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Zusammenfassung

Toxoplasmose ist eine weltweit auftretende Zoonose,
die durch den obligat intrazelluliren Parasiten Zoxo-
plasma gondii (T. gondii) verursacht wird. Als Zwischen-
wirte dienen alle warmbliitigen Spezies inklusive des
Menschen. Endwirte sind ausschliesslich Katzen. Nutz-
gefliigel kann sich durch mit Oozysten kontaminiertes
Futter, direkt mit Oozysten vom Boden sowie durch
Bepicken z.B. infizierter Schadnager infizieren. Das
Infektionsrisiko wird durch eine Haltung von Gefliigel
im Freiland bzw. in Auslaufhaltung verstiarkt und steigt
mit der Haltungsdauer an. Da Lebensmittel aus Gefli-
gel in artgerechter Haltung zunehmend populir sind,
ist Gefliigelfleisch als potenzielle Infektionsquelle fiir
den Menschen anzusehen. In dieser kurzen Literatu-
rubersicht wird eine Einschitzung der aktuellen Infek-
tionslage im Nutzgefliigel und eine Bewertung der
moglichen Relevanz der Toxoplasmose des Nutzgefli-
gels fur den Menschen als Verbraucher von Gefla-
gelfleisch und Gefluigelfleischprodukten versucht.
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Update on toxoplasmosis in poultry
farming

Toxoplasmosis is a worldwide occurring zoonosis caused
by the obligate intracellular parasite Toxoplasma gondii
(T. gondii). All warm-blooded species, including hu-
mans, serve as intermediate hosts. Definitive hosts are
exclusively cats. Farm poultry can become infected with
oocysts from contaminated feed or directly from the
ground, or by pecking of e.g. infected rodents. Outdoor
or free-range housing of poultry increases the risk of
infection with length of time. Poulty meat must be seen
as a potential source of infection for humans with the
increasing popularity of humane animal husbandry
practices in poultry farming. This short literature review
attempts to assess the current epidemiological situation
in farmed poultry and to assess the possible relevance
of toxoplasmosis of poultry meat and poultry meat prod-
ucts for human consumption.
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Ubertragungswege und Entwicklungs-
zyklus von Toxoplasma gondii

Toxoplasmose ist eine weltweite Zoonose, die durch den
obligat intrazelluldren Parasiten Toxoplasma gondii (T.
gondii) verursacht wird.838 Der Lebenszyklus des Parasiten
ist fakultativ heteroxen. Katzen sind die einzigen relevan-
ten Endwirte. In ihnen ist der Parasit in der Lage, sich im
Darm sexuell zu vermehren, was zur Produktion von
Oozysten fihrt, die tiber den Kot in die Umwelt ausge-
schieden werden.!41541 Katzen infizieren sich tiber den
Verzehr von Toxoplasma-haltigem Gewebe eines Zwi-
schenwirtes, wobei Nager die wichtigsten natiirlichen
Zwischenwirte darstellen. Wie viele andere warmbliitige
Spezies, konnen auch Vogel mit T. gondii iber Oozysten
aus dem Katzenkot oder durch den Verzehr befallener
Zwischenwirte infiziert werden (Abb. 1).12.14.58 Die Pripa-
tenzzeit bei der Katze nach Aufnahme von zystenhalti-
gem Hithnergewebe betrigt 7 Tage.2° Neben der hoheren
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Anzahl an Nagern als potenzielle Zwischenwirte stellen
die wirmeren Temperaturen im Sommer, bei hinreichend
feuchter Umgebung, eine effektivere Sporulation zur In-
fektionsreife sicher, so dass der Infektionsdruck anhal-
tend hoch sein kann. Dies ist ein wichtiger Faktor, der zu
einer hoheren Seroprivalenz in Gefliigelbestinden in der
wirmeren Jahreszeit beitragen kann.

In Vogeln folgt auf die Infektion, wie bei allen Zwischen-
wirten, eine ungeschlechtliche Vermehrung des Parasiten
durch intrazellulire Endodyogenie in der Darmwand.
Anschliessend verbreiten sich die dabei entstandenen
Tachyzoiten Giber den lympho-himatogenen Weg in nahe-
zu alle Organe und Gewebe. Dort dringen sie in Wirtszel-
len ein und vermehren sich innerhalb einer parasitophoren
Vakuole erneut in rasch aufeinander folgenden Endodyo-
genien, die schliesslich zum Untergang der Wirtszellen
fithren. Als infektiose Dosen wurden bei experimentellen
Infektionen in Hithnern 103 Oozysten ermittelt, was je-
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Update zur Toxoplasmose ~ doch bei Verwendung verschiedener Stimme variieren
im Nutzgefligel  kann 28,57 In Bezug auf die Aufnahme von Gewebezysten
B. Beck, M. Berberich,  Wurden 12 Gewebezysten als infektids belegt.
A. Daugschies

Mit Aktivierung des Immunsystems bildet der Parasit als

Ausdruck einer Inmunevasion intrazellulire Gewebezys-

ten (Abb. 2). In diesen Zysten vermehrt sich 7. gondii

erneut durch nun aber wesentlich langsamer ablaufende

Endodyogenien und Bildung von wenig aktiven Brady-

zoiten. Bei Hithnern wurde bei einer Infektion mit Oo-

zysten festgestellt, dass die Tiere nach acht bis zehn Tagen

Zysten gebildet haben und diese wiederum bei Verfiitte-

Perorale kontaminative Infektion durch Aufnahme
Infektion mit Qozysten extraintestinaler Stadien (Gewebezysten)

Abbildung 1: Schema der Ubertragungswege von Toxoplasma gondii iiber das Gefligel.

