washed. 

Additionally, fecal samples from the participating dogs were examined. Among the three 

sample types, paw wash water, sole wash water, and feces, only one sample from each type 

tested positive for parasites. In the sole wash water unidentified coccidian oocysts were found. 

In the paw wash water of a Samoyed, an egg of Trichuris vulpis was detected. Additionally, 

soil mites, insect and plant fragments and fungal spores were found. In the positive fecal 

sample Cystoisospora ohioensis and T. vulpis were detected. The results refute the null 

hypothesis that no parasite stages can be detected on paws and shoes. However, the overall 

detection rate was low. In a study from Vienna, T. vulpis was identified as the most common 

endoparasite, which is also reflected in the results of this study. Parasites with high zoonotic 

potential, such as Toxocara canis or Toxoplasma gondii, were not found. Nevertheless, the 

findings of this thesis show that parasite stages could enter living spaces via paws and shoe 

soles. There is also the risk that dogs could become infected with various parasites if they lick 

their contaminated paws after a walk. The results of this diploma thesis highlight the 

importance of proper disposal of dog feces to prevent the spread of parasites. However, 

compared to another study from Moscow, fewer parasites were detected on the paws and shoe 

soles in Vienna. 
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1. Einleitung und Fragestellung  

Der Hund ist ein beliebtes Haustier in Österreich. In Österreich wurden 2019 rund 641.000 

Hunde gehalten (statista.com). Drei Jahre später, 2022 hat sich diese Zahl bereits auf 

geschätzt 837.000 Hunde erhöht (statista.com). Halter:innen teilen Wohnraum, Nahrung und 

sogar Bett mit ihren Tieren. Durch diesen engen Kontakt erhöht sich auch das Risiko für die 

Übertragung von zoonotischen Parasiten, was den Halter:innen oft nicht bewusst ist (1).  

Anders als Katzen können und sollen Hunde nicht als reine Wohnungstiere gehalten werden. 

Jede Gassirunde birgt aber das Risiko, in Kontakt mit Parasiten und deren Umweltstadien zu 

geraten. Trotz über 3.600 Hundekotsackerlspender im öffentlichen Raum in Wien und 

drohenden Strafen beginnend ab 50€ werden noch immer nicht alle Hundekothaufen korrekt 

entsorgt. (wien.gv.at). Auch der Kot von freilaufenden Katzen wird nicht entsorgt. Katzen 

vergraben diesen gerne in sandigen Arealen, sei es in einem fremden Garten oder in einer 

Sandkiste auf einem öffentlichen Spielplatz – ein Verhalten das große hygienische Probleme 

verursachen kann (2). Zusätzlich können Stadtfüchse (Über-)Träger von diversen 

zoonotischen Parasiten sein (3, 4).  

Je höher die parasitäre Kontamination in der Stadt, desto größer also die Infektionsgefahr für 

den Hund und damit auch das Risiko der Halter:innen und Personen in deren Umfeld, an einer 

Zoonose zu erkranken. Eine Studie aus Brasilien beschreibt zum Beispiel den signifikanten 

Zusammenhang von Toxocara-Seropositivität von Kindern und Hunden im Haushalt (1).  

Die orale Aufnahme von infektiösen Parasitenstadien erfolgt aber nicht nur außerhalb der 

eigenen vier Wände. Der Eintrag kann ebenso über das Fell, die Pfoten der Hunde und den 

Schuhsohlen der Halter:innen erfolgen (5). Ein Zusammenhang zwischen intestinalem 

Wurmbefall und Parasiteneidichte im Hundefell konnte hierbei nicht nachgewiesen werden, 

was vermuten lässt, dass vor allem die Kontamination durch die Umwelt Grund für die 

Anwesenheit von Parasitenstadien im Fell ist (6, 7). Während bei einer Studie Eier mit bereits 

infektiösen Larven an Hundepfoten gefunden wurden, konnten bei anderen Studien im 

Hundefell keine embryonierten Eier nachgewiesen werden (5–7). 

Mit der Möglichkeit einer Einschleppung von Parasitenstadien über die Hundepfoten und 

Schuhsohlen der Halter:innen beschäftigte sich 2018 ein Forscherteam in Moskau. Hierbei 

wurde mittels Waschproben bestätigt, dass darauf Eier von diversen Parasiten nachgewiesen 

werden können. Hierbei wurden Trichuris sp., Ancylostoma sp, Capillaria sp., Demodex sp. 

aber auch die Zoonoseerreger Toxocara canis und T. cati gefunden (5). In den Waschproben 
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von Personen, die nicht Halter:in von Hunden sind, wurden keine Toxocara-Eier gefunden (5). 

Das ist vermutlich darauf zurückzuführen, dass Halter:innen während des Spazierganges 

gezielt Grünflächen und Hundezonen ansteuern, um dem Hund sowohl ein möglichst 

naturnahes Erlebnis als auch Hundekontakt zu ermöglichen und dabei eher in kontaminierte 

Erde steigen. Im Rückschluss bedeutet es auch, dass gewöhnliche Fußgängerzonen 

bedeutend sauberer sind, was die Parasitenkontamination betrifft (5).  

Wie groß allerdings das Risiko eines Eintrags von parasitären Umweltstadien über die 

Hundepfoten und Schuhsohlen der Halter:innen in Mitteleuropa ist, wurde bisher noch nicht 

evaluiert. Für Therapiehunde gibt es zum Beispiel die Empfehlung, zwölf Mal im Jahr zu 

entwurmen, aber selbst das strengste Entwurmungsregime hilft nicht, wenn der Hund sich auf 

dem Weg zu einer Sitzung die Pfoten kontaminiert und damit ein Risiko für immunsupprimierte 

Personen sein kann (esccap.de). 

Diese Diplomarbeit beschäftigt sich mit der Fragestellung welche Parasiten an den Pfoten der 

Hunde und Schuhen der Halter:innen nachgewiesen werden können und wie oft das 

vorkommt. Sie ist Teil einer zwei Jahre dauernden Studie mit 500 Hunden, in deren Rahmen 

sich noch drei weitere Diplomarbeiten mit unterschiedlichen Fragestellungen beschäftigen 

werden. Die folgenden Diplomarbeiten werden den Zusammenhang zwischen dem Nachweis 

von Parasitenstadien an den Pfoten der Hunde und den Schuhen der Halter:innen, ob es einen 

Unterschied zwischen genutzten Spazierrouten gibt und ob es jahreszeitliche Fluktuationen in 

der Häufigkeit des Parasitennachweises gibt untersuchen. 

Die Nullhypothese für diese Diplomarbeit ist, dass auf den Pfoten der Hunde und den 

Schuhsohlen der Halter:innen keine Parasitenstadien nachweisbar sind. 

Die Alternativhypothese ist demnach, dass Hundepfoten und Schuhsohlen von 

Hundehalter:innen in Wien mit Parasitenstadien kontaminiert sind. Dadurch wäre ein Risiko 

für Tier und Mensch gegeben, sich über diesen noch wenig erforschten Weg mit Parasiten zu 

infizieren. 
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2. Relevante Endoparasiten 

Um für den Infektionsweg über kontaminierte Pfoten und Schuhsohlen in Wien relevant zu 

sein, können Parasitenstadien unterschiedliche Eigenschaften aufweisen. Je höher die 

Tenazität in der Umwelt, desto größer die Wahrscheinlichkeit, von einem neuen Wirt 

aufgenommen zu werden. So können vor allem Geohelminthen jahrelang in der Umwelt 

persistieren (8). Auch klebrige Schalen können Parasitenstadien helfen, an Pfoten und 

Schuhen haften zu bleiben (9). In dieser Diplomarbeit werden folgende Parasiten als relevant 

angesehen, weil sie entweder diese Eigenschaften besitzen, ein großes Zoonoserisiko bergen 

oder bereits in Wiener Hundezonen nachgewiesen wurden (10).  

 

2.1. Toxocara spp.  

Morphologie: 

Toxocara canis beziehungsweise T. cati ist der Spulwurm des Hundes oder der Katze. 

Während T. canis bis zu 19 cm groß werden kann, erreicht T. cati maximal 12 cm. (11, 12). An 

seinem cranialen Ende hat Toxocara, wie andere Spulwürmer, drei Lippen (13). Zusätzlich hat 

er Ösophagus-Ventrikel und Cervicalflügel, welche bei T. canis nicht so stark nach außen 

gewölbt sind wie bei T. cati (11, 14). Die Eier sind rundlich oval mit einer dickschaligen, 

golfballähnlichen Oberfläche. Sie erreichen eine Größe von bis zu 86 µm und haben einen 

dunklen, körnigen Inhalt (11, 15). Zusätzlich ist die Oberfläche klebrig und die Eier haften damit 

an verschiedenen Oberflächen in der Umwelt (9). Es gab mehrere Versuche, die Eier von 

T. canis und T. cati mittels Rasterelektronenmikroskop morphologisch zu differenzieren (16, 

17). Die Eigröße ist hierbei nicht hilfreich, denn obwohl T. canis Eier oft größer sind, ist der 

Unterscheid nicht signifikant genug für die korrekte Artidentifikation durch Abmessen. Allerding 

gibt es bei der golfballartigen Struktur der Toxocara spp.-Eioberfläche Unterschiede. Die 

Erhöhungen und Vertiefungen sind bei T. canis unregelmäßig verteilt, größer und weniger in 

der Anzahl. Im Rasterelektronenmikroskop erscheinen sie insgesamt rauer. Allerdings gibt es 

auch hier Eier mit Zwischenformen, die eine genaue Identifikation mit dieser Methode 

verhindern (17).  
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Lebenszyklus: 

Die im Dünndarm lebenden Weibchen von Toxocara spp. produzieren ungefurchte Eier. Diese 

werden über den Kot ausgeschieden und sind nicht sofort infektiös. Erst nach einer 

Entwicklungsphase in der Umwelt bilden sich infektionsfähige L3 im Ei. Durch die orale 

Aufnahme solcher infektiösen Eier können sich Tiere mit dem Parasiten anstecken. Zusätzlich 

kann die Übertragung der infektiöse L3 pränatal oder laktogen erfolgen (11, 18). Bei T. cati 

kommen pränatale Infektionen allerdings nicht vor (19). Auch das Erbeuten und Fressen von 

infizierten Stapelwirten, wie Nagetieren, Schweinen, Geflügel und, in tropischen Regionen, 

auch Affen, kann zu einer Ansteckung führen. Nach dem Verzehr des Stapelwirts können die 

im Gewebe eingekapselten Larven ihren Lebenszyklus im Endwirt fortsetzen (20). Durch 

Koprophagie können sich vor allem säugende Weibchen über L4 aber auch andere Stadien 

reinfizieren, wenn sie bei der Reinigung der infizierten Welpen deren Kot aufnehmen (11, 21). 

Reiferen Stadien können sich dann direkt im Darm ansiedeln (11). Bei einer Infektion mit L3 

wandern diese durch die Darmwand über die Leber in die Lunge (20). In den Lungenalveolen 

häuten sie sich zu L4, wandern über die Trachea zurück in den Dünndarm und häuten sich 

dort erneut, um die Geschlechtsreife zu erreichen. Weibchen legen dann bis zu 200.000 Eier, 

die erst nach drei bis sechs Wochen infektiös sind (20). Bei einer somatischen Wanderung 

wandern die L3 aus der Lunge nicht in den Darm zurück, sondern verlassen diese über den 

Blutkreislauf und erreichen so verschiedene Organe, wie Niere, Leber oder Muskulatur. Dort 

können sie als hypobiotische Larven bis zu zehn Jahre persistieren. (11, 20). 

Tenazität und Vorkommen: 

Die dickschaligen und klebrigen Eier von Toxocara spp bleiben an diversen Oberflächen 

kleben und können dort unter guten Bedingungen mehrere Monate überleben (9). Ideal ist 

hierbei warmes und feuchtes Klima. Bei Temperaturen unter 10 °C pausiert die Entwicklung 

der Toxocara-Larven, unter -15 °C versterben sie (22). Die Entwicklung der Larven in den 

Eiern beginnt ab 4 °C und beschleunigt sich mit steigender Temperatur bis es ab 37 °C zu 

einer Hitzeschädigung der Eier kommt (9). 

