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1 Einleitung und Fragestellung

Lungenwirmer nehmen an Bedeutung zu (Traversa et al. 2010). Patienten mit Lungenwur-
minfektion kénnen asymptomatisch sein, oder milde bis schwere respiratorische Symptome
aufweisen (Pennisi et al. 2015). Das Hauptsymptom ist produktiver Husten sowie Nasenaus-
fluss, Tachypnoe, Dypnoe, abdominal betonte Atmung (Pennisi et al. 2015). Bei der Auskul-
tation kann ein mittelgradig bis hochgradig verscharftes Atmen zu héren sein (Pennisi et al.
2015). Diese Symptome treten aufgrund von Bronchopneumonie auf (Pennisi et al. 2015).
Feline Lungenwlrmer sind Parasiten, vorwiegend aus der Familie der Metastrongyliden,
welche die Lungen und dazugehdrige Organe seines Wirtes befallen (Traversa und Di Cesare
2013). Diese Parasiten haben einen indirekten Lebenszyklus und sind daher auf
Zwischenwirte angewiesen: die Larven werden hier im ersten Stadium (L1) mit dem Kot aus
dem Endwirt ausgeschieden (Traversa und Di Cesare 2013). Die L1 Stadien nutzen
Schnecken, in welchen sich die Larven zum fur Katzen infektiosen L3 Stadium
weiterentwickeln und sie kdnnen auch auf paratenische Wirte (wie Mause, Vogel, Reptilien
und Amphibien welche die infizierten Schnecken fressen) Ubergehen, um letztlich wieder zu
einem Endwirt (Katze) zu gelangen und in die oberen Atemwege wandern (Traversa et al.
2015a, Elsheikha et al. 2016). Dort erreichen sie ihr adultes Stadium und legen erneut Eier,
aus denen wiederum L1 schltipfen, die dann mit dem Kot ausgeschieden werden (Traversa et
al. 2015a). Ein paratenischer Wirt ist ein Lebewesen, welches nicht zwangslaufig flir den
Lebenszyklus eines Parasiten bendtigt wird, aber als Lebensraum wahrend der inaktiven
Stadien des Wirtes fungieren kann, bis der Parasit zum Endwirt wechselt (Traversa und Di
Cesare 2013).

Da eine Zirkulation der infektidsen Larven unter Schnecken méglich ist, kann es zu einer
Erweiterung der mdglichen Zwischenwirte kommen, welche letztendlich den Parasiten auf den
Endwirt Ubertragen (Colella et al. 2015). Dies kann zur Folge haben, dass es zu einer
Verbreitung der Infektion in einer flr den Parasiten geeigneten Umgebung kommt sowie zu
einer vergroRerten Anzahl an ,Refugien” fur die infektidsen Larven (Colella et al. 2015). Das
ist bedeutsam fiir die Larven, da ihre Uberlebenszeit durch Umwelteinfliisse wie Jahreszeit,

Wetter oder andere abiotischen Faktoren limitiert ist (Colella et al. 2015).

Es wurden bereits in einigen europadischen Landern Lungenwlrmer in Katzen diagnostiziert
(Giannelli et al. 2017).



In Wien wurden 2016 190 Exemplare von Arion vulgaris auf Lungenwtrmer untersucht— man
konnte in einigen der Exemplare Vertreter der Art Angiostrongylus vasorum, Troglostrongylus
brevior und Aelurostrongylus abstrusus feststellen (Penagos-Tabares et al. 2019a). In
unserem Nachbarland Deutschland konnten ebenfalls Lungenwirmer in Schnecken ermittelt
werden (Lange et al. 2018). Auch in Polen konnte nachgewiesen werden, dass die

Schneckenart Arion lusitanicus mit A. abstrusus befallen sein kann (Jezewski et al. 2013).

Daher stellt sich die Frage, inwiefern Schnecken in Osterreich mit Lungenwiirmern von Hun-
den und Katzen infiziert sind und ob auch Lungenwirmer von Wildkatzen in Schnecken auf-

treten kbnnen?

Das Ziel der vorliegenden Arbeit war es, die Verbreitung von Schnecken, die mit Lungen-
wurmlarven infiziert sind, festzustellen, da diese als potentielle Zwischenwirte fiir Hunde und
Katzen bekannt sind. Diese Studie ist Teil eines gréReren durch Drittmittel geférderten Pro-
jekts mit der Beteiligung mehrerer Studenten, welche im Osten Osterreichs Schnecken sam-

melten und auf das Vorhandensein von Lungenwirmern untersuchten.

Die Besammlung der Schnecken erfolgte im Gebiet des Thayaltals, da dort Wildkatzen ange-
siedelt sind, die als Reservoir fir parasitare Infektionen dienen kénnten. Weshalb der Fokus
auf Lungenwirmer von Katzen beziehungsweise Wildkatzen liegt. Die Suche nach Lungen-

wlrmern in den Schnecken selbst schloss jedoch die von anderen Carnivoren auch mit ein.



2 Literaturubersicht

Grinde flr die Verbreitung von kardiopulmonalen Parasitosen liegen an der Zerstérung der
Lebensraume der Wildtiere, Transporten mit Waren oder Tieren, Wanderungen von Tieren
von endemischen Regionen in neue Regionen, sowie dem Klimawandel (Traversa und Di
Cesare 2014, Traversa und Di Cesare 2016). Ebenfalls von Bedeutung sind Reisen mit

Haustieren (Traversa und Di Cesare 2014).

Einen weiteren Faktor stellt die Kontamination der Umwelt mit L3 - Stadien der Lungenwirmer
infiziertem Schneckenschleim dar (Giannelli et al. 2015). Wasser, in welchem infizierte

Schnecken verenden, kann ebenfalls eine Infektionsquelle darstellen (Gianelli et al. 2015a).

Katzenfutter, welches im Freien aufgestellt wird, kann ebenfalls als Infektionsquelle dienen,
wenn Schnecken die L3 Larven darauf ausscheiden — dies ist jedoch weniger von Bedeutung,
wenn die Katzen regelmalig Gras oder Gemise fressen um Haarballe herauszuwirgen
(Giannelli et al. 2015).

Wie bereits erwahnt, haben diverse Studien erwiesen, dass diese Parasiten sich in Europa
ausbreiten und sowohl bei Caniden als auch bei Feliden vorkommen (sowohl bei Wildtieren
als auch bei Haustieren; Lange et al. 2018). Es wurden daher auch schon Falle von
Nematoden in Haus- und Wildkatzen diagnostiziert. Ein Beispiel hierfir sind Lungenwurmer
wie die Troglostrongyliden, diese wurden lange Zeit nicht beachtet, bis man T. brevior und T.
subcrenatus in Hauskatzen vorfand (Brianti et al. 2014). Durch das haufigere Auftreten in
einigen europdischen Landern und ihre klinische Relevanz kam es bereits zu einem
zunehmenden Interesse an Lungenwurmern seitens der Wissenschaft und der praktizierenden
Veterinarmedizin und somit auch zu neueren Forschungsergebnissen (Crisi et al. 2017).
Freigangerkatzen kénnen eine Gefahrenquelle fur die Infektion anderer streundender Katzen
sein (Zottler et al. 2019). Katzen mit Ektoparasiten wiesen ein hdheres Risiko dafur auf auch
mit Endoparasiten wie Nematoden infiziert zu sein (Beugnet et al. 2014). Man konnte
interessanterweise auch ermitteln, dass eine Infektion mit Cystoisospora spp. ein geringeres
Infektionsrisiko fur A. abstrusus mit sich bringt (Symeonidou et al. 2018). Des Weiteren konnte
man ermitteln, dass eine Infektion mit einem Lungenwurm nicht die Chancen erhéht mit einem
anderen Lungenwurm infiziert zu werden, die Risikofaktoren fir verschiedene

Lungenwurmarten bleiben jedoch dieselben (Di Cesare et al. 2015b).

Patienten mit einer Lungenwurminfektion kénnen asymptomatisch oder milde bis schweren
Symptomen aufweisen, abhangig vom immunologischen Status des infizierten Tieres sowie
davon, von welcher Lungenwurmart die Katze befallen ist (Kiszely et al. 2019). Darlber hinaus

sind die Symptome bei jingeren Tieren schwerwiegender (Traversa und Di Cesare 2014).



Aulerdem treten die klinischen Symptome verscharfter auf, wenn mehr Larven pro Gramm
Kot von den betroffenen Tieren gezahlt werden kdnnen (Genchi et al. 2014). Eine Studie kam
zu dem Ergebnis, dass die respiratorische Symptomatik mit der Menge an Larven pro Gramm
grundsatzlich zunahm, allerdings wurden dabei wenige asymptomatische Ausnahmen
beobachtet (Genchi et al. 2014). Ebenfalls erwahnenswert war die Beobachtung, dass sowohl
die radiologischen Anzeichen als auch die Mengen an Larven pro Gramm Kot mit
zunehmendem Alter weniger wurden (Genchi et al. 2014). Hier gilt zu erwahnen, dass bei
alteren Tieren eine mild bronchiale Lungenzeichnumg als ,normal“ eingestuft wird und daher

radiologische Anderungen méglichweise als weniger gravierend eingestuft wurden.

2.1 Lungenwurmarten bei Carnivoren

Es soll nun ein Uberblick tiber die Lungenwiirmer der Carnivoren (Wildhunde, Haushunde,
Wildkatzen und Hauskatzen) dargestellt werden (Tab. 1). Im Anschluf® wird naher auf
Lungenwirmer der Katzen eingegangen (insbesondere jene Lungenwirmer, die von

Schnecken Ubertragen werden).

Familie Crenosomatidae
Parasit Vorkommen Wirt Zwischenwirt Literatur
Crenosoma Europa, Asien, Rotfuchs, Gattungen Cepaea, |Deplazes et al.
vulpis Nordamerika Polarfuchs, Agriolimax, Arion, {2013
Marderhund, Wolf, Succinea, u.a.
Hund
Troglostrongylus | Stdeuropa, Wild lebende Landschnecken Traversa et al.
spp. (brevior, Mittleren Osten, Feliden 2015a
subcrenatus, USA (insbesondere
troglostrongylus, Luchs) und
wilsoni) Hauskatzen
Familie Angiostrongylidae
Parasit Vorkommen Wirt Zwischenwirt Literatur
Aelurostrongylus | Weltweit Katzen, Luchs Gattungen der Deplazes 2006,
abstrusus Nackt- und Deplazes et al.
Gehauseschnecken 2013
(Deroceras, Arion, [Traversa et al.
Helicella, u.a.), 2015a
paratenische Wirte:




Amphibien, Sauger,
Végel, Reptilien

Angiostrongylus | Europa, Asien, Flchse, Hunde, Wegschnecken der |Deplazes 2006,
vasorum Afrika, Wolf, kanadischer Gattung Arion (A.  |Deplazes et al.
Stdamerika Luchs, Dachs, rufus, A. 2013
andere Canide lusitanicus, A. ater),
Limax maximusals
Zwischen- und ,
Grasfrosch (Rana
temporaria)
paratenischer Wirt
Angiostrongylus | Italien, Wild- und Cornu aspersum Cowie 2019
chabaudi Rumanien, Hauskatzen
Griechenland,
Bosnien und
Herzegowina,
Bulgarien,
moglicherweise
Deutschland und
Luxemburg
Familie Filaroidae
Parasit Vorkommen Wirt Zwischenwirt Literatur
Filaroides hirthi | USA, Kanada Hund, hauptsachlich | - Deplazes 2006,
Japan, in Bestanden mit Deplazes et al.
Australien, Versuchshunden 2013
Europa
Oslerus osleri Weltweite Fuchs und andere Von Muttertier auf  |Deplazes 2006,
(Syn. Filaroides | Verbreitung Wildhunde, selten Welpen Deplazes et al.
osleri) bei Haushunden 2013
Oslerus USA, Sri Lanka, | Wildkatzen und Landschnecken Deplazes 2006,
rostratus Israel, selten Hauskatzen und Kleinsauger Deplazes et al.
Europa Végel als 2013, Traversa
(Spanien), Stapelwirte et al. 2015a
Hawaii
Familie Trichuridae
Parasit Vorkommen Wirt Zwischenwirt Literatur
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Capillaria

aerophila syn.

Europa,

Nordamerika und

Hund, Katze, Dachs,
Rotfuchs, Marder,

Regenwurmer

Maoglicherweise

Deplazes 2006,

Deplazes et al.

Eucoleus Australien Igel, Mensch pratenische Wirte 2013, Traversa

aerophilus (selten) et al. 2015a
Familie Paragonimidae

Parasit Vorkommen Wirt Zwischenwirt

Paragonimus Nordamerika, Nerz, Bisam, Fuchs, | Flusskrebs Deplazes 2006,

kellicotti Sidasien, Waschbar, Hund, (Cambarus und Deplazes et al.

Sudafrika, Israel

Katze, Schwein,

Mensch

andere),
Schnecken

(Pomatiopsis)

2013

Tab.1: Lungenwurmarten von Carnivora unter besonderer Beriicksichtigung von Hund und Katze

Die Arten der Gattungen Crenosoma, Angiostrongylus, Aelurostrongylus, Filaroides und

Oslerus gehoéren zur

Familie der

Metastrongyliden und besitzen einen

indirekten

Lebenszyklus, das bedeutet, dass sie auf landlebende Mollusken als Zwischenwirte

angewiesen sind (Deplazes 2006, Di Cesare et al. 2015a).

11



2.2 Diagnostische Testverfahren

Feline Lungenwirmer (aber auch andere Parasiten) kdnnen anhand diverser Testmethoden

aus Kot- und Blutproben sowie mittels Bronchiallavage (BAL) detektiert werden.

2.2 1Testmethoden aus Kotproben

2.2.1.1 McMaster assay

Hierbei werden 2 g Kot mit 28 ml Zinksulfat homogenisiert (Giannelli et al 2017). Mittels
Pipetten werden die Kammern des McMaster mit besagter Losung geflllt, nach ein bis zwei

Minuten werden die Parasiten gezahlt und berechnet (Larven pro Gramm; Giannelli et al 2017).