Abbildung 2: Immunhistochemische Darstellung einer Toxoplasma gondii Gewebezyste
im Telencephalon eines Mastbroilers (Blau: DAPI (Zellkerne); Rot: Neurofilament (Axone);
Griin: DBA (Zystenwand); Massstab: 10um) (siehe 7 fir genaue Vorgehensweise)
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rung des Fleisches an Katzen bei diesen zu einer Ausschei-
dung von Oozysten fithrten.5! Die Zysten kénnen sehr
lange im Gewebe persistieren, ohne ihre Wirtszelle zu
zerstoren oder eine wesentliche Abwehrreaktion zu pro-
vozieren.!2%.58 Ist das Immunsystem funktional gestort,
kann die Zystenbildung ausbleiben oder schon vorhan-
dene Zysten konnen reaktiviert werden und es kommt zu
einer generalisierten Toxoplasmose mit anhaltender
Tachyzoitenvermehrung, die fiir das betroffene Individu-
um schlimmstenfalls todlich enden kann. Solche Verldu-
fe treten gelegentlich bei immundefizienten Menschen
auf (siche unten: Humane Toxoplasmose).

Klinische Toxoplasmose im Nutzgefliigel

Fur den Halter und auch den Tierarzt ist es oftmals nicht
moglich, eine Belastung mit Toxoplasmen in einer Gefli-
gelhaltung zu erkennen. Gefliigel gilt allgemein als resistent
gegeniiber klinischer Toxoplasmose, obwohl es fiir die In-
fektion an sich durchaus empfinglich ist. Bei Laufvogeln ist
keine klinische Toxoplasmose bekannt. Es gibt weltweit sehr
wenige Berichte tiber Fille klinischer Toxoplasmose bei
Hihnern.!3 Bei Puten (Meleagris gallopavo) wurde seit 2009
kein einziger Fall dokumentiert,!” bei Hithnern wurde nach
Jahrzehnten ohne einen dokumentierten Fall im Jahr 2019
klinische Toxoplasmose auf einer Gefliigelfarm in Stidbra-
silien festgestellt.”? Auf der Farm wurden 47 Haushithner
(Gallus gallus domesticus) und 29 Perlhithner (Numida meleag-
ris) gehalten. Dreizehn Hithner und 9 Perlhithner waren
klinisch auffillig und 15 Tiere verstarben. Die Tiere zeigten
fiir einen Zeitraum von 24-72 h unspezifische Krankheits-
symptome wie Apathie, Erschopfung, Absonderung von der
Gruppe, Durchfall und sporadisch neurologische Sympto-
me wie Ataxie. Eine Infektion mit 7 gondii wurde durch
pathologische Untersuchungen, Immunhistologie, PCR,
Bioassay und Serodiagnostik bestitigt. In der Sektion konn-
ten mikroskopisch Nekroseherde und Infiltrationen mit
Entziindungszellen (Makrophagen, Lymphozyten und
Plasmazellen) im Herzen, im Gehirn, in den Luftsicken, im
Diinndarm sowie in Leber, Lunge und Milz nachgewiesen
werden. In einigen dieser Lisionen wurden auch Gewebe-
zysten und/oder Tachyzoiten gefunden.® Als Ausloser des
Ausbruchs wurde ein neuartiger Toxoplasma-Genotyp
(ToxoDB PCR-RFLP #280) identifiziert.

Selbst Hithner, die experimentell mit sehr hohen Dosen
an Oozysten oder Tachyzoiten infiziert werden, zeigen
in der Regel keine klinische Reaktion.27.28.33.34.56 n einer
experimentellen Studie mit zwei verschiedenen Legehy-
briden wurde festgestellt, dass Weissleger (in dieser Stu-
die WLA von Lohmann Tierzucht GmbH und R11;
beides Linien die aus White Leghorn-Zuchten hervor-
gegangen sind) empfindlicher auf eine intraperitoneale
Infektion reagieren und eine hohere Sterblichkeit auf-
weisen als die braunlegenden Zuchtlinien (Rhode Island
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Red hochleistungs-BLA von Lohmann Tierzucht GmbH
und New Hampshire Linie L68). Eine hohe Mortalitit
(50% bei WLA und 54,5% bei R11) trat allerdings nur
bei Infektion mit einem der getesteten Toxoplasma-Stim-
me (rekombinanter Typ IIxIII Klon K119/2 2C10) auf.
Die anderen ebenfalls rekombinanten Typ IIxIII Klone
B136/1 B6H6 und K119/2 A7 induzierten keine erhoh-
te Mortalitit der Legehennen. In den Tieren der weiss-
legenden Hybriden wurde in deutlich mehr Gehirn-
bzw. Lungengewebeproben 7. gondii-DNA nachgewiesen
als bei den ,Braunlegern®. Auffillig war, dass bei den
Braunlegern hohere IgY-Antikorperspiegel nachgewie-
sen wurden als bei den weisslegenden Hennen.55 Es
scheint also einen Zusammenhang zwischen der Zucht-
linie der Hithner und der Verlaufsform der Toxoplasmo-
se in Abhingigkeit des Immunstatus zu geben. Dieses
Phinomen wurde bereits bei anderen Parasitosen des
Huhnes wie z.B. Blindarmkokzidiose verursacht durch
Eimeria tenella oder Infektionen mit Heterakis gallinarum
beobachtet.10.26

Auch experimentell infizierte Puten zeigen keine klini-
schen Symptome, unabhingig von der applizierten Para-
sitendosis.**462 Studien zur Immunreaktion von Puten
oder einer moglichen genetischen Disposition im Kon-
text mit der Ausprigung einer Toxoplasmose konnten in
der verfiigbaren Literatur nicht recherchiert werden.