Der Parasit kommt weltweit vor. Auf verschiedenen Kontinenten kann man hier Unterschiede 

in der Verbreitung erkennen. Studien in Polen haben gezeigt, dass ländliche Gebiete weniger 

mit Toxocara-Eiern kontaminiert sind. Grund dafür ist die verbreitete Haltung der Hunde an 

der Kette beziehungsweise in Zwingern. Dadurch sinkt das Risiko einer Weiterverbreitung des 

Parasiten. In polnischen Städten allerdings steigt die Hundedichte und damit auch die Zahl der 

nicht korrekt entsorgten Hundekothaufen. Gleichzeitig leben auch immer mehr Füchse in 
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europäischen Städten (23). Diese sind ebenfalls Endwirt für T. canis und haben damit 

Reservoirwirkung. In Dänemark zum Beispiel sind 59 % der Füchse infiziert (9). Bei einer 

weiteren Studie in Polen wurden in Gemüsegärten auf dem Land keine Toxocara-Eier 

gefunden, (vor-)städtische Gemüsegärten waren hingegen zu 25 % kontaminiert. Gesamt 

gesehen ist Toxocara spp. der am häufigsten vorkommende zoonotische Geohelminth in 

Polen (24). Anders schaut die Situation der Verteilung auf den Philippinen aus. Dort sind vor 

allem ländliche Gebiete kontaminiert. Besonders Welpen im Alter von 2-8 Monaten mit Zugang 

zu schmutzigem Wasser aus Pfützen, mit einem ihrem Alter entsprechenden erforschenden 

Essverhalten und ohne Entwurmung, tragen dort einen großen Teil zur Umweltkontamination 

bei. Im Unterschied zu Polen können sich diese Hunde frei innerhalb der Dörfer bewegen (25). 

In den Philippinen findet man, besonders in der Regenzeit, mehr Toxocara spp.-Eier, die 

Anzahl der positiven Erdproben in den Regenmonaten steigt um über das Doppelte (26). 

Zusätzlich zu den örtlichen Unterschieden gibt es auch saisonale Abweichungen in der Anzahl 

der infektiösen Toxocara-Eier in der Umwelt. Am häufigsten findet man sie in Polen im Herbst, 

Frühling und Frühsommer, wobei der Höhepunkt in den Monaten April und Mai ist (27). Andere 

Ergebnisse hatte eine Studie aus Hannover in Deutschland, die Spielplätze untersuchte: Hier 

war die Sandkistenkontamination von Jänner bis Juni signifikant höher, mit der höchsten 

Anzahl von infektiösen Eiern pro 500g Sand im Jänner, Februar und April. Im September fand 

man die wenigsten Eier. Ein feuchter und kühler, aber nicht zu kalter Winter hilft den Eiern in 

Mitteleuropa in der ersten Hälfte des Jahres zu überleben. Dann verringern stärker werdende 

Sonneneinstrahlung und Trockenheit im Sommer und Herbst die Chancen der Toxocara-Eier. 

Zusätzlich haben Hundehalter:innen im Sommer wahrscheinlich größere Hemmungen ihre 

Hunde auf Spielplätze zu lassen, wenn diese stark von Kindern frequentiert sind. So verringert 

sich ebenfalls die Kontamination (9). Eine weitere Studie in Griechenland hat wieder 

hervorgehoben, dass Regionen mit niedrigerem sozioökonomischem Status einen signifikant 

höheren Prozentanteil von Erdkontamination mit Geohelminthen haben. Zusätzlich 

verschlechternd kommt in ärmeren Gebieten die kontinuierliche Zunahme der Anzahl der 

Streunerhunde dazu (28). 

Klinik und Zoonosepotential: 

Da sie die geeigneten Endwirte für T. canis sind, zeigen die meisten adulten Hunde in der 

Regel bei einem geringen bis moderaten Befall mit dem Parasiten keine oder nur leichte 

klinische Symptome. Diese können sich als Vomitus oder schleimiger Kot bis Diarrhoe äußern. 

Dabei können unreife und reife Würmer ausgeschieden werden. Jüngere Hunde können 
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zusätzlich bei leichtem Befall eine Entwicklungsverzögerung durchmachen (11). Gefährlichere 

Auswirkungen hat allerding ein hochgradiger Befall bei Welpen. Das Wanderverhalten der 

Larven schädigt Leber und Lunge. Entzündungen, Husten und Nasenausfluss sind die Folgen 

(29). Darüber hinaus können Granulome auftreten, ähnlich wie bei der viszeralen Larva 

migrans des Menschen. Neben den vorher genannten Organen findet man diese auch in den 

Nieren und dem Myocard (30). Auch im Auge kann es, wenn auch selten, zu verschiedenen 

Entzündungen, wie etwa Retinitis, kommen (31). Der Befall des Darmes mit adulten Würmern 

führt zu einer Veränderung des Aufbaus der Darmschleimhaut: es kommt zu einer 

Hypertrophie, vor allem der Tunica muscularis, atrophischen Veränderungen der Darmzotten, 

wie etwa Deformation, Verbreiterung oder Verzweigung und einer Hyperplasie der Krypten 

(32). Hunde mit solchen Darmveränderungen zeigen Schwäche, Abmagerung, Vomitus und 

ein typisches, aufgetriebenes sowie druckempfindliches Abdomen, einen sogenannter 

„Askaridenbauch“. Zusätzlich kann es zu Gastroenteritis, Kolik und Diarrhoe im Wechsel mit 

Obstipation kommen. Im Blutbild erkennt man Eosinophilie und Anämie (29). Weitere 

Symptome sind intermittierendes Fieber, Abmagerung und eine Veränderung des Haarfells zu 

glanzlos und struppig. Hochgradiger Befall des Darmes kann ab dem 22. bis 49. Lebenstag 

der Welpen zum Tod führen. Diese Todesfälle sind meist Folgen einer Darmverlegung durch 

Würmer oder eines Durchbruchs der Würmer aus dem Darm beziehungsweise dem 

Gallengangsystem in das Abdomen. Dadurch kommt es zum Verbluten oder zu einer 

Peritonitis (29). Patente T. canis Infektionen beim Hund haben ihren Höhepunkt im Winter, 

höchstwahrscheinlich bedingt durch die Reproduktionsbiologie der Wirte (9). Der Mensch ist 

für T. canis ein Fehlwirt und kann auf verschiedene Arten mit dem Parasiten in Kontakt 

kommen. Untersuchungen aus 2001 in Polen haben gezeigt, dass in städtischen Gebieten am 

stärksten Gehsteige und öffentliche Grünbereiche, dann öffentliche Parks und dann 

Spielplätze und Spielfelder kontaminiert sind (33). Die Seropositivität der Bevölkerung 

schwankt auch in Europa stark: zwischen 2,4 % in Dänemark und 44 % in Österreich. In 

tropischen Ländern erreicht sie sogar bis 90 % (9). Vor allem Kinder zwischen 5-14 Jahren 

sind betroffen, es wurde eine positive Korrelation nachgewiesen bei jenen, die oft in 

öffentlichen Spielplätzen spielen (9). Toxocara canis spielt bei Humaninfektionen eine größere 

Rolle als T. cati. Die meisten Infektionen beim Menschen sind nämlich bedingt durch T. canis, 

dennoch sind beide Arten als Krankheitsauslöser relevant (17, 20). T. canis hat aufgrund 

seiner Größe eine höhere Neuroaffinität und verlässt, anders als T. cati, weniger 

wahrscheinlich den Blutkreislauf und landet am Ende seiner Wanderung daher eher im Gehirn 

des Fehlwirten. Diese Neuroaffinität ist möglicherweise auch evolutionär ein Vorteil gewesen: 
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Verhaltensänderungen des Stapelwirtes erhöhen die Wahrscheinlichkeit vom gewünschten 

Endwirt erbeutet zu werden (20). Toxocarose ist die häufigste Helmintheninfektion in den USA, 

dennoch zählt sie zu einer der am meisten unterschätzen parasitären Erkrankungen, da sie 

oft nicht richtig erkannt wird (7, 9). Neben Geophagie betreibenden Kindern sind auch 

Personen, die an Pica leiden, einer Essstörung, bei der nicht-Nahrungsmittel aufgenommen 

werden, besonders in Gefahr zu erkranken (7). Auch Männer sind eher seropositiv als Frauen 

(22). Eine Studie untersuchte das Risiko für Hundehalter:innen, sich über kontaminiertes Fell 

ihrer Haustiere mit T. canis zu infizieren. Dabei wurde festgestellt, dass bei adulten Hunden 

kein Zusammenhang zwischen intestinaler Parasitenlast und Eidichte auf dem Fell besteht. 

Bei 8,8 % positiven Fellproben, mit hauptsächlich unembryonierten Eiern, war die am stärksten 

kontaminierte Lokalisation der Rücken des Tieres und nicht, wie vielleicht angenommen, die 

Perianalregion. Das spricht für eine Umweltkontamination des Fells und stimmt mit dem 

Verhalten von Hunden überein, sich am Boden und in stark riechenden Substanzen, unter 

anderem auch Kot, zu wälzen. Direkter Kontakt mit einem gut gepflegten Hund stellt also für 

Halter:in und Umfeld ein sehr geringes Risiko dar, sich mit T. canis zu infizieren. Außer Acht 

lassen sollte man allerdings nicht, dass es bei Streunerwelpen sehr wohl einen 

Zusammenhang zwischen Parasitenlast und Kontamination des Fells gibt (7). Menschen 

stecken sich entweder durch die direkte Aufnahme von embryonierten T. canis-Eiern an oder 

durch das Essen von unzureichend erhitztem Fleisch von befallenen Stapelwirten, wie etwa 

Schwein oder Geflügel. Eine Übertragung des Parasiten von Mensch zu Mensch kann nicht 

erfolgen, da sich bei Fehlwirten keine adulten Würmer entwickeln und daher auch keine Eier 

ausgeschieden werden können (22). Toxocarose beim Menschen tritt in verschiedenen 

Formen auf. Nach der oralen Aufnahme schlüpfen die Larven im Darm, entwickeln sich aber 

nicht zu adulten Würmern weiter. Stattdessen wandern die L3 durch die Darmwand in 

Blutgefäße ein und vollziehen eine Körperwanderung. Je nach Zielorgan variieren die 

Symptome (20, 22). Ebenfalls entscheidend für die klinische Manifestation ist die Parasitenlast 

und die Reaktion des Immunsystems des betroffenen Individuums. Viszerale Toxocarose 

kommt bei Kindern vor allem im Alter zwischen zwei und sieben Jahren vor. Die Symptome 

sind oft unspezifisch und können Fieber, Müdigkeit und Anorexie inkludieren. Larven in der 

Lunge können zu Husten, Kurzatmigkeit und Keuchen führen, in der Leber können sie 

Schmerzen im Abdomen und Hepatomegalie auslösen. Toxocarose kann auch Myokarditis 

auslösen, obwohl das relativ selten ist. Bei einem Befall des Zentralnervensystems kommt es 

wieder zu unspezifischen Symptomen. Zusätzlich können Personen an einer akuten 

disseminierten Encephalomyelitis, Meningoencephalitis oder eosinophilen Meningitis leiden. 
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Häufig kommt es zu Krampfanfällen der Patienten (22). Okuläre Larva migrans betrifft vor 

allem ältere Kinder im Alter zwischen 8-16 Jahren. Hier kommt es zu einem Sehschärfeverlust 

oder sogar zu einer kompletten Erblindung auf einem, selten auch auf beiden Augen. Typische 

Hinweise auf okuläre Larva migrans ist ein Granulom im hinteren Augenpol, ein peripheres 

Granulom oder eine subretinale granulomatöse Masse. Die betroffenen Personen klagen über 

gerötete Augen, Augenschmerzen und teilweise auch über Photophobie. Allerdings sind auch 

viele Humanpatienten trotz Toxocara-Befalls symptomlos (22).  