2.2.1.2 Baermann-Wetzel-Methode

Diese Methode ist eine Option um Angiostrongylus vasorum, C. vulpis und A. abstrusus
nachzuweisen (Traversa et al. 2010, Liu et al. 2014). An dieser Stelle ist anzumerken, dass
der Angio Detec Test mit einer sehr hohen Sensitivitat und Spezifitdt ebenfalls ein sehr gutes
Testverfahren ist, um A. vasorum nachzuweisen, mit dem Vorteil, nicht durch die
intermittierende Ausscheidung der Larven zu falsch negativen Ergebnissen zu kommen, da
man bei dieser Methode mittels dem Serum oder dem Plasma Uberprft, ob eine Infektion
mit A. vasorum vorliegt (Schneider et al. 2014, Liu et al. 2017). Ebenfalls mdglich ist die
Detektion von Oslerus rostratus (Traversa et al. 2010). Man nimmt ein Gramm Kot in eine
doppellagige Gaze, legt es in einen Trichter und beflllt diesen mit 50 ml Wasser (Giannelli et
al. 2017). Danach wartet man 24 Stunden und Uberfuhrt die Lésung anschlie3end in ein
Roéhrchen und zentrifugiert dieses fir 5 Minuten (Giannelli et al. 2017). Das Sediment wird
mikroskopisch untersucht und die Larven (L1) gezahlt (Larven pro Gramm; Giannelli et al.
2017). Die Arten kénnen mittels der Kopromikroskopie leider nicht auf Artniveau bestimmt
werden, da diese im L1-Stadium ein zu 8hnliches Aussehen teilen (Brianti et al. 2014). Ein
Nachteil dieser Methode ist die lange Dauer (12-24 Stunden) und die Gefahr von falsch
negativen Ergebnissen, da die Ausscheidung der Larven Uber den Kot intermittierend ist,
weshalb frische Kotproben Uber drei Tage analyisiert werden sollten (Traversa et al. 2010,
Elsheikha et al. 2016). Ist die Konzentration der Larven im Kot zu gering, ist es moglich ein
falsch negatives Ergebnis zu diagnostizieren (Moskvina 2018). Eine weitere Diagnostik-
Schwierigkeit konnte bei Katzen mit Freizugang beruhen, da diese ihr Geschaft draullen
verrichten (Elsheikha et al. 2016).

Ein weiteres Problem bei der Diagnostik mittels Kotuntersuchung ist der, dass die
Lungenwurmer in Katzenstreu relativ schnell austrocknen und dies zu einem falsch-negativen

Ergebnis fihren kann (Abbate et al. 2019).
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Mittels oben genannter diagnostischer Methoden konnten bereits in zehn von zwdlf
untersuchten europaischen Landern Lungenwurmer in Hauskatzen diagnostiziert werden
(Gianelli et al. 2017). Diese Untersuchung lief im Rahmen einer wissenschaftlichen Feldstudie,
welche von 2015 bis 2016 durchgefihrt wurde (Giannelli et al. 2015). Die daran beteiligten
positiv getesteten Lander waren: Belgien, Bulgarien, Frankreich, Griechenland, Ungarn,
Italien, Portugal, Rumanien, Spanien und die Schweiz (Giannelli et al. 2017). In Osterreich und
dem Vereinigten Konigreich konnten im Rahmen dieser Studie keine Lungenwurmer
nachgewiesen werden (Giannelli et al. 2017). In dieser Studie waren Lungenwilrmer die
zweithaufigsten Parasiten und in der Halfte dieser Falle bestand eine Koinfektion mit
Bandwirmern, Hakenwirmern und Kokkzidien (Giannelli et al. 2017). Am haufigsten
aufzufinden waren Ascariden, gefolgt von Lungenwirmern und anschlieRend Kokkzidien und
Hakenwurmer (Giannelli et al. 2017). Bei dieser Untersuchung konnte festgestellt werden,
dass die Infektionen haufiger zwischen Winter und Fruhling auftraten und sie an jenen Orten

festgestellt wurden, wo sie Jahre zuvor auch schon vorkamen (Giannelli et al. 2017).

2.2.2 Serologische Testmethoden

2.2.2.1 ELISA

Serlologische Untersuchungen dienen zum Nachweis von Antikérpern im Serum des zu
untersuchendenTieren (Elsheikha et al. 2016). Dieses Testverfahren eignet sich sowohl zur

Einzeldiagnostik als auch zum Massenscreening (Elsheikha et al. 2016).

Dies wurde im Rahmen einer Studie in der Schweiz durchgefihrt, wodurch man zu einem
héheren positiven Ergebnis an infizierten Tieren in der Schweiz kam, als in der Studie nach
Giannelli et al. 2017 (Gueldner et al. 2019). Dies liegt daran, dass mittels ELISA im Vergleich
zur Koproskopie auch Tiere mit sehr niedrigen Mengen an Larven als positiv detektiert werden
kdénnen (Gueldner et al. 2019). Sind Antikérper vorhanden, lasst dies Ruickschlisse darauf zu,
dass das der Patient entweder eine akute Infektion oder im Vorfeld Kontakt mit dem getesteten
Parasiten hatte (Gueldner et al. 2019).

2.2.3 Sonstige Testverfahren

Weitere mogliche diagnostische Tests sind die zytologische Untersuchung der
Broncheoalveolarlavage oder mittels Trachealtupfern oder ausgehustetem Material (Elsheikha
et al. 2016).

Eine andere Methode Lungenwirmer zu diagnostizieren ist FLOTAC, welche gut geeignet flr

Helminthen und Protozoen ist (Moskva 2018).
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Zu Hunden findet man im Ubrigen mehr Daten von parasitologischen Untersuchungen
basierend auf koprologischen Untersuchungen als bei Katzen, da das Sammeln von
Kotproben gerade bei Freigangerkatzen schwieriger ist und es besser ist mehrere Kotproben

zu sammeln, da dies eine héhere Sensitivitat gewahrleistet (Zottler et al. 2019).

Bereits vor besagter Studie nach Giannelli et al. 2017 wurden im Jahr 2010 auf Ibiza in Katzen
A. abstrusus sowie T. brevior, T. subcrenatus und Troglostrongylus wilsoni entdeckt. Letztere
ist eine Art die in den USA bei Rotliichsen auftritt (Jefferies et al. 2010). Auch in Deutschland
und Danemark konnte bei Katzen und Hunden mittels der Baermann-Methode A. abstrusus
bzw A. vasorum und Crenosoma vulpis nachgewiesen werden (Taubert et al. 2008). Diese
Untersuchungen liefen von 2003-2007 (Taubert et al. 2008). Hierbei gingen die Falle von A.
vasorum und C. vulpis in Danemark im Laufe der Zeit jedoch zurlick, da man anfing diese

Infektionen wahrzunehmen und gegen diese zu therapieren (Taubert et al. 2008).

Es wurde aulRerdem ein Immunfluoreszenztest zur Erkennung von Antikérper gegen A.
abstrusus entwickelt (Traversa und Di Cesare 2016). DarGber hinaus wurde eine duplex PCR
entwickelt, um A. abstrusus und T. brevior Larven im Kot zu entdecken, sowie eine Triplex
PCR fur die Differenzierung von A. abstrusus, T. brevior und Angiostrongylus chabaudi
(Traversa und Di Cesare 2016).
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2.3 Aelurostrongylus abstrusus

A. abstrusus, der so genannte ,Katzenlungenwurm®, welcher das Lungenparenchym befallt,
ist der am haufigsten vorkommende Lungenwurm in Hauskatzen weltweit, gefolgt von
Capillaria aerophila und T. brevior (Traversa et al. 2015b, Crisi et al. 2018, Traversa et al.
2019). Alle drei sind fur respiratorische Symptome verantwortlich und sollten daher immer als
Differentialdiagnose bei respiratorischen Erkrankungen in Betracht gezogen werden (Di
Cesare et al. 2015).

Die Verbreitung dieses Parasiten ist haufiger als bisher angenommen, denn A. abstrusus weist
bei Katzen in einigen Regionen Europas eine Pravalenz von 25-50% auf (Traversa et al. 2010,
Traversa und Di Cesare 2014). Die Pravalenzraten hangen von der Vitalitat der L1, der
Verfugbarkeit von Zwischenwirten und der Anzahl an Tagen bis sie ihr L3-Stadium erreichen
kénnen, ab (Pennisi et al. 2015). Diese Lungenwurmart befallt alle Katzen unabhangig von
deren Alter, Habitat, Geschlecht und Art (Traversa und Di Cesare 2016).

Allerdings konnte eine hoéhere Pravalenz bei jingeren Katzen mit Freizugang festgestellt
werden, da diese lebhafter sind, sowie bei nicht kastrierten Katzen, da diese groRere
Wegstrecken zurlicklegen und langere Zeit von zuhause wegbleiben, wodurch die Gefahr
einer Infektion steigt (Gueldner et al. 2019). Im Gegensatz dazu haben Katzen, die bereits
etwas alter sind und bereits bessere Jagdfahigkeiten vorweisen, eine gréflere
Wahrscheinlichkeit infiziert zu werden (Traversa und Di Cesare 2016, Elsheikha et al. 2016).
Ebenfalls betroffener sind junge Katzen mit einem schwacheren Immunsystem (Traversa und
Di Cesare 2016, Elsheikha et al. 2016). Hauskatzen ohne Zugang zum Freien haben ein
geringeres Risiko befallen zu werden (Traversa und Di Cesare 2016, Elsheikha et al. 2016).
Eine Untersuchung in Deutschland hat ergeben, dass die Infektionsrate bei Katzen mit A.
abstrusus mit einem Alter von bis zu 7 Jahren héher ist, als bei Katzen Gber 7 Jahren (Barutzki
und Schaper 2013). In Italien konnte festgestellt werden, dass Katzen ab einem Alter von 6
Monaten ofter mit A. abstrusus infiziert waren als Katzen unter 6 Monaten (Cavalera et al.
2018).

Der Klimawandel ist ein Mitgrund daflr, dass vermehrt Falle von Aelurostrongylose auftreten
(Jezewski et al., 2013, Traversa et al. 2015a). Ein anderer Grund fir das Ausbreiten von A.
abstrusus ist die Schnecke Helix aspersa, welche eine der weitverbreitetsten Landschnecken
in der Mittelmeerregion ist und bereits in weitere Lander eingeschleppt wurde wo sie als
invasive Art stabile Populationen besitzt (Elsheikha et al. 2016). Es konnte auf’erdem bereits
experimentell nachgewiesen werden, dass Schnecken der Art Helix aspersa, wenn sie mit A.
abstrusus infiziert sind, diese auch auf andere Schnecken Ubertragen kénnen (Elsheikha et al.
2016).
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Adulte Wirmer erreichen eine GréRe von 5-6 mm (mannlich) bzw 9-10 mm (weiblich) und
befinden sich in den Bronchiolen, Alveolargangen und Alveolen des Wirtes (Traversa et al.
2015a, Traversa und Di Cesare 2016). In den Alveolargangen und den Alveolen schlipfen die
Eier der Larven (L1, begeben sich tber die Bronchiolen oder Trachea dann in den Pharynx wo
sie abgeschluckt und mit dem Kot ausgeschieden werden (lannino et al. 2013, Traversa et al.
2015a, Elsheikha et al. 2016). Dort werden sie von Zwischenwirten wie Schnecken (z.B. Helix
aspersa - darin entwickeln sie sich innerhalb von 11 Tagen- oder Arion lusitanicus)
aufgenommen - entweder durch eine penetrierte Epidermis oder durch Verdauung der L1
(Jezewski et al. 2013, Traversa et al. 2015a). Die L1 lagern sich innerhalb von 24-48 Stunden
in tieferen Bereichen der Viszeralorgane und des Fulles ab (Moskvina 2018). In diesen
erreichen sie ihr drittes Larvenstadium (L3) innerhalb von zwei bis drei Monaten, die Dauer ist
allerdings auch von der Temperatur abhangig (lannino et al. 2013, Moskvina 2018). Die
héchste Konzentration an A. abstrusus lasst sich im Fuld der Schnecke finden (Moskvina
2018). Nach der Aufnahme von Weichtieren oder paratenischen Wirten (Nagetiere, Frésche,
Echsen, Végel) durch die Katze und anschlieRender Verdauung gelangen die Larven Uber die
hamolymphatischen Gefalle nach Penetrierung der Mukosa der Verdauungssystems, in die

Lunge und entwickeln sich innerhalb von vier bis finf Wochen zu Adulti (Traversa et al. 2015a).

Der indirekte Lebenszyklus von A. abstrusus entspricht dem von den Troglostrongyliden
(Brianti et al. 2014).

A. abstrusus wird zwar als Lungenwurm der Hauskatze angesehen, allerdings kann es zu einer
Ubertragung dieses Lungenwurms von Haus- auf Wildkatzen vorkommen (Di Cesare et al.
2015a). Aufgrund dessen konnte man bereits in Wildkatzen in Italien diese Lungenwirmer
diagnostizieren (Di Cesare et al. 2015a). Diese Berichte sind allerdings etwas unsicher und es
konnten zum Beispiel keine Falle von A. abstrusus in Wildkatzen in Siditalien festgestellt
werden, obwohl hier Infektionen mit T. brevior sowohl in Wild- als auch Hauskatzen kursieren
(Di Cesare et al. 2015a). In Mittel- und Siditalien konnte bei Wildkatzen eine Infektionsrate
von 62,5 Prozent mit A. abstrusus festgestellt werden (Elsheikha et al. 2016). Es wurden
dariber hinaus auch andere Berichte bekanntgegeben, wo Wildkatzen der Arten Bengalkatze
(Felis bengalensis euptilurus), Jaguarundi (Herpailurus yagouarondi), Eurasischer Luchs
(Lynx lynx) und Léwe (Panthera leo) angeblich mit A. abstrusus infiziert waren. Die Larven
unterschieden sich jedoch groRenmalfig von der eigentlichen Grélke dieses Parasiten, das
vielleicht an den unterschiedlichen Tierarten der Endwirte liegen kdnnte oder an deren
Immunsystem, es koénnte sich jedoch auch um andere Arten der Gattung Aelurostrongylus
handeln (Elsheikha et al. 2016). Es wurden oftmals auch keine genauen Angaben Uber die

gefundenen Parasiten gemacht (Elsheikha et al. 2016). Es konnte inzwischen aber schon bei
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weiteren Studien in Léwen (Panthera leo), in Serval (Leptailurus serval) und in Karakal

(Caracal caraca) A. abstrusus nachgewiesen werden (Elsheikha et al. 2016).

A. abstrusus kann zusammen mit T. brevior manche Gastropodenarten zur selben Zeit
befallen (Traversa und Di Cesare 2014). Eine Erklarung dafir, dass A. abstrusus eine
Koinfektion mit anderen Metastrongyliden eingehen kann, liegt darin, dass sie in Sympatrie mit
anderen Lungenwlrmern in einer o©kologischen Nische leben und Weichtiere als
Zwischenwirte fur verschiedene Arten dienen oder flir mehrere Arten von Lungenwirmern zur
selben Zeit als Wirte dienen (Juste et al. 1992, Jefferies et al. 2010, Traversa und Di Cesare
2013). Von Sympatrie spricht man, wenn mindestens zwei Spezies in derselben Region oder
Okologischen Nische leben ohne sich zu vermischen (Traversa und Di Cesare 2013). Des
Weiteren wurden bereits Ko-Infektionen von A. abstrusus und T. brevior festgehalten und zwar
in Gebieten wo man ein enges Beisammenleben von Wild- und Hauskatzen vermutet
(Traversa et al. 2015a). Durch das gemeinsame Vorkommen von A. abstrusus und T. brevior,
ihre gleichen biologischen Eigenheiten und Zwischenwirte wie auch paratenische Wirte ware
es moglich, dass dies zu einer Ubertragung der Parasiten von Wild- auf Haustieren zur Folge
hatte (Traversa et al. 2015b).