Gewebezysten im Geflugel

Wird Gefliigel mit 7 gondii infiziert, kommt es zu einer
Bildung von Gewebezysten, die ein Zoonoserisiko darstel-
len, ohne die Gesundheit der Vogel erkennbar zu beein-
trichtigen. Pridilektionsstellen fiir Gewebezysten sind
neuronales und muskuldres Gewebe.!458 Es zeigte sich, dass
in natiirlich und experimentell infizierten Hithnern neben
dem Gehirn das Herz besonders hiufig mit Toxoplas-
ma-Zysten befallen ist. Herz und Gehirn hatten bei den
experimentell infizierten Tieren einen mindestens hundert-
bis tausendfach hoheren Toxoplasma-DNA-Gehalt als die
Muskulatur von Brust, Oberschenkel und Unterschen-
kel.#557 Auch andere Studien haben Herz und Gehirn als
die Organe genannt, in denen Toxoplasmen am hiufigsten
detektiert wurden..13:16.28.56

Zur Verteilung der Parasitenstadien im Gehirn gibt es
bisher nur eine Untersuchung in Hithnern. Dabei stell-
te sich heraus, dass Zysten ausschliesslich im Telen-
cephalon zu finden waren.” Die beiden Hirnhilften
waren gleichmissig betroffen, die Zystenanzahl im Ge-
hirn war im Vergleich zu Nagern aber sehr gering.

Um lebensfihige Parasitenstadien aus Gefliigel zu ge-

winnen, ist die Herzmuskulatur das Gewebe der
Wahl.13.19 In Bezug auf weitere essbare Gewebe ist die
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Unterschenkelmuskulatur die Lokalisation mit der
hochsten Nachweisrate von Toxoplasma,®s auch wenn
Nachweise in der Muskulatur mit Ausnahme des Her-
zens beim Gefliigel selbst nach experimenteller Infekti-
on nicht immer gelingen. In Puten zeigte sich ebenfalls,
dass Gehirn, Herz und Unterschenkelmuskulatur die
Gewebe waren, in denen Toxoplasmen am hiufigsten
zu finden waren.*36 Nachweise von Toxoplasma-DNA
gelangen bei experimentell infizierten Puten in Gehirn,
Herzmuskulatur, Leber, Zunge und Skelettmuskula-
tur.436.52 Mittels Mausbioassay konnte gezeigt werden,
dass Gewebezysten aus Puten und wilden Truthihnen
infektios sein kdnnen,*18:52 5o dass die Moglichkeit einer
zoonotischen Weitergabe der Infektion durch Verzehr
von oder hantieren mit zystenhaltigem Gewebe nicht
ausgeschlossen werden kann.

In Enten (Anas platyrhynchos) wurden ebenfalls Skelett-
muskelgewebe und Herz als die am stirksten befallenen
Gewebe identifiziert, gefolgt von Gehirn, Leber und
Magen.6 Wildginse (Branta canadensis und Chen caern-
lescens) wiesen die hochste Parasitenblirde im Herzen,
gefolgt von Gehirn, Brustmuskel, Leber und dem Mus-
kelmagen auf.2 In einer Studie in Ostchina wurde bei
Ginsen und Enten 7. gondii-DNA in Muskelproben
nachgewiesen. Dort waren 9 von 115 Muskelproben aus
Enten und 2 von 42 Proben aus Ginsen positiv.63 In
Kanada wurde bei Wildginsen 7. gondii-DNA in Herz-
muskulatur, Gehirn, Brustmuskulatur, Leber und Mus-
kelmagen detektiert.2 Es konnte mittels Mausbioassay
gezeigt werden, dass Toxoplasma-haltiges Gewebe aus
Enten infektios sein kann.244 Damit besteht die Mog-
lichkeit, dass Wasservogel, die der Produktion von Le-
bensmitteln dienen, eine potenzielle Infektionsquelle
fiir den Menschen sind.”

Vitale Toxoplasmen wurden mittels Mausbioassay aus
Straussengehirn isoliert, andere Gewebe wurden in dieser
Studie leider nicht untersucht.!! Dennoch ist es sehr wahr-
scheinlich, dass sich auch bei Straussen (Struthio camelus)
infektiose Zysten in essbarem Gewebe entwickeln kénnen.