 

2.2. Toxascaris leonina 

Morphologie: 

Toxascaris leonina ist ein Spulwurm mit langen schmalen Cervicalflügeln, ähnlich wie T. canis, 

allerdings ohne Ventrikel im Ösophagus (34, 35). Weibchen können doppelt so groß werden 

wie Männchen und erreichen 5-12 cm (11). An ihrem Distalende befinden sich zwei Spicula 

(35). Toxascaris leonina-Eier haben eine Größe von 76-95 µm und sind kugelig bis ellipsoid. 

Die Schale ist dick mit glatter Oberfläche. Das Innere ist heller und unsegmentiert. 

Charakteristisch für die Identifikation ist das Zopfmuster an der Innenseite der Eischale, 

bedingt durch verwobene Strukturen (11, 36). 

Lebenszyklus: 

Die Aufnahme des Parasiten erfolgt per os über L3 in Eiern oder über paratenische Wirte wie 

kleine Nagetiere. Im Dünndarm schlüpfen die Larven und wandern in die Darmmucosa ein, wo 

sie sich weiterentwickeln (34). Einige wenige wandern allerdings in verschiedene Organe, wie 

etwa Lunge oder Muskulatur (37). Nach ihrer Rückkehr in das Darmlumen erfolgt die 

Entwicklung zu adulten Würmern (11). In den über den Kot ausgeschiedenen Eiern entwickeln 

sich in der Umwelt nach etwa einer Woche die infektiösen Larven (34) 

Tenazität und Vorkommen: 

Toxascaris leonina kommt weltweit bei Hunden, Katzen sowie Wildcaniden und -feliden vor 

(38). In Mitteleuropa sind allerdings Toxocara-Arten weiterverbreitet (11). Bei kühlen und 

feuchten Bedingungen überleben die infektiösen Eier mehrere Monate lang. Hitze und 

Trockenheit führen allerdings zu einem raschen Absterben (36). 
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Klinik und Zoonosepotential: 

Hochgradiger Befall mit T. leonina kann Enteritis auslösen, sonst gilt dieser Parasit allerdings 

als harmlos (11). Das Zoonosepotential ist vermutlich gering und da die Larven keine 

Wanderung vollziehen, auch deutlich weniger schwerwiegend (39). Bei wiederholtem Kontakt 

mit T. leonina ist die Entwicklung einer Eosinophilie möglich (40) 

 

2.3. Trichuris vulpis 

Morphologie: 

Trichuris vulpis zählt zu den Peitschenwürmern, und hat, wie der Name schon sagt, ein 

peitschenförmiges Aussehen (41). Die Würmer werden 3-8 cm lang und ihr Vorderende ist das 

dünne, peitschenartige Ende, und nicht wie früher angenommen, das dickere Ende (11, 42). 

Ihre Eier sind typisch zitronenförmig, dickwandig, haben eine gelbliche bis bräunliche Farbe 

und zwei sich deutlich vorwölbenden Polpfröpfe (42). Ihre Größe beträgt zwischen  

60-70 x 37-40 µm (43). Der Inhalt der frisch ausgeschiedenen Eier von T. vulpis ist 

unsegmentiert und körnig (11). 

Lebenszyklus: 

Trichuris-Arten haben einen direkten Lebenszyklus und benötigen daher keine Zwischenwirte 

(34). Sie leben in Dick- und Blinddarm ihrer Wirte und dort produzieren die Weibchen große 

Mengen an unsegmentiert Eiern, die dann über den Kot ausgeschieden werden (8, 11). Für 

die weitere Entwicklung in der Umwelt benötigen die Eier ausreichend Wärme und vor allem 

Feuchtigkeit (34). Auch die Temperatur hat Einfluss auf die Entwicklung: bei 30 °C kann das 

Ei innerhalb von 12-15 Tagen embryonieren, aber bei 22 °C kann derselbe Entwicklungsschritt 

über 35 Tage dauern (44). Die Aufnahme der Parasiteneier erfolgt peroral. Im Darmlumen 

schlüpfen die L1. Die Entwicklung zur L2 erfolgt in den Lieberkühn-Krypten des Darmes, 

danach wandern die Larven aber wieder an die Darmoberfläche zurück (34). In der 

Darmmukosa verankert folgen noch drei Häutungen bis die Geschlechtsreife erreicht ist (11). 

Die Präpatenz variierte bei Hunden zwischen 69-114 Tagen und die Lebensdauer der Würmer 

in den Hunden beträgt circa 16 Monate (11, 34). 

Tenazität und Vorkommen: 

Trichuris-Eier können in der Umwelt jahrelang infektiös bleiben. Sie überstehen sowohl kalte 

Winter als auch heiße Sommer. Ideal sind dabei für sie feuchte und schattige Bereiche, aber 
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sie verkraften auch kurze Phasen von direktem Sonnenlicht und Trockenheit (8). Der Parasit 

kommt weltweit auch mit hoher Prävalenz vor, wobei vor allem Streuner und Tierheimhunde 

stärker betroffen sind (8). In Wien wurde bei einer Studie mit über 1000 anonymen Kotproben 

aus Hundezonen bestätigt, dass T. vulpis mit 8,1 % der Helminth mit der größten Prävalenz 

ist (10). Wie der Name schon besagt, ist der Fuchs, Vulpes vulpes, ebenfalls ein geeigneter 

Wirt für T. vulpis und kann bei einem Befall durch seinen Kot die Umgebung kontaminieren 

(11). Allein in Wien leben momentan geschätzt 4000 Füchse (meinbezirk.at). In einer mit 

T. vulpis kontaminierten Umgebung kann es immer wieder zur Reinfektion von Hunden 

kommen. Vor allem adulte Tiere haben eine große Parasitenlast (8). 

Klinik und Zoonosepotential: 

Die Ernährung von T. vulpis erfolgt über Blutaufnahme aus den eröffneten Kapillaren des 

Darmes und durch Aufnahme von Darmmukus. Das kann vor allem bei massivem Befall zu 

verschiedenen Problemen führen, wie zum Beispiel katarrhalischen bis hämorrhagischen 

Entzündungen (11, 45). Die häufigsten Symptome von mit T. vulpis infizierten Hunden sind 

Durchfall, welcher in schweren Fällen blutig sein kann, Gewichtsverlust, reduzierter Appetit 

und Erbrechen. Auch Hypalbuminämie und Anämie kommen vor (46). Welpen können unter 

einer verzögerten und verringerten Entwicklung leiden (8). Wichtig ist zu erwähnen, dass hier 

einerseits die Parasitenlast, welche klinische Symptome auslöst, je nach Individuum stark 

variieren kann und dass andererseits ein Befall häufig auch symptomlos sein kann (8, 11). Die 

zoonotische Bedeutung von T. vulpis ist gering, obwohl es Berichte über Humaninfektionen 

gibt (47, 48). Allerdings muss hierbei oft auch von der Möglichkeit einer Darmpassage anstelle 

einer Infektion ausgegangen werden (11).  

Weitere Trichuris-Arten: 

Trichuris spp. beinhaltet beinahe 80 verschiedene Arten (42). Neben dem bereits genannten 

T. vulpis bei Hund und Fuchs, gibt es unter anderem T. ovis, T. globulosa und T. skrjabini bei 

Haus- und Wildwiederkäuern sowie T. suis bei Schweinen. Relevanter für die 

Umweltkontamination in der Stadt sind T. muris der Mäuse und T. leporis der Hasen und 

Kaninchen (11, 49). Katzen können von T. serrata und T. campanula befallen sein (50, 51). 

Der Peitschenwurm des Menschen, T. trichiura, ist seltener in der Umgebung zu finden und 

führt in den meisten Fällen zu einer asymptomatischen Infektion (52). Trichuris trichiura ist die 

dritthäufigste Helmintheninfektion beim Menschen (53). Die Differenzierung zwischen den 

https://www.meinbezirk.at/hietzing/c-lokales/wienerin-von-fuchs-auf-offener-strasse-gebissen_a6103928
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Trichuris-Arten ist schwierig, durchschnittlich sind aber T. vulpis-Eier größer als T. suis, welche 

ihrerseits größer als T. trichiura sind (42, 54). 

 

2.4. Capillaria spp. 

Morphologie: 

Adulte Würmer sind dünn und fadenartig. Sie erreichen eine Größe zwischen 1,5-4 cm, wobei 

die Weibchen meist geringgradig länger werden. Die Eier ähneln von der Form einem Fass 

und können, je nach Art, auch asymmetrisch sein. Zusätzlich besitzen die Eier zwei Polpfröpfe. 

Die Eigröße variiert zwischen 54-72 x 26-35 µm (34). Capillaria-Eier teilen sich viele 

Eigenschaften mit Eiern von Trichuris spp, daher kann es hier bei der Identifikation zu 

Verwechslungen kommen (42, 51, 55). Eine raue, gefurchte Oberfläche deutet darauf hin, 

dass es sich um Capillaria spp. handelt. Besondere Schwierigkeiten bei der Diagnose machen 

allerdings Mischinfektionen von T. vulpis und C. aerophilus, die bei Hund vorkommen können 

(8). 

Lebenszyklus: 

Die Infektion mit Capillaria spp. erfolgt über die Aufnahme von infektiösen Eiern aus der 

Umwelt oder von Stapelwirten, wie etwa Regenwürmern (34, 56). Im Gastrointestinaltrakt 

schlüpfen die Larven und wandern über den Blutkreislauf in verschiedene Organe ein. Diese 

variieren je nach Art. Capillaria aerophila lebt in Lunge und Atemwegen, C. boehmi in der 

Nasenhöhle, C. plica parasitiert in der Harnblase und C. hepatica wandert, wie der Name 

schon sagt, in die Leber ein. Dementsprechend unterscheidet sich auch der 

Ausscheidungsweg der Eier. Diese können über den Harn oder den Kot ausgeschieden 

werden. Im Fall von C. hepatica legen die adulten Weibchen die Eier in die Leber ab, diese 

erreichen die Außenwelt nicht (34). 

Tenazität und Vorkommen: 

Die verschiedenen Capillaria Arten kommen weltweit vor (57). Ihre Eier überstehen in der 

Umwelt Temperaturen von -7 ° bis +12 °C für 2 Wochen. In Regenwürmern bleiben sie 

jahrelang infektiös (11). Besonders Jagdhunde sind gefährdet, sich mit C. plica. zu infizieren, 

denn Füchse wirken als Reservoirwirte (56). Aber auch in Städten kommen Capillaria spp. vor. 

Sowohl in Erdproben als auch an Hundepfoten konnten sie nachgewiesen werden (5, 27). Bei 

dem Nachweis von Capillaria spp. an Hundepfoten ist zu beachten, dass diese auch mit Arten 
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kontaminiert sein können, die nicht wirtspezifisch für Carnivoren sind. Vor allem für Vögel gibt 

es eine große Capillaria-Diversität (58). In Wien enthalten 0,2 % der Kotproben von Hunden 

C. aerophila (10).  

Klinik und Zoonosepotential: 

Je nach Art kann ein Befall mit Capillaria spp. unterschiedlichste Symptome auslösen. Bei 

C. plica in der Harnblase kann es einerseits bei einem asymptomatischen Verlauf bleiben, 

andererseits kann es zu schweren Entzündungen der Harnblase und des Harntrakts kommen. 