Das Problem an einer Infektion mit A. abstrusus ist das Fehlen von spezifischen
Krankheitssymptomen und geeigneten Methoden (Moskvina 2018). Insbesondere bei
Jungtieren und immunsuprimierten Tieren treten neben den typischen respiratorischen wie
Husten, Niesen, Nasenausfluss, Dyspnoe, Tachypnoe, Maulatmung, Lethargie und
Gewichtsverlust, kann es zu auch asymptomatischen oder subklinischen Fallen bei einer
Infektion mit A. abstrusus kommen (Traversa und Di Cesare 2013, Jezewski et al. 2013). Die
Schwere der Symptomatik hangt vom Alter, gleichzeitigem Auftreten anderer Erkrankungen
und Menge der Larven im Wirt ab (Moskvina 2018). Das liegt an dem Entziindungsgeschehen
welches durch das Ablegen der Parasiteneier sowie der Larvenwanderung entsteht —
Letzteres sorgt flr Lasionen im Bronchialbaum, Pulmonalarterien, Bronchiolen und lokalen

Arterien (Traversa et al. 2010).

In den Lungen verursachen die Wirmer ein Entziindungsgeschehen, welches zu einer
granulomatésen Pneumonie mit Lasionen in den Alveolen, Bronchien und Pulmonalarterien
fuhrt sowie zu einer Hypertrophie und Hyperplasie der Pulmonalarterien und einer
Hypertrophie der Lunge (Traversa et al. 2015a). Dartber hinaus kommt es zu Infiltrationen mit
Makrophagen und im Anschluss mit einer eosinophilen und lymphoplasmatischen Infiltration
im Interstitium und in den Alveolen (Di Cesare et al. 2015a). Ausgeldst wird das milde bis
schwere granulomatdse oder gemischte Entziindungsgeschehen durch die Adulten, dem
Eierlegen und die Wanderung der L1 in den Atmungstrakt (Traversa und Di Cesare 2016).

Eine katarrhalische Bronchitis konnte bei infizierten Wildkatzen nachgewiesen werden
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(Veronesi et al. 2016). Des Weiteren ist die Gefahr einer chronischen Bronchitis erhdht, wenn
A. abstrusus sich im Korper des Wirtes befindet, selbst wenn bereits eine Koinfektion mit T.
brevior und C. aerophila vorliegt (Veronesi et al. 2016). Es besteht dartiber hinaus die Theorie,
dass eine Koinfektion verschiedener Lungenwirmer die klinischen Symptome verscharft
(Jefferies et al. 2010).

In der Blutgasanalyse erkennt man eine respiratorische Azidose und Hyperventilation welche

durch Verengung der Luftwege ausgeldst werden kdnnen (Moskvina 2018).

Im Rdntgen kann man je nach Zeitpunkt der Infektion, je nach Stadium, von verdickten
Bronchien und kleinen Knoten zu Beginn uber mehreren Lungenknoten bis hin zu subpleuralen
Verdickungen und noch mehr sehen (Moskvina 2018). Je nach Schweregrad des Befalls sieht
man sowohl bei einer A. abstrusus-Infektion als auch bei einer T. brevior-Infektion zu Beginn
ein Alveolarmuster (Traversa et al. 2016). Danach bildet sich ein Bronchial- und interstitielles
Muster, eine Verdickung der Bronchialwande und eine erhdhte interstitielle Undurchsichtigkeit
(Traversa und Di Cesare 2016). Bei einer Reinfektion kommt es auflerdem zu einer langeren
Prapatenzdauer (Elsheikha et al. 2016).

Das L1 Stadium von A. abstrusus (rund 360 bis 400 um lang, es gibt aber auch kleinere Larven
mit rund 300 ym und 17,7+ 2,6pum weit) hat einen S-formigen Schwanz mit einem dorsalen
Knick sowie tiefe dorsale und ventrale Einschnitte und einen terminalen Knoten und einen
geteilten dorsalen Kdrperanhang (Traversa und Di Cesare 2013, Traversa et al. 20153,
Giannelli et al. 2014b, Giannelli et al. 2017, Elsheikha et al. 2016). Der vordere Bereich ist
schmal, mit einem kurzen und abschlieRenden oralen Vorhof, der Kopf ist rund mit einer oralen
Offnung am Ende und im Mittelteil des Kérpers befinden sich Granulate (Traversa et al. 2015a,
Giannelli et al. 2014b, Giannelli et al 2017).

Das L2 Stadium (479,4+53,6 uym lang und 27,614,5 pm weit) besitzt eine leere externe
Kutikula, einen konoiden Schwanz und einen mit Granulaten gefiillten Metacorpus und eine

abgerundete Vorderextremitat (Giannelli et al. 2014b).

Das L3 Stadium (538,9451,8 um lang und 26,7+£1,9 um weit (zumindest im mittleren Teil)) kann
mit zwei aulderen Kutikulas oder ohne auftreten (Giannelli et al. 2014b). Das stumpfe vordere
Ende besitzt laterale Fligel, die bis zum Mittelteil reichen und exkretorischen Driisen (Giannelli
et al. 2014b). Im Stoma kann man die Organe mit widerhakenahnlichen Punkten beobachten,
welche in den Osophagus tibergehen (Giannelli et al. 2014b). Der Schwanz ist konisch mit

einem runden Vorsprung (Giannelli et al. 2014b).

Man kann Larven von A. abstrusus von T. brevior und T. subcrenatus dadurch unterscheiden,
dass die Troglostrongylidenlarven nicht so lang sind und keinen Knoten am Schwanzende

besitzen (Brianti et al. 2012).
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Aulerhalb des Wirtes kann A. abstrusus bei 4 Grad Celsius 36 Tage und bei 26 Grad Celsius
14 Tage Uberleben (Colella et al.2015).

Therapiert werden kann mit Fenbendazol Uber mehrere Tage, Mylbemycin oder Spot-on-

Formulierungen mit Moxidectin oder Emodepsid (Deplazes et al. 2013, Crisi et al. 2017).
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2.4 Troglostrongylus spp.

Troglostrongylus spp. sind zwar hauptsachlich Parasiten von Wildkatzen, sie wurden aber
auch schon in Hauskatzen gefunden (Traversa et al. 2015a). DarlUber hinaus scheinen
Katzenwelpen und junge Katzen aufgrund von vertikaler Ubertragung anfélliger zu sein

(Traversa et al. 2015a).
Zur Gattung der Troglostrongyliden gehdren:
e Troglostrongylus brevior
e Troglostrongylus subcrenatus
e Troglostrongylus troglostrongylus
o Troglostrongylus wilsoni

Fir lange Zeit hielt man diese fur Parasiten, die ausschlie3lich Wildkatzen befallen (Traversa
et al. 2015a). Jungste Studien haben jedoch erwiesen, dass T. brevior auch schon von
Wildkatzen auf Hauskatzen Ubergesprungen ist und dort den unteren Atmungstrakt befallt
(Crisi et al. 2018). Das vermehrte Auftreten dieses Parasiten hat zwei Griinde: die Ubertragung
durch die Wildkatzen auf die Hauskatzen sowie die steigende Achtsamkeit auf diesen
Parasiten (Di Cesare et al. 2015a). Des Weiteren liegt es im Bereich des Mdglichen, dass
Troglostrongylus spp., sowie auch O. rostratus, aufgrund der ahnlichen morphologischen
Eigenschaften ihrer L1 lange Zeit mit A. abstrusus verwechselt wurden (Pennisi et al. 2015).
Dafiur kann man die adulten Wirmer leichter unterscheiden - zum Beispiel anhand der Lage
ihrer Vulva (Tab. 2, Brianti et al. 2014).

Art Mannlich Weiblich

Troglostrongylus spp. Entwickelte Vulva mittig am Korper

Begattungstasche mit gleich

langen Nadeln

A. abstrusus Schwach entwickelte Vulva in der hinteren
Begattungstasche mit Kdrperhalfte

kurzen Nadeln

Oslerus rostratus Keine Begattungstasche Vulva nahe dem Anus am
und sehr kurze Nadeln hinteren Ende
Capillaria aerophila Keine Bursa Vulva im hinteren Drittel des
Chitinhaltige Nadeln Korpers. Uterus mit Eiern
gefullt

Tab. 2: Morphologische Unterschiede der adulten Lungenwiirmer nach Art und Geschlecht (Brianti et al. 2014)
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Troglostrongylus spp. befinden sich in den oberen Atemwegen (Traversa et al. 2015a). Die
Adulten befinden sich in den frontalen Sinussystemen (T. troglostrongylus) und den Bronchien
oder den Bronchiolen (T. brevior, T. wilsoni und T. subcrenatus) und der Trachea (T.

subcrenatus) des Endwirtes (Brianti et al. 2014).

Die L1-Stadien entwickeln sich in Schnecken und Weichtieren wie Chondrula septemdentata,
Helicella vestalis joppensis, Limax flavus, Monacha syriava, Retinella nitellina und Theba
pisana (Brianti et al. 2014). Nach einer Studie von Gerichter 1949, hangt die Geschwindigkeit
der Entwicklung von der Spezies ab, zumindest unter experimentellen Bedingungen (Brianti
et al. 2014).

Eine Infektion mit Troglostrongylus ist oft schwer zu diagnostizieren, da die Symptome nicht
spezifisch sind und oft denen von anderen respiratorischen Krankheiten entsprechen (Crisi et
al. 2018).

T. brevior und T. subrenatus verursachen bei der Katze Lungenédem, VergréRerung und
Kongestion der Lunge, Lungen mit Hamorrhagien, diffuse Hepatisierung und katarrhalisches

Exsudat in der Trachea (T. subcrenatus) (Traversa et al. 2015a).

Symptomatisch kann man ein betroffenes Tier mittels Kortikosteroiden, Sauerstoffzufuhr,
Butorphanol und Kéfigruhe behandeln (Crisi et al. 2018). Spot on Moxidectin ist ebenfalls
wirksam sowohl gegen T. brevior als auch gegen A. abstrusus (Crisi et al. 2018). Gut wirksam
gegen Troglostrongyliden ist Fenbendazol Uber 21 Tage (Deplazes et al. 2013). Trotz
anthelmintischer Therapie kann die feline Troglostrongylose bei jungen Katzen fatal enden
(Crisi et al. 2017).

2.4.1 Troglostrongylus brevior

Dieser Parasit wurde erstmals 1949 in Wildkatzen (Felis silvestris lybica und Felis chaus)
dokumentiert und erregte danach nicht mehr allzu viel Aufmerksamkeit bis 2010-2012 die
ersten Falle bei Hauskatzen in Sizilien und Ibiza dokumentiert wurden (Di Cesare et al. 2015a,
Traversa und Di Cesare 2016). In Wildkatzen trifft man haufig auf T. brevior, was eine
Vermutung zuldsst, dass sie als Ubertrager von T. brevior in Gegenden fungieren, wo sowohl
Haus- als auch Wildkatzen eng beeinander leben (Traversa et al. 2015a) und die Wildkatzen
zudem auch noch eine hohe pathogene Pravalenz diesbezlglich vorweisen (Crisi et al. 2018).
Durch die hohe Rate an T. brevior in Wildkatzen, gelten diese als natirliches Reservoir fur T.

brevior und C. aerophila (Falsone et al. 2014).
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T. brevior galt bis vor Kurzem noch als reiner Wildkatzenparasit, neueste Studien haben aber
ergeben, dass sich dies inzwischen geandert hat und er nun auch bei Hauskatzen auftritt,
allerdings nur in jenen Gebieten, wo auch Wildkatzen leben und die Umstande flr die

Ubertragung passen (Veronesi et al. 2016, Traversa et al. 2015a).

Der Parasit besiedelt die Bronchien und Bronchiolen, das Weibchen legt die Eier in den
Atmungstrakt (Traversa et al. 2015a). Die L1 wird ausgeschieden, brauchen aber Weichtiere
als Zwischenwirt, wo sie das L3-Stadium erreichen (Traversa et al. 2015a). Genau wie bei A.
abstrusus entwickeln sich T. brevior Larven in Helix aspersa innerhalb von 11 Tagen nach der
Infektion (auch gleichzeitig mit A. abstrusus; Giannelli et al. 2014b). Wie wichtig paratenische
Wirte sind, ist noch nicht bekannt (Crisi et al. 2018).

Das L1 Stadium von T. brevior mit einer Lange von 339,3 um und einer Weite von 18,6 ym
besitzt einen dorsal geknickten Schwanz (Brianti et al. 2012). Des Weiteren besitzt die Larve
eine orale Offnung und der Schwanz ist durch einen tiefen dorsalen Einschnitt in zwei Anhange
geteilt, einen flachen ventralen Stachel und einen diinnen dorsalen Teil, es konnten aber auch
Abweichungen davon beobachtet werden (Giannelli et al. 2014b, Giannelli et al. 2017). Das
Ende des Schwanzes ist gerade und verjungt sich (Giannelli et al. 2017). Das vordere Ende
ist spitz mit Granulaten, welche bis zur zweiten Halfte des Korpers gehen (Giannelli et al.
2014b). In der Umwelt Gberlebt die L1 der Troglostrongyliden 56-142 Tage bei 4 Grad Celsius
in Kot oder Wasser (Brianti et al. 2014).

Das L2 Stadium hat eine Lange von 380,7+18,6 um und eine Weite von 24,9127 uym sowie
eine externe Kutikula, obwohl nicht alle Exemplare diese aufweisen (Giannelli et al. 2014b).
Nach vornehin ist die L2 verengt, der Metacorpus ist erweitert und der Schwanz ahnelt sehr
dem vom L1 Stadium (Giannelli et al. 2014b).

Das L3 Stadium ist 432,1+15,3 ym lang und bis zu 20,9+1,5 ym weit (Giannelli et al. 2014b).
Im Gegensatz zu A. abstrusus findet man keine lateralen Fligel am abgerundeten vorderen
Ende und einen langen und muskulésen Osophagus (Giannelli et al. 2014b). Das L3 Stadium
der T. brevior kann bei 4 Grad Celsius 28 Tage und bei 26 Grad Celsius 8 Tage aullerhalb
des Wirtes Uberleben (Colella et al. 2015).

