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I. EINLEITUNG 

Giardia duodenalis (G. duodenalis) ist ein einzelliger Parasit des Magen-Darm-

Trakts, welcher sowohl Menschen als auch Tiere infizieren kann (THOMPSON et 

al., 2008; BALLWEBER et al., 2010). Bei Hunden und Katzen ist G. duodenalis 

einer der am häufigsten vorkommenden Darmparasiten (BARUTZKI & 

SCHAPER, 2011). G. duodenalis wird in verschiedene Genotypen (A-H), auch 

Assemblages genannt, eingeteilt (FENG & XIAO, 2011). Die verschiedenen 

Assemblages haben keine strikte Wirtsspezifität, jedoch kommen bei Hunden am 

häufigsten die Assemblages C und D und bei der Katze die Assemblages A und F 

vor. Menschen sind vor allem von den Assemblages A und B betroffen (FENG & 

XIAO, 2011; CACCIO et al., 2018). In Studien wurden die potenziell zoonotischen 

Assemblages A und B in Kotproben von Hunden und Katzen gefunden. Da es 

jedoch kaum Studien gibt, welche die Übertragung der Giardien vom Haustier auf 

den Menschen beweisen konnten und nur wenige Fallberichte bekannt sind, in 

denen die gleiche Assemblage bei Haustier und Besitzer eines Haushalts 

nachgewiesen wurde, bleibt das zoonotische Potential der Giardien unklar. 

(SPRONG et al., 2009; ESPELAGE et al., 2010; SOMMER et al., 2018; 

BARBOSA et al., 2023; SUN et al., 2023). In der Literatur gibt es neue Vorschläge 

zur Anpassung der Taxonomie der verschiedenen Giardienspezies (WIELINGA et 

al., 2023). In der vorliegenden Arbeit wurden die unterschiedlichen Genotypen 

nicht bestimmt. Da keine offizielle Einführung einer neuen Nomenklatur 

vorgenommen wurde, wird in dieser Arbeit weiterhin der Begriff „G. duodenalis“ 

verwendet, obwohl die in den Proben vorkommenden Spezies nicht bekannt sind. 

Giardien haben einen einfachen Lebenszyklus mit zwei Entwicklungsstadien: Den 

infektiösen Zysten und den vermehrungsfähigen Trophozoiten (ANKARKLEV et 

al., 2010). Die Zysten kommen ubiquitär in der Umwelt vor und weisen eine hohe 

Tenazität gegenüber äußeren Einflussfaktoren auf (ERICKSON & ORTEGA, 

2006). Die Infektion erfolgt fäkal-oral durch den Kontakt mit Kot, infizierten Tieren 

oder der Aufnahme von kontaminiertem Wasser sowie kontaminierten 

Lebensmitteln (DIXON, 2021). Nach dem Abschlucken der Zysten kommt es zur 

Exzystierung und somit zur Entstehung von Trophozoiten (HAGEN et al., 2020). 

Die Trophozoiten können sich mit ihrer ventralen Adhäsionsscheibe an das Epithel 

der Enterozyten anheften (BURET, 2008; ANKARKLEV et al., 2010; HAGEN et 
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al., 2020). Infolgedessen kann es zu einer Verkürzung der Mikrovilli mit 

Zottenatrophie (COTTON et al., 2011) sowie Apoptose von Enterozyten 

(ARGUELLO-GARCIA & ORTEGA-PIERRES, 2021) und somit zu einer 

Reduktion der absorptiven Oberfläche des Darmepithels sowie Malabsorption 

kommen (VIVANCOS et al., 2018). Eine zusätzliche Hypersekretion von Chlorid 

in Verbindung mit nicht ausreichend absorbierten Nährstoffen kann osmotisch 

bedingten Durchfall auslösen (COTTON et al., 2011). Typische Symptome 

infizierter Tiere sind dünnbreiig bis wässriger Durchfall mit oder ohne 

Schleimbeimengungen sowie teilweise Erbrechen, Übelkeit, Gewichtsverlust und 

Lethargie. Viele infizierte Tiere bleiben symptomfrei (SOMMER et al., 2018; 

SMIT et al., 2023). 