Folgen davon können Pollakisurie, Dysurie oder auch blutiger Harn sein (56). Bei Besiedelung 

der Atemwege mit C. aerophila kommt es zu respiratorischen Symptomen, wie Husten, Niesen 

oder Atemnebengeräuschen. Ein hochgradiger Befall kann zu Bronchopneumonie, 

Ateminsuffizienz und, im schlimmsten Fall, sogar zum Tod führen (59). Capillaria boehmi in 

den Nasen- oder Stirnhöhlen verursacht Niesen oder mukopurulenten Nasenausfluss, der 

teilweise auch blutig sein kann (60). Bei C. hepatica kann es zu Fieber, Gelbsucht und 

Hepatitis kommen. Unbehandelt kann auch dieser Parasit zum Tod des Wirten führen (61). 

Das Zoonosepotential ist ebenfalls von der Art abhängig. Humaninfektionen mit C. aerophila 

sind sehr selten und können im Auftreten einem Bronchialkarzinom ähneln (62). Typische 

Symptome für eine Infektion mit C. hepatica sind Fieber, Hepatomegalie und Leukozytose mit 

Eosinophilie. Besonders oft sind hier Kinder unter acht Jahren betroffen (57). Im Vergleich 

dazu haben C. plica und C. boehmi kein bekanntes zoonotisches Potential (11, 63). 

 
2.5. Ancylostoma caninum 

Morphologie: 

Die Weibchen von A. caninum erreichen Größen bis zu 20,5 mm und werden somit größer als 

die Männchen mit einer Maximalgröße von 13 mm (64). Am oralen Ende befindet sich die, für 

den Hakenwurm namensgebende, Biegung nach dorsal. Die Eier dieses Hakenwurms sind 

oval mit einer dünnwandigen Schale (34). Sie sind dünnschalig, enthalten zwei bis acht 

Blastomere und erreichen eine durchschnittliche Größe von 64x39 µm (11, 65). Die 

Unterscheidung von A. caninum und Uncinaria stenocephala, einer weiteren Hakenwurmart, 

ist teilweise anhand der Größe möglich, denn U. stenocephala hat geringgradig größere Eier. 

Allerdings gibt es hier auch Überschneidungen (65). Zusätzlich schwierig ist die 

Differenzierung zu Magen-Darm-Strongyliden-Eiern, die ebenfalls mehrere Blastomere 

besitzen und etwa gleich groß werden können (11). 
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Lebenszyklus: 

Die adulten Würmer sind Blutsauger und haften sich dafür mit ihrer Mundkapsel vor allem an 

der Jejunumschleimhaut fest (66, 67). Pro Tag können bis zu 25.000 Eier mit dem Kot 

ausgeschieden werden, aus denen nach 1-2 Tagen bei geeigneten Temperaturen L1 

schlüpfen, die sich in der Umwelt innerhalb von 5-10 Tagen zu infektiösen L3 entwickeln (66, 

68). Diese können Hunde peroral oder perkutan infizieren (68). Der Befall säugender 

Hündinnen kann zu einer laktogenen Infektion der Welpen führen (69). Zusätzlich können sich 

Hunde über die Aufnahme von paratenischen Wirten, wie etwa Nagetieren aber auch Insekten, 

mit A. caninum infizieren (70). Ein Teil der Larven erreicht über die Lunge, nachdem er 

ausgehustet und abgeschluckt wurde, den Gastrointestinaltrakt und entwickelt sich über L4 zu 

adulten Würmern (66). Der anderer Teil vollzieht eine Körperwanderung und kann in 

Muskulatur oder Fettgewebe jahrelang als L3 persistieren (11). 

Tenazität und Vorkommen: 

In Mitteleuropa ist vor allem A. caninum vertreten. In wärmeren Regionen findet man auch 

A. braziliense und A. ceylanicum (71). Für die larvale Entwicklung benötigt A. caninum 

Temperaturen über 15 °C, darunter kommt es zu einer Verzögerung oder zum Stillstand. Die 

Optimaltemperatur liegt bei 25-30 °C (72). Die in der Umwelt freien bescheideten L3 können 

bei ausreichender Feuchtigkeit 3-4 Monate überleben, verenden aber bei Trockenheit rasch 

(11).  

Klinik und Zoonosepotential: 

Bei einem hochgradigen Befall, vor allem von Welpen, mit A. caninum kann es zu 

Wachstumsverzögerungen, Abmagerungen, und Durchfall kommen (73). Das Blutsaugen der 

adulten Würmer führt erst zu normozytärer und normochromer Anämie, bei zunehmendem 

Eisenmangel kann diese hypochrom und mikrozytär werden (11, 74). Bei schweren Fällen 

kann es zu metabolischen Azidose, Herzinsuffizienz und in Folge sogar zu Todesfällen 

kommen (11, 75). Beim Menschen kommt es durch Larva migrans cutanea zu juckenden 

Hautveränderungen und selten zu einer eosinophilen Enteritis (11, 55, 76). 
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2.6. Uncinaria stenocephala 

Morphologie: 

Adulte Würmer werden zwischen 7-12 mm groß, wobei Weibchen geringgradig größer werden 

können (77). Die beiden Schneideplatten am Eingang der Mundkapsel sind bei 

U. stenocephala glattrandig (11, 77). Die Eier sind mittelgroß, oval, dünnwandig und enthalten 

zwei bis acht Blastomere (34). Damit sind sie A. caninum-Eiern sehr ähnlich, die meist nur 

etwas kleiner sind. Die genaue Identifikation der Art erfolgt idealerweise auf molekularer Ebene 

mittels PCR (65). 

Lebenszyklus: 

Durch die orale Aufnahme von infektiösen L3 erfolgt die Infektion der Wirte. Im Magen 

schlüpfen die Larven aus der Scheide und verweilen hier 18 Stunden bis wenige Tage, bevor 

sie in den Dünndarm wandern. Dort erreichen sie nach zwei weiteren Häutungen und 

insgesamt 15 Tagen die Geschlechtsreife (77). Einige L3 allerdings wandern über den Darm 

in Gewebe, wie Muskeln oder Fett, ein und persistieren dort lange Zeit. So können sich Hunde 

auch über paratenische Wirte, wie etwa Nager, infizieren (11). In sehr seltenen Fällen kann es 

zu einer transdermalen Infektion kommen. Diese Larven schaffen es aber meistens nicht, den 

Gastrointestinaltrakt zu erreichen, und können daher ihren Lebenszyklus nicht vollenden (78). 

Tenazität und Vorkommen: 

Uncinaria stenocephala hat eine größere Kälteresistenz als A. caninum, die Eier können sich 

zwischen Temperaturen von 7,5-27 °C entwickeln (11, 79). Daher überlebt diese Art auch 

besser in nördlicheren Regionen Europas und Amerikas (79).In Mitteleuropa ist 

U. stenocephala sogar die häufigste Hakenwurmart bei Hund und Rotfuchs (11, 80). 

Klinik und Zoonosepotential: 

Die Symptome bei U. stenocephala-Befall sind ähnlich wie bei A. caninum, also 

Wachstumsverzögerung bei Jungtieren, Abmagerung und schleimiger Durchfall. Da sich die 

adulten Stadien allerdings hauptsächlich von Darmgewebe ernähren, kommt es nicht zu einer 

Anämie, bei hochgradigem Befall allerdings zu Hypoproteinämie durch den Verlust von 

Plasmaproteinen (11, 75). Seltener kommt es zu einer juckenden Dermatitis (78). Das Risiko 

für den Menschen an U. stenocephala zu erkranken ist gering (10). 
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2.7. Toxoplasma gondii 

Morphologie: 

Die Umweltstadien von Toxoplasma gondii sind Oocysten. Sie haben eine rundliche Form, 

eine Größe von 10x12 µm und sind farblos (81). Diese Eigenschaften teilen sie mit 

Hammondia spp. und Neospora caninum. Bei der morphologischen Artidentifikation kann es 

daher zu Verwechslungen kommen (82, 83). Sporulierte Oocysten enthalten zwei Sporocysten 

mit je 4 Sporozoiten und sind erst in diesem Zustand infektiös (11, 81). Die im Zwischenwirt 

entstehenden Tachyzoiten sind 2 x 6 µm große, halbmondförmige Zellen. Der Zellkern befindet 

sich in der hinteren Zellhälfte, aber weniger basal als der Zellkern bei Brachyzoiten (81). Aus 

Tachyzoiten entstehen durch Stadienkonversion Bradyzoiten (84). Diese unterscheiden sich 

morphologisch wenig, allerdings verändern sich ihre Oberflächenantigene und ihr 

Stoffwechsel (11). Bradyzoiten befinden sich innerhalb von Cysten, die je nach Lokalisation 

Größen von bis 100 µm erreichen können. So große Cysten enthalten dann tausende von 

Bradyzoiten. (81). 

Lebenszyklus: 

Toxoplasma gondii ist ein Parasit, dessen komplexer Lebenszyklus sowohl frei in der Umwelt 

als auch in Zwischen- und Endwirten abläuft (11). Feliden stellen hierbei den Endwirt dar (85). 

Nicht nur domestizierte Katzen, sondern fast alle Wildkatzenarten, wie etwa Luchs, Sibirischer 

Tiger oder Amurleopard, können eine Rolle spielen. Die Katzen können sich auf zwei Arten 

peroral infizieren: durch die Aufnahme bereits sporulierter und damit infektiöser Oocysten aus 

der Umwelt oder durch das Erbeuten von mit Gewebszysten befallenen Beutetieren. Diese 

enthalten Bradyzoiten und seltener Tachyzoiten (81) (11)Nach Infektion über Oocysten 

dringen die ursprünglich enthaltenen Sporozoiten in Zellen der Darmwand ein. Dort erfolgt eine 

Teilung und die Umwandlung in Tachyzoiten (11). Nach der Ruptur der befallenen Zelle 

verteilen sich die Tachyzoiten über das Blut im Körper des Wirts und können dabei sogar die 

Blut-Hirn-Schranke überwinden (11, 86) . Diese Entwicklung ist also extraintestinal. Nur einige 

wenige Erreger gelangen danach zurück in den Darm. So erfolgt bei dieser Art der Infektion 

später und seltener eine Patenz (11). Nach Infektion über Bradyzoiten wandern diese in das 

Dünndarmgewebe und reproduzieren mehrere Generationen asexuell bevor es schließlich, 

vor allem im Ileum, durch Gamogonie zu einer Abgabe von unsporulierten Oocysten mit dem 

Kot nach drei bis zehn Tagen kommt (11, 81). Nach der Ausscheidung müssen die Oocysten 

erst sporulieren, um infektiös zu werden (87). Dies erfolgt, abhängig von den 
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Umweltbedingungen, in ein bis fünf Tagen (11). Die Idealbedingungen dafür sind 10-25 °C und 

ausreichend Luftfeuchtigkeit. Hitze verkürzt das Überleben der Oocysten stark (88). Geeignete 

Zwischenwirte sind vor allem Kleinsäuger, wie Mäuse und Nager, aber auch Vögel. (11, 89). 