Serologische Methoden zum
Nachweis von T. gondii in Geflligel

Toxoplasma-Infektionen konnen bei Gefligel auf ver-
schiedenen Wegen nachgewiesen werden, wobei in epi-
demiologischen Studien aber vor allem serologische
Tests eingesetzt werden. Der serologische Nachweis von
Antikorpern gegen 7. gondii ist zum Screening sehr gut
geeignet und kann einen Hinweis auf eine vorliegende
Belastung mit dem Erreger in einer Herde geben.*s Die
am hiufigsten verwendeten serologischen Methoden
sind der modifizierte Agglutinationstest (MAT), der
indirekte Immunfluoreszenz-Antikorper-Test (IFAT)
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und der ELISA basierend auf TgSAGI (natives 7. gon-
dii-Tachyzoiten-Oberflichenantigen). Eine Serokonver-
sion kann zwischen 10 und 21 Tage nach der Infektion
nachgewiesen werden.!? Fiir epidemiologische Studien
kann es vorteilhaft sein, die Antikorperbildung, statt im
Blut im Fleischsaft nach Schlachtung der Tiere nachzu-
weisen, da es schwierig sein kann, ausreichend Proben-
material fiir den Nachweis einer 7. gondii-Infektion von
lebenden Tieren zu erhalten.s

Es zeigte sich, dass der ELISA sowohl fiir Serum als auch
Fleischsaftproben gut geeignet ist, wihrend der IFAT
bei der Untersuchung von Fleischsaftproben natiirlich
infizierter Tiere im Vergleich zu Blutuntersuchungen
eine verminderte diagnostische Sensitivitit (Fleischsaft
56,3-77,4%, Serum 87,5%), zeigte. Die diagnostische
Spezifitit des IFAT war hingegen bei den Fleischsaftpro-
ben hoher als bei den Serumproben (Fleischsaft 89,7-
100%, Serum: 82,8%). Der MAT ergab in Fleischsaft-
proben einige falsch-positive Ergebnisse, vor allem bei
Untersuchung des Brustmuskels.’

Verbreitung von T. gondii beim
Nutzgefliugel

Hihner

Lebensfihige Toxoplasmen wurden in Legehennen mit-
tels Mausbioassays nachgewiesen,% ebenso wurde eine
gute Ubereinstimmung zwischen dem DNA-Nachweis
mittels PCR-Techniken (konventionelle RT-PCR und
magnetic-capture (MC) PCR) und Ergebnissen von
Bioassays in Miusen zum Nachweis lebendiger (und
somit infektidser) Toxoplasmen gezeigt,*>57 so dass
Hithnerfleisch in der Tat als eine potenzielle Infektions-
quelle fir den Menschen gelten muss.

Die Seroprivalenzen in Hihnerbestinden in verschie-
denen Lindern der Welt variieren sehr stark (6-90%)
(zitiert nach 1). In Europa wird fiir Deutschland eine
Spanne zwischen 4% und 48% angegeben,% in Irland
liegt die Seroprivalenz bei 18% 3° und in Italien bei
36%),6 wihrend deutlich niedrigere Werte fir Tschechi-
en (0,4%)5 und Portugal (0-6%)3° berichtet wurden.
Die erhebliche Schwankungsbreite kdnnte darin begriin-
det sein, dass die Art der untersuchten Betriebe (grosse
vs. kleine Betriebe), das Herdenmanagement und die
Haltungsform (Freiland vs. konventionell) variierten.
Hinzu kommt, dass das Stichprobendesign und die Aus-
wahl und Durchfihrung der serologischen Nachweis-
methoden einen erheblichen Einfluss auf die errechne-
ten Seroprivalenzwerte haben konnen.

Als besonderer Risikofaktor fiir eine Erregerexposition
von Hithnern ist der Einsatz von Katzen zur Schadna-
gerkontrolle beschrieben worden. Dies kommt dem na-

turlichen Entwicklungszyklus von 7. gondii entgegen.>
Nager sind die wichtigsten Zwischenwirte fir 7. gondii.
Katzen als Endwirte konnen nach Erbeutung infizierter
Nager Toxoplasma-Oozysten in immenser Anzahl in die
Umgebung der Gefliigelhaltung abgeben und damit einen
hohen Infektionsdruck erzeugen. Untersuchungen von
Katzenkot aus Deutschland, Osterreich, Frankreich, der
Schweiz und Italien ergaben, dass Katzen bis zu 107 Oo-
zysten pro Gramm Kot ausscheiden kénnen.5

Katzen konnen von Freiland- oder Auslaufflichen nur
schwerlich ferngehalten werden, weshalb die Oozysten-
kontamination iiber Katzenkot in diesen Bereichen
wahrscheinlicher ist als im intensiv gefithrten Stall. Be-
achtet werden sollte auch, dass eine kontaminative Ein-
schleppung von Oozysten durch Personal selbst bei
ausschliesslicher Stallhaltung moglich ist, wenn hygie-
nische Standards nicht eingehalten werden.

Grundsitzlich ist es also wahrscheinlicher, dass Hithner
fikale Oozysten aufpicken, wenn sie im Freiland gehal-
ten werden oder kontaminierte Auslaufflichen nutzen,
wihrend dies bei Stall- und insbesondere in Kifighal-
tungen in der Regel nicht moglich ist. Somit ist es nicht
erstaunlich, dass sich die Art der Tierhaltung in unter-
schiedlichen Seroprivalenzen dussert.!?

Grundsitzlich ist es auch moglich, dass sich Hithner mit
T. gondii infizieren, wenn sie an Kadavern befallener Nager
picken. Obwohl dies ein denkbarer Infektionsweg ist, wird
er wahrscheinlich nur wenige Hithner betreffen und epi-
demiologisch von geringer bis keiner Bedeutung sein.