T. brevior erreicht im adulten Stadium eine Lange von 6,6 -7,2 mm und eine Weite von 0,2-
0,23 mm wenn mannlich und eine Lange von 9,6-16,8 mm und eine Weite von 0,26-0,4 mm
bei adulten Weibchen (Crisi et al. 2018). Die Ausscheidungsdrise zieht sowohl beim
Mannchen als auch beim Weibchen vom ersten Drittel des Osophagus bis fast zur Offnung
der hinteren Extremitat (Brianti et al. 2012). Beim Weibchen ist eine aufgeblasene Kutikula zu
erkennen sowie ein kurzer und konischer Schwanz (Brianti et al. 2012). Das kaudale Ende

besitzt bei Mannchen einen dorsalen Strahl mit 4 apikalen Papillen sowie externodorsale und
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anteroolaterale Strahlen (Brianti et al. 2012). Es sind auch posterolaterale und mediolaterale
Strahlen auf3er am unteren Drittel zu erkennen (Brianti et al. 2012). Die ventralen Strahlen sind
kurz und verschmolzen (Brianti et al. 2012). Des Weiteren ist beim Mannchen eine ungeteilte

Bursa zu erkennen (Brianti et al. 2012).

T. brevior kann durch Wildkatzen die Hauskatzen schlussendlich infizieren und der Kontakt

zwischen diesen beiden Gruppen steigt, bedingt durch die Reduktion des Lebenraumes,
welche zu einer Wanderung der Wildkatzen in urbane Gegenden fuhrt (Traversa und Di
Cesare 2016).

Es konnten in Mittelitalien bereits ahnliche Pravalenzraten von Infektionen in Hauskatzen von
T. brevior und A. abstrusus festgestellt werden, was die Vermutung naheliegen lasst, dass die

Wildkatzen dort T. brevior auf die Hauskatzen Ubertragen (Traversa und Di Cesare 2016).

Aulerdem konnte eine retrospektive Studie nachweisen, dass T. brevior sich in Hauskatzen
ausbreitet (Di Cesare et al. 2015a). Es wurden dabei Proben von Hauskatzen zwischen 2003
und 2010 evaluiert und es konnte dabei festgestellt werden, dass das Auftreten dieser
Parasiten bis vor kurzem noch vernachlassigbar war (Di Cesare et al. 2015a). Bei der
retrospektiven Studie von 2013-2015 konnte dann eine Veranderung des Auftretens der
Lungenwirmer in Hauskatzen festgestellt werden (Di Cesare et al. 2015a). Obwohl bis 2013
die Rate von T. brevior niedrig war, entsprach die Haufigkeit von T. brevior in einigen Gebieten
dem von A. abstrusus (Di Cesare et al. 2015a). Man kam zu der Annahme, dass manche Wirte
die Lokalitaten von Lungenwirmern verandern sowie die Tatsache, dass Lungenwuirmer nur
in habitablen Gebieten dauerhaft bleiben (Di Cesare et al. 2015a). Dort werden sie auch weiter
Ubertragen und koénnen sich entwickeln (Di Cesare et al. 2015a). T. brevior kann in
europaischen Gebieten als endemisch bezeichnet werden, wo wildlebende Wirte heimisch
sind (Di Cesare et al. 2015a). Darliber hinaus kann es passieren, dass T. brevior in Gebieten

nachgewiesen wird, wo keine Wildkatzen leben (Di Cesare et al. 2015a).

Durch die Ausbildung von nekrotischen Granulomen in Schnecken durch T. brevior, ist dieser

Parasit nicht so haufig in Schnecken vorzufinden wie A. abstrusus (Giannelli et al. 2015)

Es sind v.a. Katzen, die jlinger als ein Jahr alt sind betroffen (Crisi et al. 2018). Eine vertikale
Ubertragung wird auch vermutet (Crisi et al. 2018). Das liegt darin, dass die Mdglichkeit
besteht, dass Katzen, die jinger als ein Jahr sind beziehungsweise noch nicht entwohnte
Jungtiere durch das Muttertier eine Infektion mit T. brevior erhalten kénnen, durch
Kolostrum/Milch oder diaplazentar (Brianti et al. 2013, Falsone et al. 2014). Obwonhl es keinen
statistischen signifikanten Unterschied zwischen Alter, Geschlecht und geographischen
Aufenthaltsort der Wildkatzen gibt, wurden in einer Studie mehr mit T. brevior infizierte

Jahrlinge als Adulte vorgefunden (Falsone et al. 2014). Hierbei ist zu erwahnen, dass in einer
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Studie nach Cavalera et al. 2018 am meisten Infektionen bei Katzen mit einem Alter von bis
zu 6 Monaten und ab einem Alter von zwei Jahren Uberhaupt keine Lungenwurminfektionen

mehr festgestellt werden konnten (Cavalera et al. 2018).

Die haufigsten Anzeichen sind Husten, Dyspnoe und Tachypnoe, es kdnnen jedoch auch noch
weitere Symptome vorkommen, die einer Erkrankung des oberen Atmungstraktes entsprechen
(Crisi et al. 2018). Die Symptome sind bei Adulten jedoch subklinisch, bei jungen Tieren sind

sie ernster und kénnen auch fatal enden (Traversa und Di Cesare 2014).

Multifokale Hamorrhagien mit Dilatation, Verstopfung und verdickten Bronchialwanden,
eosinophile Infiltrate und katarrhalische Exsudate in den mittleren und groRReren Bronchien
lassen sich bei einer Infektion feststellen (Di Cesare et al. 2015a). T. brevior verursacht
aulerdem katarrhalische Exsudate in den oberen Luftwegen und die Nematoden lassen sich

in der Trachea und in den Bronchien auffinden (Giannelli et al. 2014a).

Am besten Iasst sich der Befall jedoch mittels Baermanntests und anschlieRender PCR stellen,
um zwischen T. brevior und A. abstrusus zu unterscheiden (Crisi et al. 2018). In einer
Multiplex-PCR koénnen simultan verschiedene Pathogene in einer Probe untersucht werden,
indem multiple Sets von spezifischen Primeren verwendet werden (Traversa und Di Cesare
2013).

2.4.2 Troglostrongylus subcrenatus

Dieser Parasit befindet sich in der Trachea und den Bronchien von Haus- und Wildkatzen
(Traversa et al. 2015a). Dieser Parasit wurde bislang nur einmal in einer Katze in Malawi und

in einer auf Sizilien gefunden (Traversa und Di Cesare 2016).
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2.5 Oslerus rostratus (syn. fur Anafilaroides rostratus)

Die Mannchen erreichen eine Grolte von 28-37 mm, die Weibchen eine Grof3e von 48-64 mm
(Traversa et al. 2015a). O. rostratus tritt sowohl bei Wild- als auch bei Hauskatzen auf und die
Infektion erfolgt ebenfalls Uber Schnecken als Zwischenwirte und paratenischen Wirten
(Traversa et al. 2015a). Die Infektion der Hauskatze wird jedoch als zufallig spekuliert
(Elsheikha et al. 2016).

In Spanien wurde eine Mischinfektion in einer Hauskatze diagnostiziert, welche von A.
abstrusus und O. rostratus infiziert war (Elsheikha et al. 2016). Auf Mallorca wurde in

Wildkatzen eine Pravalenzrate von 24% festgestellt (Pennisi et al. 2015).

Das seltene Auftreten dieses Parasiten in Hauskatzen kénnte am Rickgang der Wildkatzen

und deren Lebensraum liegen (Bir6 et al. 2009).

Der Kopf des L1 ist rund mit einer zentralen Offnung und einer zylindrischen, bukkalen Kapsel
(Giannelli et al. 2017) Der Schwanz hat eine tiefe ventrale und eine oberflachliche dorsale
Einkerbung (Giannelli et al. 2017).

Durch Vergleiche von L1 Stadien in den Luftwegen von Wirten und jenen, die mit dem Kot
ausgeschieden wurden, konnte festgestellt werden, dass die Larven wahrend ihrer Wanderung

durch den Gastrointestinaltrakt wachsen (Di Cesare et al. 2015a).

Dieser Parasit lebt im peribronchialen Gewebe und in den Bronchialwanden und verursacht
Bronchitis und Peribronchitis mit Hyperplasie und Hypertrophie der Mukosa (Traversa et al.
2015a). Des Weiteren sind Knoétchen in der Trachea und in den Bronchien endoskopisch

feststellbar (Deplazes et al. 2013).

Therapeutisch kann eine Infektion mit Ivermectin und Moxidectin behandelt werden, wodurch
es zu einer Rickbildung der Knétchen kommen kann (Deplazes et al. 2013). Benzimidazole
(Fenbendazol, Oxfendazol) wirken auch, mussen aber Uber mehrere Wochen gegeben

werden (Deplazes et al. 2013).
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2.6 Angiostrongylus chabaudi

Angiostrongylus chabaudi ist ein Nematode, welcher zunachst nur in einer Wildkatze in Italien
dokumentiert wurde, (Biocca 1957) jedoch gibt es inzwischen auch schon Berichte von A.
chabaudi in Hauskatzen (Varsacia et al. 2014, Traversa et al. 2015b). In Italien wurde eine
Hauskatze gefunden, welche eine Koinfektion von A. chabaudi, A. abstrusus und T. brevior
hatte (Traversa et al. 2015b). Die Griinde flr das Auftreten von A. chabaudi in Hauskatzen ist
unbekannt, es wird allerdings vermutet, dass dies durch Ubertragung von Wild- auf Hauskatze
geschieht, genauso wie man umgekehrt ein Ubertragen von A. abstrusus von Haus- auf
Wildkatze vermutet (Veronesi et al. 2016).
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2.7 Capillaria aerophila (syn. fur Eucoleus aerophilus)

C. aerophila infiziert die Lungen von Katzen, Hunden, wilden Carnivoren und kann auch
Menschen (bei welchen er eine schwere Lungenerkrankung verursachen kann) befallen
(Traversa et al. 2010, Di Cesare et al. 2012, Pennisi et al. 2015). Er ist in der nérdlichen
Hemisphare der zweithaufigste Lungenwurm bei Hauskatzen (Knaus et al. 2015). Es ist
mdglich, dass hier durch Abnahme der freien Wildbahnen der Tiere, Tierwanderungen sowie
der Klimawandel Einfluss auf die Epidemiologie der Capillariose hatten (Traversa et al. 2015a).
Bisher sind 15 verschiedene genetische Haplotypen von C. aerophila bekannt (Di Cesare et
al. 2014). Die gleichen Haplotypen von C. aerophila verursachen sowohl bei Wild- als auch
bei Hauskatzen Lungeninfektionen in Gebieten wo auch T. brevior und A. chabaudi die
Hauskatzen befallen (Di Cesare et al. 2015). Des Weiteren konnte man feststellen, dass der
Haplotyp | von C. aerophila sowohl Wild- als auch Hauscarnivore befallt (Di Cesare et al.
2012).

In den Epithelien der Bronchiolen, Bronchien und der Trachea des Endwirtes lebend, legen
die Adulten ihre Eier nach der Paarung ab, die vom Endwirt hochgehustet und geschluckt
werden (Di Cesare et al. 2012). Die Eier werden Uber den Kot ausgeschieden, wo sie reifen
und nach 40-60 Tagen inaktiv werden (Traversa et al. 2015a). Die Entwicklung der Eier beginnt
nach Ausscheidung aus dem Wirt nach 35 Tagen (Traversa und Di Cesare 2014). Die Katze
nimmt diese Eier aus der Umgebung auf - es ist bis dato unklar, ob dies Uber Zwischenwirte
oder paratenische Wirte geschieht - dort werden sie anschlieRend verdaut (Traversa et al.
2015a). Dann gelangen sie Uber den Blutstrom oder die Lymphgefale zu den Lungen
(Traversa et al. 2015a). Dort werden sie nach ca. 6 Wochen adult (mit einer GrofRe von 20-30
mm). Sie leben unterhalb des Epithels der Bronchien und der Trachea (Traversa et al. 2015a).
Ob die Eier in der Umgebung ihr infektiéses Larvenstadium erreichen oder nicht ist unklar (Di
Cesare et al. 2014). Es wird allerdings auch vermutet, dass Regenwirmer als Zwischen- oder
als paratenische Wirte dienen kdnnen, obwohl C. aerophila im Vergleich zu Metastrongyliden
einen direkten Lebenszyklus hat (Traversa und Di Cesare 2013, Di Cesare et al. 2015a). Die

Eier von C. aerophia sind sehr widerstandsfahig (Traversa und Di Cesare 2014).

Die Infektion ist besonders bei jungen oder immunsupprimiertenTieren lebensgefahrlich
(Traversa et al. 2015a). Erkrankte Tiere kdnnen asymptomatisch sein oder aufgrund einer
chronischen Bronchitis oder Bronchopneumonie Symptome wie respiratorische Probleme wie
Keuchen, Niesen, bronchovesikulares Atmen, Husten vorweisen (Traversa et al. 2010,

Traversa und Di Cesare 2013, Traversa et al. 2015a).

Capillaria spp. und A. abstrusus wurde in einer schweizer Studie haufiger bei streunenden

Katzen als bei Katzen in Privatbesitz oder in Tierheimen entdeckt (Zottler et al. 2019).
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Die Wurmer verursachen Granulome im Lungenparenchym, Schaden in der Mukosa der

Trachea mit submukosaler Entziindung und zellularer Infiltration (Traversa et al. 2015a).

Am besten kann man C. aerophila mittels PCR nachweisen, da ein Nachweis mittels

Koproskopie sehr schwer ist (Di Cesare et al. 2012).