Allerdings gibt es eine große Vielfalt an betroffenen Zwischenwirten, zum Beispiel zahlreiche 

Säugetiere, darunter sogar Meeressäuger wie Robben oder Delfine (90). Im Darmepithel der 

Zwischenwirte entwickeln sich Tachyzoiten. Sie vermehren sich und verteilen sich 

anschließend im restlichen Körper (84). Dann erfolgt die Stadienkonversion der Tachyzoiten 

zu Bradyzoiten mit der für T. gondii typischen Gewebecystenbildung (84).Bei den infizierten 

Beutetieren werden Reflexe und Fluchtreaktionen so verändert, dass den Feliden der 

Beutefang erleichtert wird und so der Zyklus von vorne beginnen kann (49, 89) (89) 

Tenazität und Vorkommen: 

Toxoplasma gondii-Oocysten werden unsporuliert ausgeschieden und sporulieren erst nach 

einem Zeitraum von ein bis fünf Tagen (91). Vor dieser Weiterentwicklung haben die Oocysten 

eine geringere Tenazität, vor allem was extreme klimatische Bedingungen betrifft (92). Nach 

der Sporulation sind die Oocysten sehr resistent gegenüber Umwelteinflüssen und überleben 

Kälte bis -10 °C für knapp über vier Monate ebenso wie Trockenheit. In Erde und Sand bleiben 

sie bis zu 18 Monate infektiös (93). Weltweit ist T. gondii einer der am häufigsten auftretenden 

Parasiten, bis zu ein Drittel der Weltbevölkerung hatte bereits Kontakt zu ihm (11, 93). Nur auf 

kleinen Inseln oder Atollen, die nie von Katzen bewohnt waren, fehlt T. gondii (93). Die 

Seroprävalenz von Hauskatzen variiert je nach Haltungs- und Fütterungsform. Sie ist höher 

bei Streunern oder jagenden Freigängern, wobei hier auch wichtig ist, ob diese auf dem Land 

oder innerhalb von städtischen Gebieten leben (93). Im Vergleich dazu sind reine 

Wohnungskatzen und Jungtiere oft seronegativ (94). Die Seroprävalenzen bei Zwischenwirten 

variieren ebenfalls stark, zum Beispiel bei Mastschweinen. Abhängig von der Haltungsform, 

ob biologische Landwirtschaft mit Freilandhaltung oder konventionelle Haltung in einem 

geschlossenen Stall, erkennt man Unterschiede. Bei Freigang der Tiere kann die 

Seroprävalenz um das fast 16-fache erhöht sein (95) 

Klinik und Zoonosepotential: 

Generell sind Erkrankungen bei Tieren durch T. gondii selten. Trotzdem kann es bei Katzen 

zu Krankheitserscheinungen kommen, auch bei nicht immunsupprimierten Individuen. Es 

entstehen herdförmige, nekrotisierende Entzündungen in diversen Geweben, etwa Hepatitis, 

Encephalitis oder Myositis. Vor allem infektiöse Uveitis wird häufig durch T. gondii ausgelöst 
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(96). Pneumonitis ist die häufigste Entzündung und kann für das befallene Tier rasch tödlich 

enden (85). Bei den wenigen klinischen Fällen gibt es zusätzlich Symptome wie Anorexie, 

Apathie, Fieber, Ikterus, Parese, Dermatitis und Erbrechen (11, 85). Auch Diarrhöe kann ein 

Symptom sein, und erkrankte Katzen können bis zu eine Million Oozysten mit dem Kot, 

welcher auch flüssig sein kann, ausscheiden (85). Bei Hunden kommen klinische 

Erkrankungen sehr selten vor. Größte Gefahr besteht bei einer Erstinfektion mit T. gondii bei 

einer trächtigen Hündin. Hier kann es entweder zum Abort kommen oder zu Welpen mit 

generalisierten oder zentralnervösen Symptomen (97, 98). Toxoplasma gondii Infektionen 

verlaufen bei immunkompetenten Personen oft unerkannt, beziehungsweise mit sehr 

geringen, unspezifischen Symptomen, wie etwa leichtem Fieber (85). Eine größere 

zoonotische Bedeutung hat T. gondii bei der Infektion von immunsupprimierten Personen und 

bei der Erstinfektion von schwangeren Frauen. Bei ersteren kommt es vor allem zu 

Encephalitiden, bei zweiteren kommt es zu einem Übergang des Erregers auf den Fetus, was 

zu schweren Fetopathien bis Aborten führen kann (99, 100). Zur Humaninfektion kann es auf 

mehreren Wegen kommen: Aufnahme von ungewaschenem, rohem Gemüse oder Kontakt zu 

kontaminierter Erde bei Gartenarbeit ohne Handschuhe. Waschen oder Kochen von Gemüse 

sowie Reinigung der Hände mit Seife sind hierbei sehr wichtig (22, 93) . Auch die von Kindern 

betriebene Geophagie ist ein Risikofaktor. Ebenso birgt das Essen von ungenügend erhitztem 

Fleisch das Risiko einer Infektion über die Aufnahme von Bradyzoiten (93). Bei seronegativen, 

schwangeren Frauen mit Katzen im gleichen Haushalt sollte eine  

nicht-schwangere Person den Kot aus dem Katzenklo täglich entfernen, um den Großteil 

potenziell ausgeschiedener Oocysten zu entfernen. Das minimiert das Risiko, denn die 

Oozysten sind nicht sofort infektiös (11, 93). Außerdem scheiden Katzen in der Regel nur nach 

ihrer Erstinfektion für eine bis zwei Wochen Oozysten aus (87). Junge Katzen mit Freigang 

infizieren sich meistens, sobald sie anfangen selbstständig zu jagen. Das bedeutet, solange 

die Katze nicht neu im Haushalt ist, plötzlich Freigang bekommt oder eine Futterumstellung zu 

Rohfleisch erfolgt, ist das Risiko, welches von dem Haustier ausgeht, geringer als 

Umweltkontamination oder Verzehr von ungenügend erhitztem Fleisch (ivis.org). Neuere 

Studien deuten darauf hin, dass es einen Zusammenhang zwischen T. gondii-Infektionen und 

psychiatrischen Erkrankungen gibt. Die Wahrscheinlichkeit, durch Suizid zu sterben, ist bei 

dieser Parasiteninfektion um 43 % höher als ohne. Es werden in diesen Studien generell 

strengere Kontrollen und Präventionsmaßnahmen zur Übertragung von T. gondii empfohlen 

(101). 
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2.8. Cystoisospora spp. 

Morphologie 

Bei Hunden parasitieren vier Cystoisospora-Arten: C. canis, C. ohioensis, C. burrowsi und 

C. neorivolta (102, 103). Dabei lässt sich nur C. canis durch die Größe seiner Oozysten von 

den anderen Arten unterscheiden, welche aufgrund ihrer ähnlichen Größen zu C. ohioensis 

zusammengefasst werden (104). Ersterer erreicht 34-40 x 28-32 µm während die kleineren 

Cystoisospora-Arten in der Regel nicht größer als 27 x 25 µm werden. (11, 104). Im frisch 

ausgeschiedenen Kot sind die Oozysten noch unsporuliert, bei geeigneten Temperaturen 

werden sie aber rasch durch Sporulierung infektiös (34). Ihre Form ist eiförmig oder rundlich, 

ihre Wand glatt und farblos, eine Mikropyle ist nicht vorhanden (11). 

Lebenszyklus: 

Bei dem direkten Zyklus erfolgt die Aufnahme infektiöser Oozysten über den fäko-oralen Weg 

(34). Je nach Art erfolgt eine ungeschlechtliche Vermehrung in Dünndarm, Caecum oder 

Colon, und nach 4-12 Tagen erfolgt die Ausscheidung von Oozysten (34). Der fakultativ 

indirekte Zyklus erfolgt über Stapelwirte. Vor allem Nager, aber auch Schweine und 

Wasserbüffel sind hier involviert (104). Nach oraler Aufnahme der Parasiten befallen 

Sporozoiten den Darm, Lymphknoten, Milz, Leber, Lunge oder Skelettmuskulatur. Bis zu zwei 

Jahre lang können sie als Dormozoiten in parasitophoren Vakuolen ruhen (11, 105). Durch 

Erbeutung oder Fütterung mit rohen und nicht vorher ausreichend gefrorenem Fleisch 

erreichen sie schließlich ihren Endwirt und können dort ihre Entwicklung fortsetzen (11).  

Tenazität und Vorkommen: 

Cystoisospora spp. kommt weltweit vor (104)(106). Vor allem junge Hunde in Haltungsformen 

mit hoher Tierdichte, wie etwa Zwinger, Zuchtbetriebe oder Tierheime, können hochgradig 

befallen sein (107, 108). Vor allem hohe Temperaturen um 30 °C, kombiniert mit einer 

niedrigen Luftfeuchtigkeit, führen zum Absterben der Oozysten (11).Stimmen die 

Bedingungen, überlebt Cystoisospora spp monatelang in der Umwelt (109). 

Klinik und Zoonosepotential: 

Meist löst nur hochgradiger Befall bei jungen Hunden Symptome aus (11). Dazu zählen 

wässriger, selten blutiger Durchfall, Erbrechen, Anorexie, Apathie und Wachstumsstörungen 

(106, 109). Auch Fieber kann beobachtet werden (106). Typisch ist das Auftreten der 
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Symptome in der dritten bis vierten Lebenswoche. Zusätzlich dauern die Symptome oft nur 

eine Woche an, danach kommt es zu einer Immunität (11). Cystoisospora-Arten sind stark 

wirtsspezifisch, es gibt also kein Zoonoserisiko für Halter:innen (11, 104). 
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3. Material und Methodik 

Das Vorhaben dieser Diplomarbeit, Hundepfoten zu waschen, wurde von der Ethik- und 

Tierschutzkommission geprüft. Da es nicht als Tierversuch gemäß Tierversuchsgesetz 2012 

galt, war eine Zustimmung der internen Ethik- und Tierschutzkommission der 

Veterinärmedizinischen Universität Wien für die Durchführung ausreichend. Diese wurde mit 

einer Befristung auf 24 Monate bis zum Start der 2-jährigen Studie gewährt. 

3.1. Studienort und Zeitraum 

Die Probennahme für diese Diplomarbeit erfolgte hauptsächlich in vier Hundezonen in Wien. 

Die besuchten Hundezonen befinden sich im Rudolf-Sallinger-Park (1050), im Rubenspark 

(1040), im Waldmüllerpark (1100) und im Hadikpark (1140). Die letzten beiden befinden sich 

in Wiener Außenbezirken. Der Zeitraum der Probennahme war von August 2023 bis inklusive 

Jänner 2024 und betrug somit sechs Monate. Es wurden drei Jahreszeiten abgedeckt, nur im 

Frühling wurden keine Proben genommen, dafür aber Sommer, Herbst und Winter.  

Im Winter war die Probennahme, bedingt durch besonders tiefe Temperaturen um und unter 

dem Nullpunkt erschwert. Wenn Studienteilnehmer:innen bei Kälte ihre Handschuhe nicht 

ausziehen wollten und sich weigerten den Fragebogen auszufüllen, wurde dieser stattdessen 

Interview-artig für sie ausgefüllt. Auch das luftdichte Probengeschirr aus Plastik wurde bei 

Minusgraden spröde und zerbrach leichter. Eine nachfolgende Diplomarbeit derselben Studie 

beschäftigt sich auch mit Saisonalität des Aufkommens von Parasitenstadien, hierzu fehlen 

bei dieser Diplomarbeit die Daten aus dem Frühling. 

3.2. Auswahl der Teilnehmenden 

Hauptsächlich wurden in Hundezonen Hundehalter:innen gefragt, ob Interesse bestünde, an 

einer Studie teilzunehmen. Aber auch auf dem Weg zu den Hundezonen wurden ebenfalls 

Hundehalter:innen angesprochen, vor allem, wenn sie bereits eingesammelten Kot mit sich 

trugen, um diesen korrekt zu entsorgen. Auf den in Wien verteilten Aushang zur Bewerbung 

der Studie haben drei Halterinnen reagiert. Davon haben zwei sich per E-Mail einen Termin 

zur Probennahme ausgemacht und wahrgenommen. Bei der Probennahme vor Ort wurde 

ebenfalls der Aushang (Abb.1 ) und ein QR-Code (Abb. 2) ausgestellt, um den Zugang, zu den 

Informationen bezüglich der Studie, für interessierte Halter:innen zu erleichtern. Wichtig für die 

Auswahl der Probanden war die Auskunft der Hundehalter:innen, dass der Hund das Berühren 

der Pfoten ohne Stress duldet und die anschließende freiwillige Teilnahme der Hunde. Manche 

Hunde ließen sich dennoch nicht stressfrei die Pfoten waschen. Dann wurde die Probennahme 
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abgebrochen und der Hund von der Studie ausgeschlossen. Zusätzlich unterzeichneten die 

Halter:innen eine Einverständniserklärung. Diese befindet sich im Anhang.  