Die Herdengrosse ist ebenfalls ein Faktor, der sich, wahr-
scheinlich auf Grund unterschiedlich intensiven Manage-
ments, auf die Seroprivalenz auswirkt. Eine Feldstudie
von Schares et al. (2017)56 untersuchte die Seroprivalenz
in grossen Biolegehennenbetrieben (> 1000 Tiere) und
kleineren Hofhaltungen (< 60 Tiere) im Osten Deutsch-
lands (Thiiringen, Sachsen-Anhalt, Sachsen, Branden-
burg). Alle Tiere dieser Studie hatten Zugang zu einem
Aussenbereich in Form einer Freilandfliche. In den gro-
ssen biologisch gefithrten Legehennenfarmen war die
Infektionsrate mit 3,6% (von 384 getesteten Hennen)
deutlich geringer als in kleinen Bestinden, in denen
47,7% von 86 Hithnern positiv getestet wurden.

Bei den kleinen Betrieben stellten die Autoren?® zusitz-
lich fest, dass die Seroprivalenz mit dem Alter der Tie-
re anstieg, wihrend in den grossen Farmen die Unter-
schiede zwischen den Altersgruppen eher gering waren.
Die hochste Seroprivalenz von 65% gab es in kleinen
Biobetrieben in der Gruppe der Tiere, die ilter als 24
Monate waren. Auf den grossen Farmen wurden Hen-
nen, die entsprechend alt waren, nicht gehalten. Aller-
dings lag in den grossen Bestinden die Privalenz bei
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349 beprobten Hennen der iltesten Kategorie (12-24
Monate), mit 3,4% deutlich niedriger als bei den iltes-
ten Hennen der kleinen Betriebe. Die gleiche Alters-
gruppe (12-24 Monate) zeigte hingegen in den kleinen
Bestinden eine mehr als 10fach hohere Privalenz von
38,9%. Insgesamt war in den kleineren Betrieben ein
deutlicher Trend zu erkennen, dass mit zunehmendem
Alter Tiere hdufiger positiv getestet werden und damit
infiziert sind, als dies in Grossbestinden der Fall ist.56

Unterschiede in der Befallsrate in Abhingigkeit von der
Lebensdauer wurden fiir Legehennen auch in einer bra-
silianischen Studie gezeigt.4® Von 350 Legehennen, die
zum Untersuchungszeitpunkt zwischen sechs und acht
Monate alt waren, wiesen 116 (33,1 %) Antikorper gegen
Toxoplasma auf. Dagegen zeigten in der Gruppe der un-
tersuchten Broiler (42-90 Tage alt) nur 56 von 460 Tieren
(12,2 %) einen positiven 7. gondii-Serotiter.

Der deutliche Alterseinfluss in Verbindung mit dem grund-
satzlich grosseren Risiko des Erregerkontakts bei Zugang
zu Freilandflichen erklirt, dass Broiler aus biologischen
Betrieben eine hohere Wahrscheinlichkeit haben, sich im
Verlauf ihres Lebens mit Toxoplasma zu infizieren und da-
durch Serotiter auszubilden, als in kiirzerer Zeit ausgemis-
tete Tiere aus konventioneller Stallhaltung.® In der Tat
wiesen Broiler aus konventionellen Haltungen mit 9,6 %
deutlich weniger seropositive Tiere auf, als Broiler in Frei-
landhaltung (14,8 %). Derselbe Trend zeigte sich bei Lege-
hennen, von denen 14,8% bei konventioneller Haltung
und 51,4% bei Freilandhaltung seropositiv waren.40 In
weiteren zwei Studien wurden bei konventionell gemiste-
ten Broilern keine Antikorper gegen Toxoplasma gefunden,
wihrend Freilandtiere Seroprivalenzen von 5,6% und
10,9 % aufwiesen.21.50 Insgesamt erginzten sich die beiden
Faktoren Alter und Freiland offenbar in einer Weise, dass
Legehennen, da sie eine hohere Lebenserwartung haben
als Broiler, in Freilaufhaltung das héchste Risiko hatten,
sich mit Toxoplasma zu infizieren.

Puten

Bei Puten liegt die Seroprivalenz von Toxoplasma in
verschiedenen Lindern zwischen 4% und 90 % (zitierte
nach 7). Die niedrigste Privalenz gab es in Farmen in
Nigeria,! die hochste wurde aus dem Iran berichtet.52
Fir Europa liegt nur eine Studie aus Deutschland vor,
in der eine relativ hohe Seroprivalenz von 20 % bei 1931
mittels ELISA getesteten Puten ermittelt wurde.3” Diese
Puten stammten aus 31 Mastzyklen von 14 verschiede-
nen Farmen aus fiinf Bundeslindern und wurden aus-
schliesslich im Stall gehalten. Allerdings schwankte die
Seroprivalenz zwischen einzelnen Mastdurchgingen in
demselben Betrieb teils sehr stark, beispielsweise in ei-
nem Bestand von weniger als 2% in der vorhergehenden
bis zu 77% in der folgenden Mastperiode. Ein Grund
fur diese erhebliche Variation wurde nicht gefunden.
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Stallspezifische Variablen, wie die Art der Einstreu, der
Mastrhythmus, die Futter- und Wasserversorgung konn-
ten die Schwankungen der Seroprivalenzwerte nicht
erkldren. Prinzipiell kdnnten solche temporiren Erschei-
nungen auf eine voriibergehende Erregereinschleppung
durch Katzen wihrend eines Mastdurchgangs zuriick-
gefiihrt werden. Dies wurde von den Untersuchern zwar
nicht ausgeschlossen, konnte aber auch nicht nachge-
wiesen werden.