Die Behandlung gegen C. aerophila kann durch die subkutane Gabe von Levamisol fir zwei
Tage hintereinander, was jedoch zu Nebenwirkungen flihren kann (Deplazes et al. 2013).
Ebenfalls méglich ist die Gabe von Ivermectin subkutan oder peroral oder Mebendazol peroral
an 5 Tagen (Deplazes et al. 2013). Die Gabe von Broadline kann die Lungenwurmer

reduzieren und das Ausscheiden von Eiern reduzieren oder sogar stoppen (Knaus et al. 2015).
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2.8 Paragonimus kellicotti

Diese leben im Lungenparenchym und legen ihre Eier in die Lunge, wo sie hochgehustet,
abgeschluckt und mit dem Kot ausgeschieden werden (Traversa et al 2015). Die Entwicklung
von P. kellicotti beinhaltet Frischwasserumgebung und zwei verschiedene Zwischenwirte
(Pennisi et al. 2015). Die Eier werden vom Endwirt mit dem Kot ausgeschieden, die Larven
penetrieren im Anschluss in die ersten Zwischenwirte, Wasserschnecken (Deplazes 2006,
Pennisi et al. 2015). In Nordamerika dienen Exemplare von Schnecken der Gattung
Pomatiopsis als erste Zwischenwirte und Krabben und Flusskrebse zum Beispiel aus der
Gattung Cambarus als zweite Zwischenwirte (Deplazes 2006). Letztere werden dann von der
Katze gefressen, wo sich die Larven schliellich entwickeln (Pennisi et al. 2015). Es gibt
Hypothesen, dass auch Ratten eine Rolle als paratenische Wirte spielen kdnnten (Traversa et
al. 2015). Die Parasiten wandern durch Interstitium, Zwerchfell, Pleuralhéhle und gelangen
schlieBlich in das Lungenparenchym wo sie zirka sechs Wochen spater als Adulte Eier legen
(Pennisi et al. 2015). Der Parasit verursacht bakterielle Pneumonie, Pneumothorax und

Dyspnoe (Traversa et al. 2015a).
Die Adulten werden 8-18 mm lang und 4-8 mm breit (Pennisi et al. 2015).

Behandelt werden kann eine Infektion mit Praziquantel, Albendazol oder Fenbendazol

(Traversa et al. 2015a).
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3 Material und Methodik

3.1 Schnecken
Im Rahmen dieser Studie wurden folgende Schneckenarten gefunden und untersucht:

e Arion vulgaris (dt.: Spanische Wegschnecke)

o Limax maximus (dt.:Tigerschnegel)

e Helix pomatia (dt.:Weinbergschnecke)

o Cepaea hortensis (dt.: Gartenbanderschnecke)

e Arianta arbustorum (dt.: Baumschnirkelschnecke)

3.2 Methodik
3.2.1 Besammlung Schnecken

Da es im Nationalpark Thayatal nicht erlaubt ist Schnecken zu sammeln, wurden die
Exemplare in Ortsgebieten nahe des Nationalparks Thayatal im Frihling und im Sommer, im
Zeitraum von 28.05. 2019 bis 16.07. 2019 gesammelt. Einige wenige Exemplare wurden auch
in Wien gesammelt, da die gewlinschte Anzahl an Schnecken erreicht werden sollte. Dabei
wurden Langen- und Breitengrade, Temperatur, Wetter und die Anzahl der gesammelten Tiere
festgehalten (Supplementartabelle 1). Am 28.05. und am 29.05. wurde zusammen mit Dr.
Helmut Sattmann vom Naturhistorischen Museum gesammelt, da es ansonsten nicht mdglich
gewesen ware, Exemplare von Helix pomatia zu sammeln, da diese Art unter Artenschutz
steht. Daher wurden die Helix pomatia von Dr. Helmut Sattmann, Naturhistorisches Museum
Wien, mit Genehmigung des Amtes der Niederdsterreichischen Landesregierung zum
Sammeln von wirbellosen Tieren in Niederdsterreich fir 2019 (RU5_BE-64/020-2019)
gesammelt. An den restlichen Tagen wurden die Schnecken nur von einem Studenten

gesammelt.
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Die Gebiete, in denen gesammelt wurde waren:
e Merkersdorf: in einem Garten
¢ Riegersburg: an einem Grinstreifen entlang der Ortsstralie
e Felling
o Einmal entlang eines Griinstreifens
o Einmal entlang eines Grunstreifens mit Buschwerk

e Wien - Leopoldauerstralie: in einem Garten

Die Schnecken wurden im Anschluss in einem mit Luftidchern versehenen Plastikbecher
uberflhrt und zur naheren Bestimmung ins Naturhistorische Museum Wien gebracht. Im
Anschluss daran wurden sie an das Institut flir Parasitologie der Veterindrmedizinischen
Universitat Wien gebracht, wo sie mittels Flussigstickstoff getotet und im Tiefkihlraum bei -20

Grad Celsius gelagert wurden.

3.2.2 Bearbeitung der Schnecken - Verdauung

Die Methodik erfolgte nach den Methoden von Lange et al. 2018 und Penagos-Tabares et al.
2019a (genaue Beschreibung in der Diplomarbeit von Mirjam Edler zur Etablierung der
Technik):

Zur Bearbeitung der Schnecken wurden diese aus dem Tiefklihiraum geholt und im Falle von
Gehauseschnecken eine Stunde vor der weiteren Bearbeitung aufgetaut. Die Schnecken
wurden dann einzeln auf Wiegeschéalchen gelegt und abgewogen - falls es
Gehauseschnecken waren, wurden diese zuvor von ihrem Gehause mittels eines Hammers
befreit. Jeder Schnecke wurde eine fortlaufende @ Nummerierung  zugeteilt

(Supplementartabelle 2).

Im Anschluss wurde ein Teil des Kopfes mit einer Skalpellklinge entfernt und in ein
Eppendorftube gegeben, mit dem spater eine PCR gemacht werden kann, um etwaige schwer
zu bestimmende Schneckenarten zu spezifisieren. Der restliche Korper der Schnecke wurde

in kleine Teile geschnitten.

Diese Stlicke wurden in Reagenzglaser zusammen mit einer Verdauungsldésung gebracht.
Dann wurden die Reagenzglaser in einem Inkubator mit 120 rpm und 40 Grad Celsius fur vier

Stunden geschlttelt. Danach wurde die FliRigkeit durchgesiebt. Die Uberbleibsel, die im Sieb
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stecken geblieben sind, wurden ausgewaschen und in eine Petrischale Uberfihrt und
mikroskopisch auf Lungenwirmer untersucht. Wenn die Schnecke mit Lungenwirmern
infiziert war, waren die Lungenwurmer in der FlURigkeit unter einem Binokular zu sehen. Einer
dieser Lungenwirmer wurde aus der Petrischale genommen, auf einen Objekttrager
ubertragen und mit dem Mikroskop untersucht. Bilder wurden von ihm gemacht (Abb. 3) und
der Rest der FluRigkeit wurde in ein Eppendorftube getan. Dieses Eppendorftubes wurden flr

die molekularbiologische Anaylse verwendet, um die Spezies des Lungenwurms zu

bestatigen.

Abb. 1: Aufnahme einer Lungenwurmlarve (100fache VergroRerung)

Die Objekttrager wurden dann in einem Tiefkiihlfach gelagert.

Nachdem die Proben untersucht wurden, wurden sie in 50 ml Tubes umgefullt und in der
Zentrifuge fir 10 min bei 800 rcf zentrifugiert. Der Uberstand wurde abgesaugt und das
Sediment mit einer Pipette in ein Eppendorftube (berfihrt, welches mit einem ,x“ versehen
wurde, wenn die Probe Larven enthielt, um zu kennzeichnen, dass mit dieser Probe eine
molekularbiologische Untersuchung gemacht werden sollte, um die genaue Larvenart zu

bestimmen.
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4 Ergebnisse

Die am haufigsten besammelten Exemplare waren von der Gattung Helix pomatia, mit
insgesamt 59 Exemplaren. Der Grol¥teil der H. pomatia (Abb. 2) stammt aus Riegersburg (43

Exemplare), ein kleinerer Anteil aus Merkersdorf (16 Exemplare).

Exemplare der Gattung Cepaea hortensis (Abb. 3) waren mit einer Anzahl von 55 die am
zweitmeisten besammelte Art. Diese wurden ausschlie3lich in Felling gesammelt.

In Felling wurden auch 10 Vertreter von Arianta arbustorum gesammelt (Abb. 4).

Die 27 Exemplare von Arion vulgaris (Abb. 5) wurden mit 14 Exemplaren in Merkersdorf, 8 in

der Leopoldauerstraf3e in Wien und mit 5 in Riegersburg gefunden.

Daruber hinaus wurden Exemplare von Limax maximus (Abb. 6) in Riegersburg gesammelt.

Abb. 2: Aufnahme eines Exemplars von Helix pomatia

https://commons.wikimedia.org/wiki/File:Helix_pomatia_002.JPG

H. Zell / CC BY-SA (https://creativecommons.org/licenses/by-sa/3.0)
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Abb. 3: Aufnahme eines Exemplars von Cepae hortensis

https://commons.wikimedia.org/wiki/File:Cepaea_hortensis.JPG

Arnstein Renning / CC BY (https://creativecommons.org/licenses/by/3.0)

Abb. 4: Aufnahme eines Exemplars von Arianta arbustorum

https://commons.wikimedia.org/wiki/File:Arianta_arbustorum_(no).JPG

Arnstein Renning / CC BY-SA (https://creativecommons.org/licenses/by-sa/3.0)
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Abb. 5: Aufnahme eines Exemplars von Arion vulgaris

https://commons.wikimedia.org/wiki/File:Arion_vulgaris_3.jpg

Xauxa Hakan Svensson / CC BY-SA (https://creativecommons.org/licenses/by-sa/3.0)

Abb. 6: Aufnahme eines Exemplars von Limax maximus

https://commons.wikimedia.org/wiki/File:Limax_maximus_Tigernacktschnecke.jpg

H. Krisp / CC BY (https://creativecommons.org/licenses/by/3.0)
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Die meisten Tiere wurden in Felling gesammelt, mit einem Anteil von 41%, am zweitmeisten
in Riegersburg mit 30%, am drittmeisten inMerkersdorf mit 19% und am wenigsten in der
Leopoldauerstralie in Wien mit 11% (Abb. 7 und Abb. 8).
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Abb. 7: Anzahl gesammelter Schnecken aufgeliedert nach Fundort
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Abb. 8: Verteilung der Schneckenarten nach Herkunftsort
Von den 160 untersuchten Schnecken konnte man zunachst bei 113 Tieren Larven von

Wirmern mit Sicherheit feststellen, bei zehn war es fraglich (etwaige Wurmfragmente) und 37

Exemplare waren frei von Larven (Supplementartabelle 2 und Abb. 9).
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Abb. 9:

Verteilung der positiven (mit Lungenwurmlarven infiziert), negativen (nicht mit Lungenwurmlarven infiziert) und

fraglich positiven Schnecken in ihrer Gesamtheit

76% der gesammelten Exemplare von den heimischen Weinbergschnecken und 78% der
Gartenbanderschnecken waren positiv auf Lungenwurmlarven. Bei Arianta arbustorum waren
allerdings nur 3 von 10 Exemplaren infiziert. Bei den spanischen Wegschnecken waren
insgesamt 59% positiv. Bei den Tigerschnegeln, welche ausschlielich in der
Leopoldauerstralle gesammelt wurden, waren 6 von 9 Exemplaren positiv. Somit lasst sich
sagen, dass unter den Gartenbanderschnecken mit 78% infizierten und 25 fraglich positiven
Tieren am meisten Schnecken infiziert waren. Dicht dahinter waren die heimischen
Weinbergschnecken mit einer Infektionsrate von 76% und 7% fraglich positiven Tieren, gefolgt
von Tigerschnegel mit 67%, danach die spanischen Wegschnecken mit 59% (und 19% fraglich
positiven Tieren) und prozentuell am wenigsten positiv war die Baumschnirkelschnecke mit
30% (Abb. 10).
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Abb. 10: Verteilung der positiven (mit Lungenwurmlarven infizierten), negativen (nicht mit Lungenwurmlarven

infizierten) und fraglich positiven Schnecken nach Schneckenart

79% der in Riegersburg gesammelten Schnecken waren mit Lungenwurmlarven infiziert, ein
ahnlicher Prozentsatz wurde in Felling und der Leopoldauerstrasse festgestellt, hingegen
waren nur 57% der in Merkersdorf gesammelten Exemplare positiv. (Abb. 11)
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Abb. 11: prozentualer Anteil an Lungenwurm-positiven (mit Lungenwurmlarven infiziert), fraglich positiven und

negativen (nicht mit Lungenwurmlarven infiziert) Befunden gegliedert nach Fundorten
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Da die molekularbiologischen Untersuchungen noch nicht abgeschlossen sind, erfolgte eine
mikroskopische Differenzierung der Larven. Die bei der Untersuchung gemachten Bilder wur-
den mit Bildern von Studien und Reviews von Traversa et al. 2010, Brianti et al. 2012, Gian-
nelli et al. 2013, Brianti et al. 2014, Giannelli et al. 2015, Colella et al. 2016, Liatis et al. 2017,
Lange et al. 2018, Penagos- Tabares et al. 2019 verglichen. Dadurch wurde auf ein vorlaufi-
ges Ergebnis geschlossen. Eine genaue Differenzierung ist nicht moéglich, es kann nur zwi-
schen Metastrongyliden und Crenosomatiden differenziert werden, aufgrund der morphologi-

schen Ahnlichkeiten zwischen den einzelnen Arten.

Es konnten insgesamt 98 Exemplare gefunden werden, bei denen es sich um Crenosoma spp.
handeln kénnte (C. striatum oder C. vulpis). Darlber hinaus wurden 10 Larven entdeckt, bei
denen der Verdacht besteht, dass es sich bei sechs Larven um A. vasorum und bei vier Larven
um A. abstrusus handelt. Bei zehn Exemplaren war zunachst fraglich, ob Lungenwurmlarven
entdeckt wurden. Hier konnte anhand der nochmaligen Analyse der Bilder festgestellt werden,
dass bei acht davon ein negatives Ergebnis war. Daher sind insgesamt 115 Schnecken infiziert
und 45 Schnecken nicht infiziert gewesen (Supplementartabelle 2). Die anderen beiden
fraglichen Ergebnisse konnten morphologisch als Crenosoma spp. identifiziert werden (Abb.
12). Die Abbildungen 13- 15 sind Aufnahmen von Larven aus unterschiedlichen Proben, von
welchen vermutet wird, dass es Crenosoma spp. sind. Genaueres wird mit der

molekularbiologischen Untersuchung geklart werden.
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Abb. 12: Anzahl der Lungenwurmarten morphologisch differenziert
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Abb. 13: Aufnahme einer Lungenwurmlarve, vermutlich Crenosoma spp. (100fache VergroRerung)

Abb. 14: Aufnahme einer Lungenwurmlarve, vermutlich Crenosoma spp. (100fache VergroRerung)
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Abb. 15: Aufnahme einer Lungenwurmlarve, vermutlich Crenosoma spp. (100fache VergroRerung)
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5 Diskussion

Die Untersuchung auf das Vorkommen von felinen Lungenwirmern ist wichtig, um
Risikofaktoren naher bestimmen zu kénnen (Lange et al. 2018). Ziel dieser Diplomarbeit war
es, im Rahmen einer Studie mit mehreren Studenten das Vorkommen von Lungenwirmern in

Schnecken in Ostosterreich zu untersuchen.