Weitere Vorgaben oder Präferenzen bei der Kontaktaufnahme zu möglichen 

Studienteilnehmer:innen gab es keine. Als idealer Zeitpunkt für die Probennahmen, außer der 

im Vorhinein ausgemachten Termine, hat sich das Wochenende hervorgehoben. Halter:innen 

waren an Samstagen und Sonntagen eher gewillt teilzunehmen als an Werktagen. An solchen 

wurde vor allem in der Früh und am Vormittag oft angegeben, dass keine Zeit wäre, um an der 

Studie teilzunehmen, weil die Halter:innen nach dem Spaziergang in die Arbeit mussten. 

 

Abbildung 1: Aushang Pfotenwaschprojekt 

 

Abbildung 2: QR-Code Aushang Pfotenwaschprojekt 
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3.3. Probennahme 

Die Probennahme begann mit dem Waschen der Hundepfoten, danach wurden den 

Halter:innen die Schuhsohlen gewaschen und anschließend wurde der Fragebogen ausgefüllt. 

Diese Reihenfolge etablierte sich, um Hunde, die das nötige Pfotenwaschen nicht akzeptierten 

rechtzeitig zu erkennen und aus der Studie ausscheiden zu lassen, bevor die Halter:innen ihre 

Schuhe badeten und den Fragebogen ausfüllten. Dieser Fragebogen ist im Anhang eingefügt. 

In der Vorbereitung wurde pro Waschprobe jeweils 500ml Leitungswasser in luftdichte 

Plastikgefäße abgefüllt. Diese wurden mittels fortlaufender Nummer von 1-125 und PW 

beziehungsweise SW für Pfotenwaschwasser und Sohlenwaschwasser beschriftet.  

3.3.1. Probennahme Pfotenwaschwasser 

Bei der Probennahme wurden alle vier Pfoten der teilnehmenden Hunde nacheinander etwa 

30 Sekunden gewaschen. Dabei wurden sie sanft hin- und herbewegt. Je nach Hund erfolgte 

das Waschen in dem beschrifteten Probengefäß, in einem flacheren Gefäß bei niederläufigen 

und kleinen Hunden und bei dem größten Studienteilnehmer, einem südafrikanischen 

Boerboel, musste die Pfote in der selben Wanne gewaschen werden, in der auch die 

Halter:innen ihre Schuhe badeten. 

Nach jedem Studienteilnehmer wurden die Gefäße mit Leitungswasser aus einem 

Wasserkanister abgespült und dann mit Küchenrolle ausgewischt, um eine mögliche 

Kreuzkontamination der Proben zu verhindern. 

3.3.2.  Probennahme Sohlenwaschwasser 

Zur Gewinnung des Sohlenwaschwassers wurden 500ml Wasser in eine große, flache Wanne 

gefüllt. In dieser wurden beide Schuhe der Halter:innen ebenfalls für etwa 30 Sekunden 

gebadet. In dem seltenen Fall, dass die Schuhe der Studienteilnehmer:innen zu groß für die 

vorhandene Wanne waren, wurden nacheinander Spitze und Ferse der Schuhsohle 

gewaschen. In den Hundezonen gab es während der Probennahme immer die Möglichkeit für 

die Teilnehmer:innen sich auf eine Sitzbank zu setzen. 

3.3.3. Probennahme Kot 

Die zeitgleiche Abgabe einer Kotprobe mit den zwei Waschproben stellte sich als logistischer 

Herausforderung dar. Oft war der Kot schon entsorgt worden. Als Alternative wurden mehrere 

Möglichkeiten angeboten, eine Kotprobe abzugeben. Ein Treffen am Folgetag in der gleichen 

Hundezone wurde mehrmals ausgemacht, aber von den Halter:innen nicht eingehalten. Auch 
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auf eigene Kosten einschicken oder persönlich auf der Universität abgeben, wurde angeboten, 

aber von niemandem wahrgenommen. Eine in der Hundezone Rubenspark eingerichtete 

„Kotprobensammelstelle“ setzte sich für nachträgliche Kotprobenabgaben durch. Hier wurde 

ein Plastikkübel mittels Kabelbinder an einem Gitterzaun diebstahlsicher befestigt. Es wurden 

selbstklebende Etiketten, Kugelschreiber und Permanentmarker zur Verfügung gestellt, um 

die Probe mit dem Namen des Hundes zu versehen. Darüber wurde der Aushang zur Studie 

und ein Informationsschreiben befestigt, das die korrekte Nutzung der Kotprobensammelstelle 

erklärte: Abgabe nur von bereits teilnehmenden Hunden und Untersuchung nur von korrekt 

beschrifteten Proben (Abb. 3). Allerdings gab es hier immer wieder Hundehalter:innen, die 

unbeschriftete Proben von noch nicht teilnehmenden Hunden einwarfen. Diese wurden nicht 

untersucht, sondern noch vor Ort in der Hundezone entsorgt.

 

Abbildung 3: Aushang Kotprobensammelstelle 
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3.4. Untersuchung der Waschproben 

Nach der Probengewinnung mussten die Proben für eine weitere Bearbeitung mindestens 

60 min stehen gelassen werden, damit sich das Sediment am Gefäßboden absetzen konnte. 

Dann erfolgte vor dem Transport auf die Universität ein Dekantierschritt. Hierbei wurde bis 

wenige Millimeter über dem Sediment dekantiert, sodass dabei keine Sedimentteile entfernt 

wurden. Danach erfolgte der weitere Transport in das Universitätslabor. Im Labor 

angekommen wurden die Proben gut geschwenkt, um die restliche Probe zu durchmischen. 

Danach wurden sie in Gefäße zum Zentrifugieren umgefüllt. Bei dem Erstversuch stellten sich 

bauchige 500 ml Glasgefäße und eine ursprüngliche geplante Zentrifugeneinstellung von  

120 x g als ungeeignet für die erfolgreiche Sedimentation der Proben dar. Mit diesen Mitteln 

wurde nur eine gründliche Durchmischung der Proben erreicht, nicht aber eine erfolgreiche 

Sedimentation.  

In den folgenden Untersuchungen wurden die Proben in 50 ml Plastikzentrifugenröhchen 

umgefüllt. Die Zentrifugeneinstellung wurde auf 690 x g für 8 min angepasst (Rotanta 460, 

Hettich, Tutlingen, Deutschland). Danach wurde dekantiert. Proben mit einem Volumen über 

50ml wurden auf mehrere Plastikröhrchen aufgeteilt. Diese wurden beschriftet mit ihrer 

fortlaufenden Nummer, SW (Sohlenwaschwasser) oder PW (Pfotenwaschwasser) und 

zusätzlich alphabethisch, wobei bei der letzten Teilprobe der Buchstabe unterstrichen wurde, 

um das Ende der aufgeteilten Probe anzuzeigen.  

Danach wurden die Teilproben bei 690 x g für 8 min zentrifugiert und dekantiert. Die Reste der 

Teilproben wurden in einem 50 ml Plastikzentrifugenröhrchen zusammengemischt und erneut 

mit denselben Einstellungen zentrifugiert. So wurde die Reduktion der Probe auf 50 ml 

erreicht. Nach dem letzten Zentrifugierschritt wurde wieder dekantiert. 

Nach dem Dekantieren wurden die Proben in ein 10 ml Glasröhrchen umgefüllt. Ursprünglich 

war für das Umfüllen die Verwendung eines Trichters geplant, allerding war vorsichtiges 

Umfüllen auch ohne Trichter möglich und mit einer geringeren Möglichkeit des Verlustes von 

klebenbleibenden Parasitenstadien verbunden. Das Glasröhrchen wurde anschließend mit 

Leitungswasser bis 5 mm unter den Rand aufgefüllt und ebenfalls bei 690 x g für 8 min 

zentrifugiert (Rotofix 32 A, Hettich, Tutlingen, Deutschland). Anschließend erfolgte wieder ein 

Dekantierschritt und ein Auffüllen der Glasröhrchen mit Flotationslösung (Zucker-Kochsalz-

Lösung) bis 5 mm unter den Rand. Dann wurde ein letztes Mal mit denselben Einstellungen, 

nämlich 690 x g für 8 min, zentrifugiert. Von den Proben wurden mittels Öse aus den 

Quadranten jeweils ein Tropfen abgehoben, auf einen Objektträger übertragen und mit einem 



25 

 

  

Deckglas bedeckt. Abschließend wurde mäanderförmig durchmikroskopiert (Eclipse Ci, Nikon, 

Amstelveen, Niederlande). Fotos interessanter Objekte und Parasitenstadien wurden 

aufgenommen (Gryphax Mikroskopkamera, Jenoptik, Jena, Deutschland). 

 

3.5. Untersuchung der Kotproben 

Die Kotproben wurden mittels kombinierter Flotation untersucht. Hierbei wurden 3-5 ml Kot in 

einer Reibschale mittels Pistill mit Leitungswasser verrieben. Diese Mischung wurde dann 

durch ein Sieb und mithilfe eines Trichters in ein Glasröchen umgefüllt. Die nachfolgenden 

Schritte erfolgten wie bei der vorher durchgeführten Untersuchung der Waschproben: 

zentrifugieren bei 690 x g für 8 min und anschließend dekantieren. Danach erfolgte ein 

Auffüllen mit Flotationslösung (Zucker-Kochsalz-Lösung) und eine erneute Zentrifugation. 

Anschließend wurden 4 Tropfen aus den Quadranten abgenommen und auf einen 

Objektträger überführt. Nach dem Bedecken mittels Deckglases konnte mäanderförmig 

durchmikroskopiert werden. 
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4. Ergebnisse 

Insgesamt wurden im Laufe dieser Diplomarbeit Proben von 125 Hunden, 120 Halter:innen, 

bedingt durch vier Mehrhundehaushalte, und 57 Kotproben untersucht. Von allen drei 

Probetypen, also Pfotenwasser, Sohlenwasser und Kot, waren jeweils nur eine einzige positive 

Probe dabei. Es konnten allerding mehrere verschiedene Strukturen anderen Ursprungs 

nachgewiesen werden. In den Waschproben wurden unter anderem noch lebende Erdmilben 

sowie Teile von Insekten gefunden. Zusätzlich wurden Pflanzenteile und Pollen, wie zum 

Beispiel von Kiefern, gefunden. Auch Pilzsporen konnten nachgewiesen werden. 

 

 

Abbildung 4: diverse Funde v.l.n.r.: Erdmilbe, Pilzsporen, Pollen, Insektenteile 
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4.1. Ergebnisse der Sohlenwaschwasser-Untersuchung 

Die erste Probe mit einem positiven Nachweis von Parasitenstadien wurde am 16.11.2023 in 

der Hundezone Rubenspark gefunden. Hierbei handelte es sich um neun nicht näher 

bestimmbare Kokzidien Oozysten. Der Durchmesser variierte von 15-18 µm. Der Hund des 

positiven Halters war ein circa neun Jahre alter, männlicher Mischling. Seine Pfoten waren 

nicht kontaminiert. 

 

 

Abbildung 5: Kokzidien Oozyste aus einem Sohlenwaschwasser 
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4.2. Ergebnisse der Pfotenwaschwasser-Untersuchung 

Das erste positive Pfotenwasser wurde am 19.11.2023 gesammelt. Hier wurde in einer 

Pfotenwaschprobe aus dem Waldmüllerpark im 10. Bezirk ein Trichuris spp. Ei entdeckt. Eine 

genauere Identifikation der Trichuris Art kann anhand morphologischer Merkmale allein nicht 

vorgenommen werden. Der beprobte Hund war ein zwei Jahre alter, männlicher Samojede 

und hatte daher besonders langes und dichtes Fell.  

 

 

Abbildung 6: Trichuris spp.aus einem Pfotenwaschwasser 
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4.3. Ergebnisse der Kotproben-Untersuchung 

Die einzige positive Kotprobe enthielt mittelgradig Trichuris vulpis und mittelgradig 

Cystoisospora ohioensis. Der Halter des betroffenen Hundes gab an, nicht regelmäßig zu 

entwurmen, sondern nur bei makroskopisch erkennbarem Wurmbefall im Kot des Hundes.  