Auffallend waren saisonale Schwankungen der Seropri-
valenz. So waren Tiere, die im Frithling und Sommer
geschlachtet wurden, signifikant hiufiger positiv als
Tiere, die im Herbst oder Winter geschlachtet wurden.3?
Im Sommer ist die Population der Nager generell witte-
rungsbedingt grosser als im Winter, so dass die Wahr-
scheinlichkeit, dass Puten infizierte Zwischenwirte bepi-
cken und so Gewebezysten aufnehmen kénnen, in der
warmen Jahreszeit hoher sein diirfte. Der Jagderfolg von
Katzen im Stall oder seiner Umgebung hingt ebenfalls
von der Nagerdichte ab. Es kann angenommen werden,
dass Katzen in der warmen Saison mit hoherer Wahr-
scheinlichkeit infizierte Nager erbeuten kénnen und in
der Folge eine patente Infektion aufbauen, die dann zu
einer massiven Umgebungskontamination mit Oozys-
ten fihrt. Diese Annahme wird bestitigt durch die Aus-
wertung von Untersuchungsergebnissen diagnostischer
Katzenkotproben tiber 55 Monate, die einen héheren
Anteil T. gondii-positiver Proben im Sommer und Herbst
als im Winter ergab.3!.54

Wassergefligel und Laufvogel

In Enten und Ginsen wurden ebenfalls Antikdrper ge-
gen Toxoplasma nachgewiesen. In China wurde eine
Seroprivalenz zwischen 6% und 16% bei Enten be-
schrieben (zitiert nach 17), in Deutschland lagen die
Werte in einer Untersuchung in Niedersachsen, in der
2534 Tiere auf 61 Farmen beprobt wurden, mit 5,7 %
etwas niedriger,38 jedoch lassen sich daraus keine grund-
sitzlichen regionalen Unterschiede ableiten.

Auch fir Ginse liegen vor allem Untersuchungen aus
China vor, fir andere Linder sind deutlich weniger Daten
verfigbar. In China schwankt die Seroprivalenz zwi-
schen 2% und 17% (zitiert nach 17). Eine hohere Sero-
privalenz von 25% wurde in Deutschland in einer Studie
an 373 Ginsen auf 13 Farmen ermittelt.38

Fleisch von Laufvogeln, wie Straussen, Nandus und
Emus, wird immer hiufiger konsumiert. Fur diese Tier-
arten liegen nur wenige Daten zur Befallsrate mit 7. gon-
diivor. Untersuchungen in Brasilien, China und Agypten
ergaben erhebliche Unterschiede in der Seroprivalenz. In
Brasilien waren bis zu 80% der untersuchten Seren von
Straussen positiv,'-25 in China lag der Anteil der positiv
getesteten Strausse hingegen nur bei 6,4% (20/315 Pro-
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ben).23 In Agypten war die Seroprivalenz mit 12,5%
ebenfalls deutlich niedriger als in Brasilien, aber doppelt
so hoch wie in China.22

Fiir Enten wie Ginse gilt, dass die Seroprivalenz und
damit das Infektionsrisiko signifikant niedriger ist, wenn
die Tiere kontinuierlich in Stillen ohne Auslaufméglich-
keit gehalten werden.38 In 11 % (18 von 156) wild lebender
Kanadaginse und Schneeginse in Kanada wurden Anti-
korper gegen T. gondii gefunden.?

Nutzgefligel und Humane Toxoplasmose
Schitzungen gehen davon aus, dass etwa ein Drittel der
Weltbevolkerung mit 7. gondii infiziert ist,32:42:61 die Se-
roprivalenz variiert jedoch stark in Abhingigkeit von
Kontinent, Land, Region und Personengruppen.#.58
Menschen konnen sich sowohl iiber exogene (fikale Oo-
zysten) als auch tiber endogene Stadien (Gewebezysten,
z.B. in Gefliigelfleisch) infizieren. Hinzu kommt bei
Erstinfektion wihrend der Schwangerschaft die Moglich-
keit der diaplazentaren Ubertragung. Bei immunkompe-
tenten Menschen verlduft die Infektion mit 7. gondii meist
subklinisch bis asymptomatisch.3242 In seltenen Fillen
werden wihrend der akuten Toxoplasmose voriibergehen-
de Symptome wie z.B. grippedhnliche Anzeichen und
eine lokale Lymphadenitis im Kopf-/Halsbereich beob-
achtet.* In seltenen Fillen kann eine Retinochorioditis,
Myokarditis, Polymyositis, Pneumonie, Hepatitis oder
Enzephalitis auftreten.®24 Es stellt sich eine belastbare
Immunitit ein, die eine erneute Erkrankung nach Rein-
fektion oder vertikale Ubertragung verhindert.

Far immunsupprimierte Menschen (z.B. AIDS-Patien-
ten oder nach Organ- oder Knochenmarktransplantati-
onen) stellt die Toxoplasmose ein besonderes Risiko
dar.32.39.4249 Eine latente Infektion, die zu Zystenbildung
fiihrte, kann dann reaktiviert werden247 und es sind,
ebenso wie bei einer akuten Infektion in Verbindung
mit einer Immundefizienz, fatale Verliufe moglich.
Auch wenn bekannt ist, dass im Nutzgefltigel 7. gondii-
Infektionen ubiquitir und nicht selten vorkommen,3 ist
der Beitrag aviirer Nutztiere als Quelle zoonotischer
Ubertragung des Erregers schwer einzuschitzen. Wie
hiufig tiber Gefliigelfleisch Infektionen bei Menschen
ausgeldst werden, ist nicht bekannt, zweifellos geht aber
von zystenhaltigen Lebensmitteln, die von Toxoplas-
ma-exponiertem Gefliigel gewonnen werden, ein grund-
sitzliches zoonotisches Infektionsrisiko aus, wie aus
dem Nachweis vitaler Stadien mittels Mausbioassay
gefolgert werden muss.5