Inwiefern die morphologischen Untersuchungsergebnisse stimmen lasst sich erst nach
Abschluss der molekularbiologischen Untersuchung sagen, da die Larven morphologisch nur

schwer zu bestimmen sind.

Es konnte anhand morphologischer Ergebnisse (Abb. 12) festgestellt werden, dass sich in
einem Teil der Schnecken Larven von Crenosoma spp. (C. striatum und C. vulpis) befanden
und es wird vermutet, dass sich in einem kleineren Teil der Schnecken Metastrongylidenlarven

der Arten Angiostrongylus vasorum und A. abstrusus befanden.

Bei den vermuteten Crenosoma spp. ist es nicht zu differenzieren, ob es sich um C. vulpis
oder um C. striatum handelt, da sich die Larvenstadien der einzelnen Arten sehr ahneln (Lange

et al. 2018). Somit konnten bei dieser Studie nur vorlaufige Schliisse gezogen werden.

Bei C. striatum handelt es sich um einen Lungenwurm, welcher haufig in Igeln anzutreffen ist,
ebenfalls Uber Schnecken als Zwischenwirte Ubertragen wird und eine Mischinfektion mit
Physalopptera clausa eingehen kann (Naem et al. 2015, Liatis et al. 2017). C. vulpis gilt als
Lungenwurm von Wildcarnivoren und Haushunden in Eurasien und Nordamerika (Deplazes et
al. 2013). Auch bei den Larvenexemplaren, bei denen vermutet wird, dass es sich um Vertreter
der Arten A. vasorum und A. abstrusus handelt, kann nur spekuliert werden, zumindest

solange, bis man mittels der molekularbiologischen Untersuchung die Art bestatigen kann.

Zum Vergleich mit dem Problem der Differenzierung der Subtypen der Crenosomatiden liegt
das gleiche Problem bei der Differenzierung von L1 bei der Koproskopie von Troglostrongylus
spp., O. rostratus und A. abstrusus vor (Pennisi et al. 2015, Brianti et al. 2014). Daher ist es
unabdingbar auf die molekularbiologischen Ergebnisse zu warten, bevor eine endglltige

Beurteilung der Ergebnisse getroffen werden kann.

Wie bereits oben erwahnt wurden im Sommer 2016 193 Arion vulgaris im Prater auf
Lungenwirmer untersucht: es befanden sich darunter Schnecken, die mit A. vasorum (1/193),
A. abstrusus (2/193) oder mit T. brevior (3/193) infiziert waren. In einer Schnecke lag eine
Koinfektion von A. abstrusus und T. brevior vor (Penagos-Tabares et al. 2019a). Die
Schnecke, die mit A. vasorum infiziert war, trug insgesamt 11 Parasiten in sich, der Rest 10
oder weniger, In Deutschland trugen nach Lange et al. 2018 auch der Grof3teil der infizierten

Schnecken bis zu 10 Wirmern in sich (Lange et al. 2018, Penagos-Tabares et al. 2019a).
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Daher ware ein Nachweis von A. abstrusus und A. vasorum im Thayatal nicht abwegig, da

man sie bereits in Wien in Schnecken nachgewiesen hat (Penagos-Tabares et al. 2019a).

Da im Thayatal Wildkatzen leben oder aber auch Uber die Slowakei oder Uber die
Osterreichisch-tschechische Grenze (das Grine Band) ins Thayatal wandern (Slotta-
Bachmayr et al. 2017), kdnnten diese eine mdgliche Infektionsquelle darstellen. Allerdings
konnten auch domestizierte oder streundende Hunde und/oder Katzen, sowie Flichse mit

Lungenwirmern in der Region Thayatal befallen sein.

Auch in Schweden wurde unlangst bei einer Studie mit Hauskatzen ein Fall von
Lungenwurmbefall von Hauskatzen mit Freizugang registriert (Grandi et al. 2017). Der Grund
daflr kann nicht angegeben werden: entweder ist der Parasit eingeschleppt worden oder er
wurde bislang durch seine niedrige Pravalenz in Schweden einfach noch nicht bemerkt oder
weil mittels gewdhnlicher diagnostischer Methoden wie Flotation eine Erkennung dieses
Parasiten nicht mdglich ist (Grandi et al. 2017). Ebenfalls erwdhnenswert ist, dass die
geographischen Begebenheiten fur Lungenwirmer nicht gerade geeignet sind, was ebenfalls
ein Grund sein kann, warum dieser Parasit in Schweden erst jetzt erkannt wurde (Grandi et al.
2017).

Ein wichtiger Faktor fir die Einwanderung und/oder Ausbreitung der Lungenwirmer in
Osterreich kénnten Vertreter von Arion vulgaris sein, denn Arion vulgaris zahlt zu den 100
meist invasiven Spezies, welche sich in warmeren Sommern und milderen Wintern in gré3eren
Hohen und weiter ins Flachland verbreiten konnen, was somit durch den Klimawandel
gefordert werden konnte (Zajgc et al. 2017). Man muss hierbei auch bedenken, es konnte ja
bereits eine Ubertragung von Lungenwiirmern von Schnecke auf Schnecke experimentell

nachgewiesen werden (Elsheikha et al. 2016, Zajac et al. 2017).

Ebenfalls interessant an dem Fall in Wien zu erwadhnen ist der spezielle Genotyp B, welche
eine der A. abstrusus Exemplare aufwies: dieser wurde zuvor bislang nur in Kolumbien
entdeckt (Penagos-Tabares et al. 2019a, Penagos-Tabares et al. 2019b). Hier kann man nur
spekulieren, wie das passieren konnte: eine mogliche Ursache ware ganz einfach ein Mangel
an Daten in der GenBank (Penagos-Tabares et al. 2019a). Eine Laborkontamination konnte
auch eine Rolle gespielt haben oder eine Einschleppung des Parasiten durch den
internationalen Handel. Es kann auch sein, dass der Parasit in anderen europaischen Landern
noch nicht entdeckt und sich unentdeckt bis nach Wien ausgebreitet hat. Bei einer Studie in
Kolumbien im Jahr 2019 drei verschiedene Genotypen von A. abstrusus in Schnecken
identifiziert werden konnten, einer davon war jener, welcher bereits erwahnt wurde und die
anderen beiden Genotypen (A und AB — AB ein Hybrid zwischen A und B) wiesen ebenfalls

Ahnlichkeiten mit den europaischen A. abstrusus Vertretern auf, dartber hinaus wurde ein
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vierter unbekannter Genotyp C entdeckt, welcher bislang noch nicht in der GenBank erwahnt
wurde und ebenfalls Ahnlichkeit zum européischen A. abstrusus vorweist (Penagos-Tabares
et al. 2019b).

Die Wirte von T. brevior sind Wildkatzen (Traversa und Di Cesare 2014). Daher stellt sich die
Frage ob es mdglich ware, dass sich eine Wildkatze im Prater Park befand, welche durch ihren

kontaminierten Kot eine Schnecke infiziert hat.

Es gibt auch noch genligend andere Griinde weshalb eine Ausbreitung stattgefunden haben
kénnte (beziehungsweise begunstigt haben kdnnte) wie Waldrodung (Traversa und Di Cesare
2014). Die Veranderungen in den Lebensrdumen der Wildtiere bilden den Grundstock fur die
Ubertragung von Parasiten von Wild- auf Hauskatzen (Traversa und Di Cesare 2014). Es
konnte bereits molekularbiologisch nachgewiesen werden, dass Lungenwirmer in Wildtieren
genetisch ident mit jenen der domestizierten Tiere sind (Di Cesare et al. 2014, Eleni et al.
2014).

Der Klimawandel kann auch als Hauptgrund fir die Verbreitung von durch Vektoren
Ubertragenen Pathogenen angesehen werden, welche sich geographisch ausbreiten
(ebenfalls bedingt durch den Klimawandel, welcher deren Lebenszyklus, ihre Dynamik und
Aktivitat beeinflusst) (Traversa und Di Cesare 2010). Daneben wird die Entwicklung und das
Uberleben der Gastropoden und der Larven in den Zwischenwirten durch die Verfligbarkeit
von Wasser, Temperatur und Feuchtigkeit beeinflusst (Traversa et al. 2010, Traversa und Di
Cesare 2014, Elsheikha et al. 2016). Ebenfalls durch den Klimawandel bedingt, erleichtert sich
die Entwicklung der Larven in den Zwischenwirten- als Beispiel hier angeflihrt: Durch héhere
Durchschnittstemperaturen verschnellert sich die Entwicklung der Larven von A. abstrusus in
Schnecken wie Helix aspersa, eine Schneckenart welche eine der weitverbreitetsten
Schneckenarten ist (Di Cesare et al. 2015a). Exemplare von Helix aspersa werden auch fir
die Konsumierung gezlichtet, fur welche sie im Freien gehalten werden, was zum Kontakt mit
anderen Schnecken, Lungenwirmern und Katzen fliihren kann (Traversa und Di Cesare 2014).
Diese Schneckenart ermdglicht es A. abstrusus und T. brevior sogar den Winter in ihnen zu
Uberdauern (Giannelli et al. 2014b). Eine weitere Ursache fir die Verbreitung von Schnecken
war, dass sie versehentlich beim Transport von GemUlse und Pflanzen in andere Lander
eingefuihrt wurden (Traversa und Di Cesare 2014). Ein anderer Grund fir das erhdhte
Auftreten ist auch die erhdhte Aufmerksamkeit die diesen Parasiten inzwischen auch gilt,

wodurch haufiger solche Falle diagnostiziert werden (Traversa und Di Cesare 2014).

Durch die kleine Anzahl an Wildkatzen in Osterreich kann man theoretische Riickschliisse auf
das geringe Vorhandensein von T. brevior schlieen (Traversa und Di Cesare 2014, Slotta-

Bachmayr et al. 2017), dennoch kénnte es moglich sein, dass zumindest ein paar T. brevior
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molekularbiologisch entdeckt werden kénnten, da die Schnecken in der Umgebung des
Thayatals gesammelt wurden, in welchem Wildkatzen heimisch sind. Dies konnte durchaus
moglich sein, nimmt man als Beispiel Nord- und Suditalien her, in welchem T. brevior in den
Wildkatzen (Felis silvestris silvestris eine Infektionsrate von 71,4 % in gewissen Gebieten
darstellt (Traversa und Di Cesare 2014). Durch die Reduktion dieser Lebensraume wird
allerdings vermutet, dass es zu einer Ubertragung dieser Parasiten von Wildkatze auf
Hauskatze kommen kann, weil beide die gleichen Habitate besetzen werden (Traversa und Di
Cesare 2014): vielleicht war so etwas in der Art auch in Wien ein Grund fir das Auftreten von
T. brevior in einer Schnecke? Ubertragungen von T. brevior von Wild- auf Hauskatze wo beide
in den gleichen Gebieten anzutreffen waren sind bereits dokumentiert (Traversa und Di Cesare
2014).

Der Fall in Wien nach der Studie von Penagos-Tabares et al. 2019a ist nicht der Einzige, bei
dem Fragen beziglich der Herkunft der Parasiten gestellt werden. Auch in Zypern konnten
unlangst in Hauskatzen T. brevior Exemplare bei Hauskatzen nachgewiesen werden, obwohl
Wildkatzen auf der Insel nicht vorkommen, womit sich auch hier die Frage stellt, woher die
Parasiten kommen (Diakou et al. 2017). Eine Theorie besteht darin, dass es durch die
Einschleppung von Hauskatzen kommt und durch die Prasenz von flr T. brevior typischen
Zwischenwirten auf Zypern die Parasiten enzootisch werden konnten (Diakou et al 2017,
Gerichter 1949, Giannelli et al. 2014b, Cowie 1984, Lazaridou-Dimitriadou et al. 1994,
Vardinoyannis et al. 2012).

Bei einer Untersuchung auf Lungenwirmer in Schneckenpopulationen in Deutschland nach
Lange et al 2014 konnte bei 173 von 2701 (also 6,4%) der Schnecken Lungenwirmer entdeckt
werden (Lange et al. 2018). Am haufigsten wurde A. vasorum, gefolgt von C. vulpis und A.
abstrusus nachgewiesen (Lange et al. 2018). Die Wdirmer wurden jahreszeitlich
unterschiedlich aufgefunden, wobei A. abstrusus nur im Sommer und im Herbst vorkamen
(Lange et al. 2018). Die einzigen Schnecken, die sowohl in der Studie nach Lange et al als
auch in dieser vorkamen war Limax maximus mit insgesamt 25 Stilick bei Lange et al, wovon
aber keine positiv war. Am haufigsten wurden in dieser Studie Arion lusitanicus untersucht mit
insgesamt 1587 Stiick, davon waren aber nur 6 mit A. abstrusus infiziert, sonst mit 100 Stiick
A. vasorum und 60 Stick C. vulpis (Lange et al. 2018). Das hoéchste Vorkommen an
Schnecken zusammen mit den grofdten Exemplaren war im Herbst, bei dieser Studie hier
wurden samtliche Schnecken im Spatfrihling und im Sommer gesammelt, was auch
vergleichsweise andere Ergebnisse zur Folge haben koénnte, zusammen mit den

geographischen Begebenheiten.

Einen interessanten Vergleich hierzu bietet eine Untersuchung von Katzen in Deutschland aus

dem Jahr 2012, in welchen A. abstrusus nachgewiesen werden konnte. (Barutzki und Schaper
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2013). Hier wurden jedoch die meisten positiven Katzen im Janner, Februar, Marz und
Dezember diagnostiziert, am seltensten in den Monaten von Juni bis November. Der Grofteil
der infizierten Katzen war dartber hinaus aus dem Siden Deutschlands (Barutzki und Schaper
2013).

Eventuell kdnnte A. lusitanicus eine weitere mdgliche Gefahrenquelle fiir Osterreich darstellen,
bedenkt man, dass diese Art eine weit verbreitete Schneckenart ist und positive Falle mit
Lungenwirmern in dieser Schnecke auch schon in Polen nachgewiesen wurden (Jezewski et
al 2013, Traversa und Di Cesare 2014). Darlber hinaus ist A. lusitanicus eine weitverbreitete
Schneckenart, eine rasche Verbreitung in neuen geographischen Gebieten, in welchen sie
sich dann auch dauerhaft befindet, und es wurden bereits Exemplare in Polen und

Deutschland mit A. abstrusus entdeckt (Traversa und Di Cesare 2014, Lange et al. 2018).