 

 

Abbildung 7: Trichuris vulpis und Cystoisospora ohioensis aus einer Kotprobe 

 

4.4. Auswertung der Fragebögen 

Die Probennahmen erfolgten in 4 Hundezonen in unterschiedlichen Bezirken. Gesamt waren 

Hunde aus 10 verschiedenen Wiener Bezirken vertreten. Drei weiter kamen von außerhalb 

Wiens, jeweils einer aus Rust im Burgenland, aus Wienerwald und Hollabrunn. 52,8 % der 

teilnehmenden Hunde waren Rüden, davon waren 40,9 % kastriert. Von den teilnehmenden 

Weibchen waren 44,8 % kastriert. Das Durchschnittsalter betrug 4,4 Jahre, wobei das älteste 

Tier 15 Jahre und das jüngste ein halbes Jahr alt war. Das durchschnittliche Gewicht betrug 

18,7kg. Hier war der schwerste Teilnehmer ein 50kg schwerer junger Boerboel und das 

leichteste Tier eine 2kg schwere Mischlingshündin. Mischlinge waren mit 54 % am häufigsten 

vertreten, gefolgt von Retrievern und Dackeln. Die knappe Mehrheit der Hunde war im 

vergangenen Jahr nicht im Ausland, jene Tiere die einen Auslandsaufenthalt hatten, 
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verbrachten diesen in Europa, nur zwei Individuen waren jeweils in Nord- beziehungsweise 

Südamerika. Am häufigsten wurde Trockenfutter gefüttert, gefolgt von Trockenfutter 

kombiniert mit Dosenfutter und Dosenfutter pur. Regelmäßig, mindestens zweimal pro Jahr, 

wurden 48 % entwurmt, nur 0,8 % der Halter:innen gaben an, ihren Hund nie zu entwurmen 

und ebenso viele entwurmten ihren Hund nur alle 2-3 Jahre. Bei Bedarf verwenden 1,6 % 

Anthelminthika. Regelmäßig mindestens einmal pro Jahr entwurmt werden 83,2 % der Tiere. 

Auf Asphaltwegen gingen 90 % der Hunde ihre Gassirunde und nur 7 % spazierten 

hauptsächlich auf Wiesen- und Waldwegen. 
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5. Diskussion 

Die Nullhypothese dieser Diplomarbeit, dass auf den Hundepfoten und Schuhsohlen der 

Halter:innen in Wien und Umgebung keine Parasitenstadien nachweisbar sind, konnte mit der 

Untersuchung von 125 Hunden und 120 Halter:innen im Zeitraum August 2023 bist Jänner 

2024 widerlegt werden. Die Alternativhypothese lautete, dass man in Wien auf Hundepfoten 

und Schuhen der Halter:innen Parasitenstadien nachweisen kann. Sie stützt sich auf das 

Wissen, dass in Wien bereits verschiedene Parasitenstadien im Hundekot gefunden wurden 

und dass mittels ähnlicher Waschproben Parasitenstadien an Hundepfoten nachweisbar 

waren (5, 10). Zusätzlich wurden 57 Kotproben der teilnehmenden Hunde ebenfalls auf 

Parasitenstadien untersucht. 

Eine Studie aus Moskau, die mit vergleichbaren Methoden Proben für eine parasitologische 

Untersuchung gewann, konnte auf 19,4 % der Hundepfoten und 11,4 % der Schuhsohlen 

Toxocara-Eier nachweisen (5). Umgerechnet auf die Stichprobenanzahl dieser Diplomarbeit 

wären das positive Proben bei circa 24 Hunden und 14 Halter:innen gewesen. Diese Werte 

wurden in Wien allerdings stark unterschritten. Jeweils an den Pfoten eines einzigen Hundes 

und den Sohlen eines Halters konnten Parasitenstadien nachgewesen werden, jedoch kein 

einziges Mal Toxocara. Die entdeckten Parasitenstadien waren jeweils ein Trichuris spp.-Ei 

an den Pfoten eines Samojeden und neun Kokzidien Oozysten an den Schuhsohlen eines 

Halters. Der Unterschied der Ergebnisse in Moskau und Wien liegt wahrscheinlich an der 

geringen Prävalenz von T. canis. Mit 0,6 % ist diese auch im Vergleich zu den direkten 

Nachbarländern Österreichs äußerst gering (10). 

Die genaue Trichuris Art konnte anhand des Eis nicht bestimmt werden, allerdings ist Trichuris 

vulpis in Wien der am häufigsten vorkommende Helminth im Hundekot (10). Es könnte sich 

aber beispielsweise auch um Trichuris muris, einem Parasiten bei Mäusen und Ratten handeln 

(49). Auch Panova und Khrustalev konnten schon Trichuris sp. an Hundepfoten nachweisen 

(5). 

Der positiv beprobte Hund war ein Samojede, also eine nordische Hunderasse mit besonders 

dichtem und langem Fell. Zusätzlich wurde die Probe an einem Regentag mit aufgeweichtem 

Boden genommen. Der Halter des Samojeden besitzt zusätzlich einen jungen Malinois und 

geht mit beiden Hunden täglich mindestens eine Stunde lang Runden in der Hundezone. Es 

könnte sein, dass dieses Verhalten, kombiniert mit dem langen Fell und weichem Boden ein 

Risikofaktor für eine Kontamination der Hundepfoten mit Parasitenstadien ist. Allerdings ist zu 
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beachten, dass mit einer so geringen positiven Probenanzahl noch keine wirklich 

aussagekräftige Schlussfolgerung dazu getroffen werden kann. 

Die an den Schuhsohlen gefundenen Kokzidien Oozysten variierten in der Größe zwischen  

15-18 µm, womit sie wahrscheinlich zu groß waren, um Toxoplasma gondii sein zu können 

(11). Der Nachweis nur geringgradig größerer Oozysten auf Schuhsohlen zeigt, dass durch 

Umweltkontamination T. gondii oder auch Cystoisospora spp, welches im Zuge dieser 

Diplomarbeit im Kot eines teilnehmenden Hundes nachgewiesen wurde, auf diese Art in 

Wohnräume eingeschleppt werden kann. Neben T. gondii gibt es noch sehr viele weitere 

Kokzidienarten (110). Im Falle von Eimeria spp., Cystoisospora spp. und Isospora spp. sind 

diese auch sehr oft wirtspezifisch, was das Risiko einer Infektion durch diese Kokzidien für 

Hund und Halter:in reduziert (111, 112). 

Die einzige positive Kotprobe enthielt mittelgradig Trichuris vulpis sowie Cystoisospora 

ohioensis. Der Kot war makroskopisch unauffällig und der adulte Hund hatte keine Symptome, 

die auf eine Parasitenerkrankung schließen ließen. Trichuris vulpis ist in Wien in Kotproben 

am häufigsten zu finden. Seltener kommt ein Befall mit C. ohioensis vor, dieser wurde in einer 

Studie in nur 0,9 % der Kotproben aus Hundezonen entdeckt, was auch daran liegen könnte, 

dass in der Regel vor allem Jungtiere betroffen sind, die in Hundezonen noch weniger vertreten 

sind (10). Der Halter des positiven Hundes gab an, nur bei makroskopisch erkennbarem 

Wurmbefall zu entwurmen. Was das Entwurmungsmanagement betraf, war dieses Verhalten 

die klare Ausnahme, die meisten teilnehmenden Hundehalter:innen entwurmten ihre Tiere 

regelmäßig, bis zu viermal pro Jahr. Nur 0,8 % entwurmten nie, beziehungsweise 1,6 % nur 

bei Bedarf. Rund 83,2 % der Hundehalter:innen entwurmten ihre Tiere mindestens einmal pro 

Jahr. Diese Zahl ist eventuell noch höher, da beispielsweise einige teilnehmende 

Hundesitter:innen die Entwurmungsroutine der von ihnen betreuten Hunde nicht kannten.  

In Europa findet man Toxocara-Eier vermehrt im Herbst, Frühling oder Frühsommer, mit der 

stärksten Kontamination von Proben aus Sandkisten in Februar (9, 27). Da die Probennahme 

für diese Diplomarbeit weder ein ganzes Jahr lang erfolgte, noch eine mit Toxocara 

kontaminierte Probe gefunden wurde, kann man über die jahreszeitliche Häufung keine 

Aussage machen. Es wurde allerdings auch nur eine sehr kleine Zahl an Parasitenstadien 

anderer Arten gefunden. Dafür gibt es mehrere mögliche Erklärungen. Studien haben gezeigt, 

dass je höher der soziökonomische Status einer Region ist, desto niedriger ist die 

Erdkontamination mit Geohelminthen (28). Wien wurde zum dritten Mal in Folge zur 

lebenswerteste Stadt der Welt gekürt, es gibt in der Stadt auch keine Streunerhunde (10). 
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Zusätzlich gibt es gratis Kotbeutelspender, ein großes Angebot an Mistkübeln zur korrekten 

Entsorgung des Hundekots und Strafen beim Unterlassen (wien.gv.at ). Selbst wenn ein Hund 

also Parasiten ausscheidet, wird das Infektionsrisiko durch die Entsorgung des Kots für andere 

Hunde der Umgebung reduziert (10). Zusätzlich sind typische Gruppen mit höherem Risiko für 

eine Parasiteninfektion, also Tierheimhunde, Jagdhunde und Welpen in Wiener Hundezonen 

unterrepräsentiert. Einen weiteren Einfluss auf die Kontamination könnte die Stärke der 

Frequentierung haben. Die kleinste Hundezone im Rudolf-Sallinger-Park, 1050 Wien, in der 

für diese Diplomarbeit Proben gewonnen wurden, hatte eine Grundfläche von 276m² 

(wien.gv.at). An einem Nachmittag besuchten diese Hundezone in fünf Stunden nur vier 

Hunde. Während der langen Wartezeiten auf mögliche Studienteilnehmer:innen wurde durch 

persönliche Beobachtung erkannt, dass an diesem Tag keine nicht-entsorgten Kothaufen in 

dieser Hundezone lagen, was sie zu einer sauberen und damit risikoärmeren Hundezone 

machte (10). Die positive Pfotenwaschprobe stammt aus der Hundezone Waldmüllerpark im 

10. Bezirk mit 5.197m² Grundfläche (wien.gv.at) und einer persönlich beobachteten stärkeren 

Frequentierung. Gegen diese Theorie spricht allerdings, dass in der größten für diese 

Diplomarbeit besuchten Hundezone Hadikpark im 14. Bezirk mit einer Fläche von 18.114m² 

keine Parasitenstadien nachgewiesen wurden (wien.gv.at). Auch die Auswahl der Probanden 

kann die Ergebnisse beeinflussen. Es gab mehrere Möglichkeiten für Halter:innen bei den 

Untersuchungen teilzunehmen: entweder in der Hundezone angesprochen werden oder sich 

über den Aushang per Email melden. Auf den Aushang reagierten nur drei Halterinnen, davon 

nahmen zwei ihre Termine zum Pfotenwaschen und Sohlenwaschen wahr. Eine dieser 

Halterinnen zeigte großes Interesse an dem Thema und ließ sich eine ähnlichen Studie von 

Panova und Khrustalev empfehlen (5). Wenn auch in der klaren Minderheit, lässt diese 

Verhalten darauf schließen, dass die Halterinnen, welche sich selbstständig gemeldet haben 

um an der Diplomarbeit teilzunehmen, größeres Interesse oder mindestens keine Abneigung 

für wissenschaftliche Studien hatten. Die Entwurmung des ersten selbstständig gemeldeten 

Hundes erfolgt dreimal jährlich und bei dem zweiten Hund wird einmal pro Jahr eine 

Kotuntersuchung durchgeführt, bevor überhaupt entwurmt wird. Daraus könnte man ein 

größeres Bewusstsein der teilnehmenden Halterinnen zu der aktuellen Situation bezüglich 

Parasiten und deren Bekämpfung ableiten. Dem gegenüber stand eine Gruppe von 

Hundehalter:innen, die tagsüber in der Hundezone Alkohol konsumierten und eine Teilnahme 

ablehnten, da sie „bloß nichts mit dieser Wissenschaft zu tun haben wollten“. Durch diese 

Begegnung entstand auch ein gewisses Bias, was das Ansprechen von möglichen 

Teilnehmer:innen betraf. So wurden Personen mit auffallend unangenehmen Verhalten 

https://www.wien.gv.at/umwelt/parks/hundezonen.html#fuenf
https://www.wien.gv.at/umwelt/parks/hundezonen.html#fuenf
https://www.wien.gv.at/umwelt/parks/hundezonen.html#fuenf
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weniger angesprochen. Man könnte annehmen, dass nicht-teilnehmende wissenschaftsferne 

Halter:innen eventuell auch schlechter entwurmte Hunde haben, und daher so wenige 

Parasitenstadien nachgewiesen wurden. Allerdings fanden schon Panova und Khrustalev 

keinen Zusammenhang zwischen Endoparasitenbefall eines Hundes und positiver 

Pfotenwaschprobe (5). Bei Studien, die sich mit der Kontamination von Hundefell mit Toxocara 

spp. beschäftigten, wurde ebenfalls kein Zusammenhang zwischen intestinaler Parasitenlast 

und der Eidichte auf dem Fell gefunden, was wieder darauf hindeutet, dass vor allem 

Umweltkontamination die Ursache für Parasiteneier auf dem Hundefell ist (7). Zu diesem 

Zusammenhang kann diese Arbeit keine Aussage machen, da weder bei der positiven 

Pfotenwaschprobe noch bei der Sohlenwaschprobe Kot für eine Kotuntersuchung mitgegeben 

wurde und die Anzahl der positiven Proben insgesamt zu gering ist. 