Mit Toxoplasma-Zysten befallenes Gefliigelfleisch und
Geflugelfleischprodukte konnen eine zusitzliche Infek-
tionsquelle fir den Menschen darstellen. Eine Handha-
bung rohen Fleisches bei mangelhafter Kiichenhygiene
oder der Verzehr unzureichend erhitzten Fleisches, un-

ter anderem beim Abschmecken wihrend des Kochens,
kann zur Ubertragung von Gewebezysten bzw. Brady-
zoiten fithren. Auch von bestimmten Gefliigelfleisch-
produkten (z.B. Rohwurst oder Schinken) geht mogli-
cherweise eine Infektionsgefahr aus.

Massnahmen zur Vermeidung zoo-
notischer Ubertragung durch Geflu-
gelfleisch

Im Sinne des vorbeugenden Verbraucherschutzes darf
die grundsitzliche Gefihrdung durch Gefliigelfleisch
und Geflugelfleischprodukte nicht ignoriert werden.
Insbesondere miissen Verbraucher iiber Risiken durch
und den hygienischen Umgang mit Geflagelfleisch so-
wie Uber potenziell erregerhaltige Gefliigelfleischpro-
dukte aufgeklirt werden, wie es z.B. in Bezug auf Sal-
monellen und Campylobacter bereits getan wird.
Unter den Bedingungen einer tiergerechten Haltung auf
Aussenflichen oder mit unbefestigten Ausldufen ist ein
Eintrag von 7. gondii in Gefliigelbestinde nicht auszu-
schliessen. Die sichere Unterbindung des Infektionswegs
ist nur in geschlossenen Systemen mit stringenten Hy-
glenemassnahmen moglich. Hier besteht ein Konflikt
zwischen der Erwartung der Offentlichkeit, dass Geflii-
gel so tiergerecht wie moglich gehalten werden sollte,
und dem Anspruch an die Sicherheit der produzierten
Lebensmittel.

Von allen Methoden, mit denen im Fleisch vorhandene
Toxoplasma-Zysten unschidlich gemacht werden kon-
nen, hat sich das Erhitzen als sicherste Massnahme he-
rausgestellt. Die Kerntemperatur des Fleisches muss
dabei mindestens 67 °C betragen.’® Erhitzen in der
Mikrowelle garantiert dagegen keine sichere Abtdtung
der Zysten, da hier die Warmeverteilung im Fleisch un-
gleichmissig stattfindet. Das Einfrieren des Fleisches fiir
mindestens zwei Tage bei -12 °C ist eine weitere Mog-
lichkeit, um Toxoplasmen im Gefliigelfleisch zu inakti-
vieren.* Allerdings kann es dabei zu einem Verlust der
sensorischen Qualitit kommen z.B. durch Farbverin-
derungen, Anderungen in der Textur und des Ge-
schmacks. Die Anwendung von Gammastrahlung oder
Hochdruckverfahren kann ebenfalls Toxoplasmen im
Fleisch oder in Fleischprodukten inaktivieren, aber bei-
des diirfte wenig Akzeptanz beim Verbraucher finden,
zudem auch diese Methoden Einfluss auf die Optik und
Textur des Fleisches haben3s und zu einer Verteuerung
der Produkte fiithren wiirden.*

Bei der Zubereitung von Gefligelfleisch in der Kiiche
sollte grundsitzlich auf hygienischen Umgang geachtet
werden. Toxoplasmen stellen neben z.B. Salmonellen
und Campylobacter einen zusitzlichen Grund fiir eine
korrekte Kiichenhygiene dar. Es gelten die gleichen
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Empfehlungen, wie fiir die Vermeidung bakterieller In-
fektionen: Handschuhe werden empfohlen, sorgfiltiges
Hindewaschen und griindliche Reinigung der Kiiche-
nutensilien.3235 Besser ist es, grundsitzlich getrennte
Utensilien fur Gefligelfleisch und andere Kiichenarbei-
ten zu verwenden.

Wenn Hauskatzen mit Gefligelfleisch gefuittert werden,
sollte dieses zuvor unbedingt hinreichend erhitzt oder
durchgefroren sein. Geschieht dies nicht, kann es zu
einer erheblichen Umgebungskontamination mit Oo-
zysten fithren und damit ein indirekt Nutzgefliigel-as-
soziiertes Infektionsrisiko fiir Menschen darstellen.
Insbesondere das Verfittern von Hithnerherzen ist in
diesem Sinn kritisch zu betrachten.