Im Juli 2017 wurde in Rumanien der erste Fall von einer Infektion einer Wildkatze mit T. brevior
dokumentiert (Deak et al. 2017). Es ist daher leicht zu erkennen, dass es in vielen
Nachbarlandern Osterreichs beziehungsweise in Landern in n&aherer Umgebung von
Osterreich Katzen oder Schnecken mit Lungenwurmbefall gibt. Da auch in Osterreich
Wildkatzen leben und Gebiete wie Wien auch ein tourismusstarkes Bundesland ist und viele
Transporte von Wien weggehen oder nach Wien gelangen, ist es somit nicht weiter

verwunderlich, dass nun auch hier A. abstrusus und T. brevior in Schnecken erkannt wurden.

Ein weiteres betroffenes Nachbarland ist Ungarn: in einer Studie nach Kiszely et al. 2019
wurden 303 Katzen auf Lungenwirmer untersucht im Zeitraum von Herbst 2016 und Frihling
2018 und mehr als die Halfte der mit Lungenwirmern infizierten Tiere lebten im Westen
Ungarns (Kiszely et al. 2019). Von 2014 bis 2015 wurde eine Studie in Italien durchgefiihrt, in
welcher man Hauskatzen auf Larven untersucht hatte, dabei wurde eine Pravalenzrate von bis
zu 17% von A. abstrusus festgestellt, welche zehn Jahre zuvor als sporadisch in Italien und
Europa gegolten hatte (Eisheika et al. 2016). Somit kénnte man Schlisse darauf ziehen, wie
schnell sich die Lungenwlrmer ausbreiten, weshalb man auch die Untersuchung auf
Lungenwiirmer in Osterreich sowohl bei Schnecken als auch bei Hauskatzen in den néchsten

Jahren weiterfUhren sollte.

In Griechenland wurden 125 streunende Katzen in 4 verschiedenen Gebieten untersucht, in
Athen war dabei die Infektionsrate bei 17,4 %; auf Kreta bei 2,9 %, auf Mykonos bei 7% und
in Skopelos bei 8% (Elsheikha et al. 2016).

Eine Studie aus dem Jahr 2016 legt die Theorie nahe, dass Griechenland als ein starkes
Touristenland durch den Tourismus, welcher oft auch mit Tieren aus dem Ausland einhergeht
im Zusammenhang von mitgebrachten Haustieren durch Kontakt mit Streunerkatzen von

epidemiologischer Bedeutung sind (Symeonidou et al. 2018). Dasselbe Schema kann man
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auch fur den Fall in Wien in Anbetracht ziehen. In dieser Studie wurden ebenfalls Katzen auf
gastrointestinale Parasiten untersucht und der am viert haufigsten entdeckte Parasit war A.

abstrusus (Symeonidou et al. 2018).

Zuruck zu den Ergebnissen dieser Arbeit: eine positive molekularbiologische Untersuchung
ohne mikroskopischen Nachweis kann darauf zuriickzufihren sein, dass Spuren von Larven
in den Schnecken enthalten waren, welche durch das Immunsystem der Schnecken bereits
eliminiert wurden und somit auch keine Infektionsquelle mehr darstellen hatten kénnen (Lange
et al. 2017, Lange et al. 2018, Penagos-Tabares et al. 2018). Es konnte namlich bereits
nachgewiesen werden, dass Schnecken ein frih angeborenes Immunsystem gegen
Lungenwurmlarven besitzen (Lange et al. 2017). Hierbei spielen die Hdmozyten eine Rolle,
welche bei Kontakt mit Larven Aggregate, erhdhte zelluldre Aktivitdt und Chemotaxis
vorwiesen (Penagos-Tabares et al. 2018). Das kann allerdings auch bedeuten, dass unter den
Schnecken Exemplare waren, bei welchen zwar mikroskopisch nichts gefunden wurden, aber
eine molekularbiologische Untersuchung dennoch positiv ausfallen kénnte, da die Larven

bereits vom Immunsystem eliminiert wurden.

Bei einigen Exemplaren wurden dariuber hinaus auch nur wenige Lungenwurmlarven
gefunden. Hier besteht die Hypothese, dass es ebenfalls am Immunsystem der Gastropoden
liegt, welches bereits einen Teil der Lungenwurmlarven eliminiert haben kdnnte (Lange et al.
2018).

Des Weiteren besteht auch die Moglichkeit, dass ein hdheres Schneckengewicht und somit
ein héheres Schneckenalter die Chance auf eine Infektion erhéht und somit auch mehr Larven
in den Schnecken zu finden sind (Lange et al. 2018). Dies kénnte auch mit den hier
untersuchten Schnecken Ubereinstimmen, bedenkt man, dass gerade in den Schnecken der
Art Helix pomatia, welche bis zu 30 g wogen am meisten Larven entdeckt werden konnten und
bei kleineren Exemplaren oder Arten oder beidem weniger bis gar keine Larven. Als Beispiel
dienen hierfur die infizierten Exemplare von Helix pomatia, welche hochgradig infiziert waren
mit bis zu 20 Wirmern pro Tier, wobei man bei den positiven Garten-Banderschnecken

maximal 2-5 Wirmer finden konnte

Wie bereits oben erwahnt, konnten Lungenwirmer an jenen Orten wiederholt identifiziert
werden, wo sie bereits zuvor einmal entdeckt wurden (Giannelli et al. 2017). Tauchen die
Lungenwiurmer in neuen Gebieten auf kann man das als ein neues Auffinden beachten
(Kiszely et al. 2019).

Die Schnecken in dieser Studie wurden in Ortsgebieten nahe dem Thayatal gesammelt: die
Entdeckung von A. abstrusus, C. vulpis und A. vasorum ware daher nicht verwunderlich, da

bei der Durchquerung der Ortsgebiete auch hier Hauskatzen und -hunde gesehen werden
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konnten. Da sich das Thayatal gut zum Wandern eignet, ware es auch nicht verwunderlich,
dass Wanderer zusammen mit ihren Hunden in dem Gebiet unterwegs waren. Sollte der
morphologische Verdacht, dass sich unter den gefundenen Lungenwurmlarven von A.
vasorum und C. vulpis befinden, ware es mdglich, dass ein Hund oder ein wildlebender
Canide, welcher im Thayatal Kot abgesetzt hat, Schnecken infiziert hat. Fir das eventuelle
Auftreten von A. abstrusus in den Schnecken konnte ebenfalls eine umherstreifende

Hauskatze verantwortlich sein.

Die Uberwinterung von Schnecken kénnte sich durch das Ansteigen der Temperaturen
verkirzen und deren Aktivitat verlangern, wodurch die Infektionsrate in Katzen mit Freizugang
erhoht werden kdnnte (Traversa und Di Cesare 2014). Es ist daher nicht auszuschlief3en, dass
dies auch zu einer Verbreitung der Lungenwirmer fihren kénnte und theoretisch ware es
daher mdéglich zuklnftig hdhere Infektionsraten in Schnecken in infizierten Gebieten wie im

Prater Park zu finden.

Der eingeschrankte Lebensraum fur Wildkatzen und der damit verbundene Rlckgang der
Wildkatzen in Osterreich kann fir das Fehlen von O. rostratus in den Schnecken oder aber ein
minderes Auftreten von ihnen wie in Ungarn (Bir6 et al. 2009, Kiszely et al. 2019)

verantwortlich gemacht werden.

In Osterreich missen bei respiratorischnen Symptomen von Katzen oder Hunden stets
Lungenwirmer als Differentialdiagnose mit in Betracht gezogen werden (Penagos-Tabares et
al. 2019a).

Zum Abschluss lasst sich sagen, dass die vorlaufigen Ergebnisse der Untersuchungen von
Schnecken aus dem Thayatal ergeben haben, dass sie zu einem geringen Anteil mit
Lungenwurmlarven der Katzen infiziert sind (jedoch mit einem einem héheren Anteil mit
Crenosoma vulpis und striatum) und somit eine Infektionsquelle fir Katzen darstellen
kénnen. Des Weiteren wurden Larven von A. vasorum in den Schnecken gefunden, weshalb
man auch bei Wanderungen durchs Thayatal oder in den Ortsgebieten nahe dem Thayatal
auf seine Hunde Acht geben sollte. Die genauen Ursachen fir das Vorhandensein von
Lungenwurmern in Schnecken sind unklar. Flachendeckende Untersuchungen von
Schnecken auf Lungenwirmer in ganz Osterreich wéaren wiinschenswert, um die

Befallsraten der einzelnen Regionen zu evaluieren und endemische Gebiete festzulegen.
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6 Zusammenfassung

Infektionen von Katzen und Hunden mit Lungenwirmern gewinnen in der Veterinarmedizin
an Bedeutung. Durch Klimawandel, Reduktion der Lebensraume von Wildtieren und
internationale Transporte breiten sich diese Parasiten aus und auch die Rolle von invasiven

Schnecken als Zwischenwirte gilt als bedeutend.

Im Rahmen dieser Studie, die sich mit dem Nachweis von Lungenwirmern von Katzen,
Hunden und Igeln in Schnecken befasste, wurden 160 Schnecken in Gebieten nahe dem
Thayatal und in Wien gesammelt. Im Anschlul® wurden diese zum Institut fir Parasitologie von
der Veterinarmedizinischen Universitat Wien gebracht und die Nematodenlarven mit Hilfe
morphologischer Schllissel differenziert. Der Grofteil der Lungenwirmer morphologisch
Crenosoma spp. Eine Differenzierung der Larven zwischen C. striatum oder C. vulpis ist
schwierig, da deren Larven morphologisch schwer zu unterscheiden sind. Bei einem
kleinereren Teil der nachgewiesenen Lungenwurmer handelt es sich vermutlich um
Angiostrongylus vasorum (welcher fur den Hund geféhrlich sein kann) und um

Aelurostrongylus abstrusus, welcher Katzen infiziert.

In der vorliegenden Arbeit war die Infektionsrate der gesammelten Schnecken mit
Lungenwurmlarven auferordentlich hoch (115 aus 160), weshalb bei Hunden und Katzen mit
respiratorischen Symptomen differentialdiagnostisch an einen Lungenwurmbefall gedacht

werden sollte.
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7 Summary

Infections of cats and dogs with lungworms gain in significance in veterinary medicine.
Because of climate change, reduction of wildlife habitats and international trade and transport
these parasites spread visibly and the role of invasive snails as intermediate hosts is also

considered as considerable.

Within this study, which concerned onself with the evidence of lungworms of cats, dogs and
hedgehogs in snails, 160 snails have been collected in areas close to the Thayatal and Vienna.
Afterwards these have been taken to the institute of parasitology at the Vetmeduni Vienna.
The major part of the lungworms, which have been found, matched with Crenosoma spp. A
differentiation of the larvaes between C. striatum or C. vulpis is difficult, because the larvaes
are hard to differ. A minor part of the detected lungworms are probably Angiostrongylus

vasorum (which are dangerous for dogs) and Aelurostrongylus abstrusus, which infects cats.

In the present study the infection rate of larvaes from lungworms of the collected snails was
extraordinarily high (115 from 160), because of this infestation of lungworms should be

considered as a differential diagnosis at dogs and cats with respiratory symptoms.
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10.2. Abbildungen und Tabellen

Supplementartab. 1: Geodaten und Angabe Besammler und Stlickzahl Schnecken

Kennzeichnung | Breitengrad | Langengrad | Funddatum | Fundortbeschreibung und Wetter Grad in | Finder Stlickzanhl
Schnecke Celsius
B1-B15; B49- 48,8285 15,877 29.05.2019 | Garten von Einwohner Merkersdorf 12 Dr. Helmut 45
B78 Sattmann und
Wetter: Bewdlkt und Regen (0,72mm/h Thomas
Niederschlag) Brauchart
B16-B21 48,8485 15,7774 29.05.2019 | Grunstreifen an Straf3e vor Ortsende 12 Dr. Helmut 6
Riegersburg Sattmann und
Thomas
Wetter: Regen (0,22mm/h Brauchart
Niederschlag)
B22-B36 48,8285 15,877 29.05.2019 | Garten von Einwohner Merkersdorf 12 Dr. Helmut 15
Sattmann und
Wetter: Bewdlkt und Regen (0,72mm/h Thomas
Niederschlag) Brauchart
B37-B48 48,8496 15,7765 28.05.2019 | Grinstreifen an Stral3e vor Ortsende 13 Dr. Helmut 12
Riegersburg Sattmann und
Thomas
Brauchart
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Wetter: Bewdlkt und Regen (0,44mm/h
Niederschlag)

B79-95 48,2614 16,4154 16.07.2019 | Garten von Einwohner 17 Thomas 17
Leopoldauerstralie Brauchart
Wetter: Bewolkt

B96-B150 48,8651 15,8037 12.07.2019 | Grinstreifen mit Buschwerk entlang 15 Thomas 55
Stralle Brauchart
Felling
Wetter: Bewdlkt und Regen (0,29mm/h
Niederschlag)

B151-160 48,865 15,8003 12.07.2019 | Grinstreifen entlang Gartenzaun 15 Thomas 10
Felling Brauchart

Wetter: Bewdlkt und Regen (0,29mm/h
Niederschlag)
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Supplementartab. 2: Datenblatt Schnecken

Kennzeichnu | Art Gewic | Bearbeitungsdat | Bearbeit | Fundort eingefror | Verdauungslésu | Positiv/INega | vermutete Art
ng Schnecke hting |um er en ng in ml tiv nach
gelagert Morphologie

B1 Arion 3 07.06.2019 TB Merkersdorf ja 2x25 neg keine Larve
vulgaris 29.5. 2019

B2 Arion 1,6 07.06.2019 B Merkersdorf ja 25 fraglich keine Larve
vulgaris 29.5. 2019 positiv

B3 Arion 5,1 07.06.2019 TB Merkersdorf ja 2x30 fraglich keine Larve
vulgaris 29.5. 2019 positiv

B4 Arion 11 07.06.2019 TB Merkersdorf ja 4x30 fraglich keine Larve
vulgaris 29.5. 2019 positiv

B5 Arion 2,4 07.06.2019 TB Merkersdorf ja 30 pos Crenosoma
vulgaris 29.5. 2019 spp.

B6 Arion 1,7 07.06.2019 TB Merkersdorf ja 25 neg keine Larve
vulgaris 29.5. 2019

B7 Arion 1,2 07.06.2019 TB Merkersdorf ja 2x25 pos Crenosoma
vulgaris 29.5. 2019 spp.

B8 Arion 2,6 07.06.2019 B Merkersdorf ja 25 pos Crenosoma
vulgaris 29.5. 2019 spp.

B9 Arion 1,3 07.06.2019 TB Merkersdorf ja 25 neg keine Larve
vulgaris 29.5. 2019

B10 Arion 1,7 07.06.2019 B Merkersdorf ja 25 pos Crenosoma
vulgaris 29.5. 2019 spp.