Als einziger Helminth wurde sowohl in der positiven Kotprobe als auch dem positiven 

Pfotenwaschwasser Trichuris spp. nachgewiesen. Das stimmt mit einer Studie aus Wien 

überein, bei der über 1000 anonyme Kotproben untersucht wurden. Hierbei war T. vulpis mit 

3,9 % der am häufigsten gefundene Helminth (10). Die Prävalenz von T. vulpis nimmt im Alter 

zu, es entwickelt sich also keine Altersimmunität. Das bedeutet, dass, anders als bei T. canis, 

wovon in Österreich vor allem Welpen betroffen sind, adulte Hunde die Parasiten ausscheiden 

und die von ihnen frequentierten Hundezonen kontaminieren können. Die gleiche Studie zeigte 

auch, dass nur 0,6 % der untersuchten Kotproben T. canis enthielten (10). Mit dieser geringen 

Kontamination sinkt auch die Wahrscheinlichkeit, diesen Parasiten auf Pfoten und 

Schuhsohlen nachzuweisen. 

Abschließend ist wichtig, dass ein signifikanter Zusammenhang zwischen Toxocara-

Seropositivität und Hunden im Haushalt bereits bekannt ist (5). Eine weitere Studie und diese 

Diplomarbeit belegen, dass Parasitenstadien an Pfoten und Schuhsohlen nachweisbar sind 

(5). Die Möglichkeit einer Ansteckung für Hunde, die sich die Pfoten abschlecken und eventuell 

auch für Halter:innen ist also gegeben. Der fehlende Nachweis von T. canis in den 

Waschproben ist in Übereinstimmung mit der geringen Kontaminationsrate von Hundekot in 

Wien (10). Allerdings darf das Risiko für das Individuum in Wien nicht unterschätzt werden, 

denn dieser fehlende Nachweis kann auch bedingt sein durch eine zu geringe 

Stichprobenanzahl. Es ist daher weiter wichtig, die Kontamination der Hundepfoten und 

Schuhsohlen der Halter:innen durch Parasitenstadien zu untersuchen. Dabei ist weiterhin ein 

Schwerpunkt auf Parasitenstadien mit großem Zoonosepotential, wie etwa auch T. canis zu 

setzen.  
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8. Anhang 

8.1. Fragebogen 

 

Fragebogen zur Studie: 

Parasitenstadien an den Pfoten von Hunden und Schuhen ihrer Halter:innen 

1. Daten zum Hund 

Postleitzahl des Wohnortes: ____________________________________________________ 

Geschlecht: O männlich   O weiblich   O kastriert 

Alter: ______________________________________________________________________ 

Gewicht: ___________________________________________________________________ 

Rasse: ______________________________________________________________________ 

Hatte Ihr Hund im letzten Jahr einen Aufenthalt im Ausland?  O Ja   O Nein 

Wenn Ja, wo: ________________________________________________________________ 

Welches Futter bekommt Ihr Hund?   

O Trockenfutter 

O Dosenfutter 

O selbst zubereitet (z.B. BARF) 

Wann wurde Ihr Hund das letzte Mal entwurmt/eine Kotprobe untersucht? 

___________________________________________________________________________ 

Wie oft wird Ihr Hund entwurmt/eine Kotprobe untersucht? 

___________________________________________________________________________ 
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2. Spazierroute  

Datum: _____________________________________________________________________ 

Beschreiben Sie die Route in Stichworten, die Sie heute mit Ihrem Hund gegangen sind: 

__________________________________________________________________________________

__________________________________________________________________________________

_____________________________________________________________ 

Wie würden Sie den gewählten Weg beschreiben? 

O überwiegend Asphaltwege und städtische Hundezonen 

O überwiegend Wiesen- und Waldwege 
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8.2. Information und Einwilligung 

INFORMATION UND EINWILLIGUNG DER TIERHALTERIN / DES TIERHALTERS 

 

WISSENSCHAFTLICHE STUDIE  

 

Sie werden eingeladen, mit Ihrem Tier an einer wissenschaftlichen Studie teilzunehmen, die an der 

Veterinärmedizinischen Universität Wien (Vetmeduni) durchgeführt wird. Dabei sollen die unter Punkt 

4. angeführten Maßnahmen vorgenommen werden. Sie werden ausdrücklich darauf hingewiesen, dass 

diese Maßnahmen aus veterinärmedizinischer Sicht nicht erforderlich sind, sondern der Verbesserung 

der medizinischen Behandlungsmöglichkeiten und der Erweiterung der wissenschaftlichen 

Erkenntnisse dienen. Die Durchführung der Studie wurde von der Ethik- und Tierschutzkommission der 

Vetmeduni positiv beurteilt. 

 

Die Teilnahme an der Studie erfolgt freiwillig und unentgeltlich. Sie kann jederzeit beendet werden. 

 

1. Titel der Studie 

Parasitenstadien an den Pfoten von Hunden und Schuhen ihrer Halter:innen 

 

2. Fragestellung(en) und Zielsetzung(en) der Studie 

Können parasitäre Umweltstadien an den Pfoten der Hunde oder Schuhen der Menschen 

nachgewiesen werden? 

 

3. Erwarteter Nutzen der Studie 

In dieser Studie wird untersucht, ob über Ihre Schuhe oder über die Pfoten Ihres Hundes 

Parasitenstadien zu Ihnen nach Hause verschleppt werden können. Außerdem erhält ihr Hund eine 

kostenfreie Kotprobenuntersuchung, um einen etwaigen Befall mit Parasiten festzustellen. Durch die 

Auswertung aller gesammelter Proben kann eine Risikoeinschätzung für Wien und Wien Umgebung 

erstellt werden. 
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4. Beschreibung der geplanten Maßnahmen 

Für die Teilnahme an dieser Studie ist es erforderlich, dass Sie Ihren Spaziergang mit Ihrem Hund zur 

Probensammlung durch eine Studentin/Studenten des Studienteams terminlich mit der 

Studienleiterin ausmachen. Die Studentin/Der Student wird Sie am Ende Ihres Spaziergangs treffen 

und entweder vor Ort im Freien, am Institut für Parasitologie oder an Ihrem Wohnort unmittelbar nach 

dem Spaziergang die Pfoten ihres Hundes sowie die Schuhsohlen der Schuhe, die Sie zum 

Spazierengehen getragen hatten, mit klarem Wasser in einer Wanne waschen. Sie werden dann 

ersucht einen Fragebogen auszufüllen. Das Waschwasser wird von der Studentin/dem Studenten in 

ein luftdichtes Gefäß umgefüllt und zur weiteren Untersuchung mitgenommen. Erforderlich wäre im 

Weiteren eine Probe eines frisch von Ihrem Hund abgesetzten Kotes, welche Sie der Studentin/dem 

Studenten an diesem Tag mitgeben. Die Ergebnisse der Untersuchungen werden Ihnen auf Wunsch 

übermittelt. Die Teilnahme wird etwa 15min dauern. 

 

5. Mögliche Nebenwirkungen und Risiken 

Sollten Ihr Hunde im Zuge des Waschens der Pfoten unkooperatives Verhalten zeigen, (Abwehr 

gegenüber dem Wasser/Waschen oder dem Berühren der Pfoten) wird die Maßnahme unverzüglich 

abgebrochen. 

 

6.  Verwertung von Daten 

Daten und Proben, die im Rahmen der Studie gewonnen werden, dürfen in anonymisierter Form in der 

Lehre und Forschung der Vetmeduni verwendet und insbesondere auch publiziert werden.  

Es werden folgende personenbezogenen Daten verarbeitet: Auslandsaufenthalte, Postleitzahl des 

Wohnorts, Spazierroute, ggfs. E-Mail-Adresse. 

Die personenbezogenen Daten werden an die Studienverantwortlichen und die 

Projektmitarbeiter:innen übermittelt. 

Die Einwilligung zur Verarbeitung meiner personenbezogenen Daten kann jederzeit widerrufen 

werden per E-Mail an maria.unterkoefler@vetmeduni.ac.at, durch einen Widerruf bleibt die 

Rechtmäßigkeit der Einwilligung bis zum Widerruf unberührt. Datenschutzrechtlich Verantwortliche 

ist die Vetmeduni Wien, Veterinärplatz 1, 1210 Wien. Sie haben das Recht auf Auskunft, Berichtigung, 

Löschung, Einschränkung oder Wiederspruch gegen die Verarbeitung sowie das Recht auf 

Datenübertragbarkeit. Für allgemeine Datenschutzanfragen können Sie 

datenschutz@vetmeduni.ac.at kontaktieren. Darüber hinaus haben Sie das Beschwerderecht bei der 

Aufsichtsbehörde, diese ist unter dsb@dsb.at erreichbar. Das Probenmaterial geht, gemeinsam mit 

diesem ausgefüllten Anforderungsformular, in den Besitz der Veterinärmedizinischen Universität Wien 

über und wird nicht retourniert. 
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Erklärung der Einwilligung 

Ich bestätige hiermit, dass mir der Aufbau der Studie erklärt wurde und dass ich Gelegenheit hatte, 

Fragen zur Durchführung der Studie zu stellen. Ich habe die obenstehenden Informationen zur 

Kenntnis genommen und stimme der Vornahme der unter Punkt 4. angeführten Maßnahmen sowie 

der Verwendung der daraus resultierenden Daten zu: 

 

Tier (Name, Art, Chip-Nr., falls vorhanden): 

 

…………………………………………………………………………………………………………………………….……………….. 

 

TierhalterIn (Vor- und Zuname, Adresse, Tel.Nr.): 

 

………………………………………………………………………………………………………………………….………………….. 

 

-------------------------------------------------------------------------------------------------------------------------- 

 

Ort und Datum:     Unterschrift der Tierhalterin / des Tierhalters: 

 

…………………...……………….…    ………………………………………………………………. 

 

Ich möchte die Ergebnisse der Untersuchungen erhalten:        ☐   Ja                ☐  Nein 

 

E-Mail-Adresse (wenn Ja): ………………………………………………………………………………………… 

Studienverantwortliche Dr. Maria Unterköfler, Prof. Dr. Anja Joachim 

Fragen / Kontakt: maria.unterkoefler@vetmeduni.ac.at
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