Schlussfolgerungen

Obwohl Toxoplasmeninfektionen im Nutzgefliigel welt-
weit und nicht selten vorkommen, verhindert das Fehlen
klinischer Erkrankungen das augenscheinliche Erken-
nen eines Infektionsgeschehens in den Bestinden. Die
exakten epidemiologischen Gegebenheiten sind wenig
untersucht, es scheinen aber vor allem Betriebe mit Frei-
land-/Auslaufhaltung betroffen zu sein, die naturge-
miss keine hinreichende Abschirmung gegen Eintrags-
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quellen des Erregers erlauben. Da sich aktuell die
Haltungsbedingungen hin zu tiergerechteren Systemen
mit mehr Aussenhaltung entwickeln, ist perspektivisch
mit einer hoheren Pravalenz von Toxoplasma im Gefligel
zu rechnen. Ein gezieltes und systematisches Monito-
ring auf Toxoplasmose in Gefliigelmastbestinden an-
hand von Blutproben oder in Schlachthofen iiber
Fleischsaft ist zum Schutz des Menschen im Prinzip
moglich, muss aber vor dem Hintergrund des hohen
zusitzlichen organisatorischen und finanziellen Auf-
wands gesehen werden. Auf diese Weise kdnnten Risiken
identifiziert werden, die sich aus potenziell mit 7oxo-
plasma belastetem Gefltigelfleisch ergeben konnten.
Positiv getestetes Material konnte dann zumindest von
der Weiterverarbeitung zu Rohwiirsten oder Schinken
ausgeschlossen oder anderweitig gemassregelt werden
(z.B. Einfrieren, siche oben). Ein negativer Test hinge-
gen sagt nichts tiber die Sicherheit des Fleisches aus und
dieses sollte trotzdem mit der nétigen Sorgfalt behandelt
werden. Gegenwirtig fehlen aber die gesetzlichen
Grundlagen fiir derartige Massnahmen. Sowohl Land-
wirte als auch die Gefliigelbestinde betreuenden Tier-
arzte sowie die 6ffentliche Gesundheitsvorsorge und der
Verbraucherschutz sollten sich dieser Situation bewusst
sein. Auch Verbraucher sollten entsprechend aufgeklirt
und tber die Moéglichkeiten zur Vermeidung einer In-
fektion informiert werden.

Le point sur la toxoplasmose en
aviculture

La toxoplasmose est une zoonose mondiale causée par
le parasite intracellulaire obligatoire Toxoplasma gondii
(T. gondii). Toutes les espéces animales a sang chaud, y
compris les humains, servent d’hotes intermédiaires. Les
hétes définitifs sont exclusivement les chats. Les volailles
d’élevage peuvent étre infectées soit par des oocystes
provenant d’aliments contaminés soit directement du
sol soit en picorant, par ex. des rongeurs infectés. Léle-
vage de volailles en plein air ou en parcours augmente
le risque d’infection avec le temps. La viande de volaille
doit étre considérée comme une source potentielle d’in-
fection pour les humains avec la popularité croissante
des pratiques d’élevage respectueuses des animaux dans
I’élevage de volailles. Cette bréve revue de la littérature
tente d’évaluer la situation épidémiologique actuelle
chez les volailles d’élevage et d’évaluer la pertinence
possible de la toxoplasmose de la viande de volaille et
des produits a base de viande de volaille pour la consom-
mation humaine.

Mots clés: canard, oie, poulet, dinde, Toxoplasma gondii,
zoonose
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Aggiornamento sulla toxoplasmosi
nel pollame da reddito

La toxoplasmosi ¢ una zoonosi mondiale causata dal
parassita intracellulare obbligato Toxoplasma gondii (T.
gondii). Tutte le specie a sangue caldo, compreso I'uomo,
fungono da ospiti intermedi. Gli ospiti finali sono esclu-
sivamente i gatti. Il pollame da reddito puo essere infet-
tato da mangime contaminato da oocisti, direttamente
da oocisti dal terreno e beccando per esempio dei rodi-
tori infetti. Il rischio di infezione aumenta tenendo il
pollame all’aperto o in sistemi di allevamento all’aperto
e aumenta con la durata del tempo in cui sono tenuti in
questo sistema. Poiché il cibo proveniente da pollame
tenuto in condizioni adeguate alla specie sta diventando
sempre piu popolare, la carne di pollame dovrebbe es-
sere considerata come una potenziale fonte di infezione
per gli esseri umani. Questa breve recensione della let-
teratura cerca di valutare I’attuale situazione dell’infe-
zione nel pollame da reddito e di valutare la potenziale
rilevanza della toxoplasmosi nel pollame da reddito per
gli esseri umani come consumatori di carne di pollame
e prodotti a base di carne di pollame.

Parole chiave: anatra, oca, pollo, tacchino, Toxoplasma gondii,
zoonosi
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Update dalla toxoplasmosa tier il
gaglinam da nez

La toxoplasmosa ei ina zoonosa che vegn avon sin gl’en-
tir mund e che vegn caschunada dil parasit obligat int-
razellular Toxoplasma gondii (T. gondii). Sco hospitont
intermediar vegnan tut ils animals da saung cauld en
damonda, medemamein il carstgaun. Hospitont final
ein adina gats. Gaglinam da nez sa s’infectar cun maglia
contaminada cun oozystas, cun oozystas si da plaun ni
cun piclar p. ex. animals ruients. La resca d’ina infeczi-
un ei pli gronda sche las gaglinas san ir ora el liber ni
sin pastira e saugmenta cul cuoz da la tenida da gaglin-

am. Cunquei che victualias da gaglinam orda tenida
adattada als basegns digl animal ein pli e pli popularas,
ston ins veser ella carn da gaglinam ina fontauna d’in-
fecziun potenziala. En quella quorta survesta literara
vegn empruau da dar ina taxaziun dalla situaziun d’in-
fectiun dil gaglinam actuala ed ina valetaziun dalla
muntada pusseivla dalla toxoplasmosa dil gaglinam per
il carstgaun sco consument da carn gaglina e da products
da carn gaglina.

Plaids-clav: Anda, auca, gaglina, galdina, toxoplasma gondii,
zoonosa
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