B11 Arion 0,8 07.06.2019 TB Merkersdorf ja 20 fraglich keine Larve
vulgaris 29.5. 2019 positiv

B12 Arion 2,8 07.06.2019 B Merkersdorf ja 2x25 fraglich keine Larve
vulgaris 29.5. 2019 positiv

B13 Arion 2,3 07.06.2019 TB Merkersdorf ja 30 pos Crenosoma
vulgaris 29.5. 2019 spp.

B14 Arion 21 07.06.2019 B Merkersdorf ja 30 pos Crenosoma
vulgaris 29.5. 2019 spp.
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B15 Helix 12,5 07.06.2019 B Merkersdorf ja 5x30 fraglich keine Larve
pomatia 29.5. 2019 positiv

B16 Helix 10,6 07.06.2019 TB Riegersburg ja 2x50 neg keine Larve
pomatia 29.5.2019

B17 Helix 10,2 24.06.2019 B Riegersburg ja 2x50 fraglich keine Larve
pomatia 29.5.2019 positiv

B18 Helix 15,2 24.06.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B19 Helix 9,2 24.06.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B20 Helix 7,7 24.06.2019 TB Riegersburg ja 2x30 fraglich keine Larve
pomatia 29.5.2019 positiv

B21 Helix 10,2 24.06.2019 TB Riegersburg ja 2x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B22 Helix 25,6 24.06.2019 TB Merkersdorf ja 2x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5. 2019 spp.

B23 Helix 26 24.06.2019 B Merkersdorf ja 4x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5. 2019 spp.

B24 Helix 19,1 26.06.2019 TB Merkersdorf ja 4x30 pos Aelurostrongyl!
pomatia 29.5. 2019 us abstrusus

B25 Helix 22,9 26.06.2019 B Merkersdorf ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5. 2019 spp.

B26 Helix 23,2 26.06.2019 TB Merkersdorf ja 4x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5. 2019 spp.

B27 Helix 22,3 26.06.2019 B Merkersdorf ja 4x30 neg keine Larve
pomatia 29.5. 2019

B28 Helix 26,8 26.06.2019 TB Merkersdorf ja 4x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5. 2019 spp.

B29 Helix 24,2 26.06.2019 B Merkersdorf ja 4x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5. 2019 spp.

B30 Helix 20,1 26.06.2019 TB Merkersdorf ja 4x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5. 2019 spp.

B31 Helix 22 28.06.2019 B Merkersdorf ja 4x30 neg keine Larve
pomatia 29.5. 2019

65




B32 Helix 19 28.06.2019 TB Merkersdorf ja 3x30 neg keine Larve
pomatia 29.5. 2019

B33 Helix 32 28.06.2019 TB Merkersdorf ja 4x30 pos Angiostrongyl
pomatia 29.5. 2019 us vasorum

B34 Helix 26,7 28.06.2019 B Merkersdorf ja 4x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5. 2019 spp.

B35 Helix 29 28.06.2019 TB Merkersdorf ja 4x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5. 2019 spp.

B36 Helix 30,3 28.06.2019 B Merkersdorf ja 4x30 neg keine Larve
pomatia 29.5. 2019

B37 Arion 5,1 30.06.2019 TB Riegersburg ja 2x30 pos Crenosoma
vulgaris 28.5.2019 spp.

B38 Helix 18,3 30.06.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 28.5.2019 spp.

B39 Helix 18,1 30.06.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 28.5.2019 spp.

B40 Helix 18,8 30.06.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 28.5.2019 spp.

B41 Helix 15,6 30.06.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 28.5.2019 spp.

B42 Helix 13,4 10.07.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 28.5.2019 spp.

B43 Helix 16,9 10.07.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 28.5.2019 spp.

B44 Helix 14,6 10.07.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 28.5.2019 spp.

B45 Helix 16,4 10.07.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 28.5.2019 spp.

B46 Helix 14,9 10.07.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 28.5.2019 spp.

B47 Helix 23 10.07.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 28.5.2019 spp.

B48 Arion 1,7 10.07.2019 TB Riegersburg ja 25 pos Crenosoma
vulgaris 28.5.2019 spp.
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B49 Arion 0,9 12.08.2019 B Riegersburg ja 20 neg keine Larve
vulgaris 29.5.2019

B50 Arion 2,8 12.08.2019 TB Riegersburg ja 30 pos Crenosoma
vulgaris 29.5.2019 spp.

B51 Arion 1,9 12.08.2019 TB Riegersburg ja 20 pos Crenosoma
vulgaris 29.5.2019 spp.

B52 Helix 14,4 12.08.2019 TB Riegersburg ja 3x30 neg keine Larve
pomatia 29.5.2019

B53 Helix 16 12.08.2019 B Riegersburg ja 3x30 neg keine Larve
pomatia 29.5.2019

B54 Helix 22 12.08.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B55 Helix 11,9 12.08.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B56 Helix 12,6 12.08.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B57 Helix 13,1 15.08.2019 B Riegersburg ja 3x30 pos Angiostrongyl!
pomatia 29.5.2019 us vasorum

B58 Helix 14,3 15.08.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B59 Helix 16,5 15.08.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B60 Helix 13,5 15.08.2019 TB Riegersburg ja 3x30 neg keine Larve
pomatia 29.5.2019

B61 Helix 13,2 15.08.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B62 Helix 9,6 15.08.2019 TB Riegersburg ja 3x30 fraglich Crenosoma
pomatia 29.5.2019 positiv spp.

B63 Helix 14 15.08.2019 B Riegersburg ja 3x30 neg keine Larve
pomatia 29.5.2019

B64 Helix 9,2 15.08.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B65 Helix 11,9 15.08.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.
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B66 Helix 15,4 15.08.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B67 Helix 14,3 16.08.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B68 Helix 16 16.08.2019 B Riegersburg ja 5x30 neg keine Larve
pomatia 29.5.2019

B69 Helix 16 16.08.2019 TB Riegersburg ja 2x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B70 Helix 14 16.08.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B71 Helix 15,6 16.08.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Aelurostrongyl!
pomatia 29.5.2019 us abstrusus

B72 Helix 11,7 16.08.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B73 Helix 26,1 16.08.2019 TB Riegersburg ja 4x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B74 Helix 14,1 16.08.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B75 Helix 21,9 16.08.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B76 Helix 23,3 16.08.2019 TB Riegersburg ja 4x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B77 Helix 11,9 16.08.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B78 Helix 10,22 | 16.08.2019 TB Riegersburg ja 3x30 pos Crenosoma
pomatia 29.5.2019 spp.

B79 Arion 54 19.08.2109 TB Leopoldauerstra | ja 2x25 neg keine Larve
vulgaris Re 16.07.2019

B80 Arion 4,3 19.08.2109 B Leopoldauerstra | ja 2x25 pos Crenosoma
vulgaris Re 16.07.2019 spp.

B81 Arion 9,6 19.08.2109 TB Leopoldauerstra | ja 3x30 pos Crenosoma
vulgaris Re 16.07.2019 spp.

B82 Arion 7,6 19.08.2109 TB Leopoldauerstra | ja 2x30 neg keine Larve
vulgaris Re 16.07.2019
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B83 Arion 9,2 19.08.2109 B Leopoldauerstra | ja 3x30 pos Angiostrongyl!
vulgaris ke 16.07.2019 us vasorum
B84 Arion 4,1 19.08.2109 TB Leopoldauerstra | ja 2x25 pos Crenosoma
vulgaris Re 16.07.2019 spp.
B85 Arion 5,4 19.08.2109 B Leopoldauerstra | ja 2x25 pos Crenosoma
vulgaris ke 16.07.2019 spp.
B86 Arion 54 19.08.2109 TB Leopoldauerstra | ja 2x25 pos Crenosoma
vulgaris Re 16.07.2019 spp.
B87 Limax 3,4 23.08.2019 TB Leopoldauerstra | ja 30 neg keine Larve
maximus Re 16.07.2019
B88 Limax 4,3 23.08.2019 TB Leopoldauerstra | ja 2x25 pos Crenosoma
maximus Re 16.07.2019 spp.
B89 Limax 2,9 23.08.2019 B Leopoldauerstra | ja 30 pos Crenosoma
maximus Re 16.07.2019 spp.
B90 Limax 2,9 23.08.2019 TB Leopoldauerstra | ja 30 pos Crenosoma
maximus Re 16.07.2019 spp.
B91 Limax 6 23.08.2019 B Leopoldauerstra | ja 2x30 pos Crenosoma
maximus ke 16.07.2019 spp.
B92 Limax 5,8 23.08.2019 TB Leopoldauerstra | ja 2x30 neg keine Larve
maximus Re 16.07.2019
B93 Limax 3,6 23.08.2019 B Leopoldauerstra | ja 30 neg keine Larve
maximus Re 16.07.2019
B94 Limax 2,2 23.08.2019 TB Leopoldauerstra | ja 30 pos Crenosoma
maximus Re 16.07.2019 spp.
B95 Limax 2,7 23.08.2019 B Leopoldauerstra | ja 30 pos Crenosoma
maximus Re 16.07.2019 spp.
B96 Cepaea 1,6 25.08.2019 TB Felling ja 25 pos Angiostrongyl
hortensis 12.07.2019 us vasorum
(FE2)
B97 Cepaea 1,4 25.08.2019 TB Felling ja 25 neg keine Larve
hortensis 12.07.2019
(FE2)
B98 Cepaea 1,3 25.08.2019 B Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
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B99 Cepaea 1,3 25.08.2019 B Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B100 Cepaea 1,7 25.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B101 Cepaea 1,3 25.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B102 Cepaea 1,3 25.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B103 Cepaea 1,5 25.08.2019 TB Felling ja 25 pos Aelurostrongyl
hortensis 12.07.2019 us abstrusus
(FE2)
B104 Cepaea 1,4 25.08.2019 TB Felling ja 25 pos Aelurostrongyl
hortensis 12.07.2019 us abstrusus
(FE2)
B105 Cepaea 0,8 25.08.2019 B Felling ja 20 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B106 Cepaea 1,2 25.08.2019 TB Felling ja 20 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B107 Cepaea 1,7 25.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B108 Cepaea 1,4 25.08.2019 B Felling ja 25 neg keine Larve
hortensis 12.07.2019
(FE2)
B109 Cepaea 1,4 25.08.2019 B Felling ja 25 neg keine Larve
hortensis 12.07.2019
(FE2)
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B110 Cepaea 1 25.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B111 Cepaea 1,5 25.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B112 Cepaea 1,3 25.08.2019 TB Felling ja 25 pos Angiostrongyl
hortensis 12.07.2019 us vasorum
(FE2)
B113 Cepaea 1,6 25.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B114 Cepaea 1,5 28.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B115 Cepaea 1,2 28.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B116 Cepaea 1,4 28.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B117 Cepaea 1,7 28.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B118 Cepaea 1,2 28.08.2019 TB Felling ja 25 fraglich Crenosoma
hortensis 12.07.2019 positiv spp.
(FE2)
B119 Cepaea 1,2 28.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B120 Cepaea 1,7 28.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
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B121 Cepaea 1,9 28.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B122 Cepaea 1,4 28.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B123 Cepaea 0,9 28.08.2019 TB Felling ja 20 neg keine Larve
hortensis 12.07.2019
(FE2)
B124 Cepaea 1,3 28.08.2019 TB Felling ja 25 neg keine Larve
hortensis 12.07.2019
(FE2)
B125 Cepaea 1,2 29.08.2019 TB Felling ja 25 neg keine Larve
hortensis 12.07.2019
(FE2)
B126 Cepaea 1,4 29.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B127 Cepaea 1,3 29.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B128 Cepaea 1,7 29.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B129 Cepaea 1,4 29.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B130 Cepaea 1,1 29.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B131 Cepaea 1,6 29.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)

72




B132 Cepaea 1,1 29.08.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B133 Cepaea 1,4 01.09.2019 B Felling ja 25 neg keine Larve
hortensis 12.07.2019
(FE2)
B134 Cepaea 1,6 01.09.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B135 Cepaea 1,7 01.09.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B136 Cepaea 2,1 01.09.2019 TB Felling ja 30 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B137 Cepaea 0,7 01.09.2019 TB Felling ja 25 neg keine Larve
hortensis 12.07.2019
(FE2)
B138 Cepaea 1,4 01.09.2019 B Felling ja 25 neg keine Larve
hortensis 12.07.2019
(FE2)
B139 Cepaea 1,6 01.09.2019 TB Felling ja 25 neg keine Larve
hortensis 12.07.2019
(FE2)
B140 Cepaea 0,95 01.09.2019 TB Felling ja 20 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B141 Cepaea 1,6 01.09.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B142 Cepaea 1,3 01.09.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
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B143 Cepaea 1,4 01.09.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B144 Cepaea 1,5 01.09.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B145 Cepaea 1,3 01.09.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B146 Cepaea 0,7 01.09.2019 TB Felling ja 20 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B147 Cepaea 1,4 01.09.2019 B Felling ja 25 pos Angiostrongyl!
hortensis 12.07.2019 us vasorum
(FE2)
B148 Cepaea 1,2 01.09.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B149 Cepaea 1 01.09.2019 TB Felling ja 25 neg keine Larve
hortensis 12.07.2019
(FE2)
B150 Cepaea 1,5 01.09.2019 TB Felling ja 25 pos Crenosoma
hortensis 12.07.2019 spp.
(FE2)
B151 Arianta 2,1 25.09.2019 TB Felling ja 30 pos Crenosoma
arbustoru 12.07.2019 spp.
m (FE3)
B152 Arianta 21 25.09.2019 B Felling ja 30 neg keine Larve
arbustoru 12.07.2019
m (FE3)
B153 Arianta 1,8 25.09.2019 B Felling ja 25 neg keine Larve
arbustoru 12.07.2019
m (FE3)
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B154 Arianta 21 25.09.2019 B Felling ja 30 neg keine Larve
arbustoru 12.07.2019
m (FE3)

B155 Arianta 2,3 25.09.2019 TB Felling ja 30 pos Crenosoma
arbustoru 12.07.2019 spp.
m (FE3)

B156 Arianta 1,8 25.09.2019 TB Felling ja 25 neg keine Larve
arbustoru 12.07.2019
m (FE3)

B157 Arianta 2,1 25.09.2019 TB Felling ja 30 neg keine Larve
arbustoru 12.07.2019
m (FE3)

B158 Arianta 2,2 25.09.2019 TB Felling ja 30 pos Crenosoma
arbustoru 12.07.2019 spp.
m (FE3)

B159 Arianta 21 25.09.2019 B Felling ja 30 neg keine Larve
arbustoru 12.07.2019
m (FE3)

B160 Arianta 1,8 25.09.2019 B Felling ja 25 neg keine Larve
arbustoru 12.07.2019
m (FE3)
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