Die Prävalenz der Giardieninfektion unterscheidet sich in verschiedenen 

Populationen je nach Alter und Haltungsform, wobei sie aufgrund unterschiedlicher 

Sensitivitäten und Spezifitäten verschiedener Diagnostikmethoden unter- oder 

überschätzt werden kann (BOUZID et al., 2015). Bei Welpen und Kitten unter 

sechs Monaten kann die Prävalenz auf bis zu 50,0 % ansteigen (BARUTZKI & 

SCHAPER, 2013), währenddessen nur ca. 12,0 – 15,0 % der adulten Hunde und 

Katzen betroffen sind (BOUZID et al., 2015). Jagdhunde und Hunde aus 

Tierheimen waren in einer Studie von 2019 mit einer Prävalenz von 88,2 % und 

48,0 % signifikant häufiger mit Giardien infiziert als privat gehaltene Haushunde. 

(UITERWIJK et al., 2019). Häufig genutzte Verfahren zum Test auf G. duodenalis 

in Kotproben sind Antigen basierte Schnelltests (Lateral Flow Tests) vor Ort in der 

Klinik oder Praxis sowie der Immunfluoreszenztest und der Enzyme-linked 

Immunosorbent Assay (ELISA) im Einsendelabor zur Detektion von Giardien-

Antigenen (TANGTRONGSUP & SCORZA, 2010; SOMMER et al., 2018). 

Weitere diagnostische Methoden sind die Polymerasekettenreaktion (PCR) mit den 

unterschiedlichen Genloci 18S rRNA, Glutamatdehydrogenase, Elongationsfaktor 

1-a, Triose-Phosphat-Isomerase sowie b-Giardin (RYAN & ZAHEDI, 2019), die 

Zinksulfatflotation mit vorheriger Zentrifugation und die mikroskopische Analyse 

nach Direktausstrich. 

Ziel der ersten Publikation war es, einen Überblick der bestehenden Literatur zum 

Lebenszyklus der Giardien, der Pathogenese, der klinischen Symptomatik der 

Giardiose und dem Zoonosepotential von G. duodenalis zu geben. Der 

Schwerpunkt der ersten Publikation lag auf dem Vergleich der verschiedenen 
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diagnostischen Methoden zur Detektion einer Giardien-Infektion bezüglich ihrer 

Anwendung und Leistung. Zudem wurden verschiedene Therapieoptionen mit 

möglichen Nebenwirkungen für das betroffene Tier im Zusammenhang mit der 

klinischen Symptomatik dargelegt.  

Der VetScan ImagystÒ (VetScan) von Zoetis ist ein neues veterinärmedizinisches 

Point-of-Care Analysegerät, welches Giardienzysten mithilfe künstlicher 

Intelligenz identifizieren kann. Das System basiert auf einer Zinksulfatflotation mit 

Zentrifugation und einem Scanner, der Fotos des probenbenetzen Objektträgers zur 

Auswertung in eine Online-Cloud einspeist (NAGAMORI et al., 2020). Das Ziel 

der zweiten Publikation war der Vergleich des VetScan von Zoetis und des SNAPÒ 

Giardia Test von IDEXX (SNAP) als Point-of-Care (POC) Methoden mit einem 

Immunfluoreszenztest (IFA) im Einsendelabor zum Nachweis von G. duodenalis 

in Kotproben vom Hund.  
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ZuSammenfaSSung

Giardia duodenalis ist ein fakultativ pathogener Darmparasit. 
Die Giardiose bei Hund und Katze kann symptomatisch oder 
asymptomatisch verlaufen, wobei typische Symptome Durch-
fall mit und ohne Erbrechen sind. Die Prävalenz bei Jungtieren 
ist hoch und kann bis zu 50  % betragen. Es gibt 8 verschiedene 
Genotypen (A–H), welche als Assemblages bezeichnet werden. 
Bei Hunden kommen am häufigsten die Assemblages C und D 

und bei Katzen die Assemblages F und A vor. Tiere können so-
mit auch mit den zoonotischen Assemblages A und B oder auch 
mit mehreren Genotypen gleichzeitig infiziert sein. Als Diag-
nostikmethoden werden der Immunfluoreszenztest (IFA), der 
Enzymimmunoassay (ELISA) und die Fäkalzentrifugation mittels 
Zinksulfatlösung empfohlen. Mittels Polymerasekettenreation 
(PCR) kann die entsprechende Assemblage bestimmt werden. 
Zur Therapie der caninen und felinen Giardiose sind die Wirk-
stoffe Fenbendazol und Metronidazol zugelassen. Zudem soll-
ten bestimmte Hygienemaßnahmen beachtet werden. Behan-
delt werden nur symptomatische Tiere oder solche, welche im 
selben Haushalt mit Risikopatienten (z. B. immunsupprimierten 
Menschen) leben. Ziel der Behandlung ist die klinische Verbes-
serung der Symptomatik der erkrankten Hunde und Katzen. Zu 
einer vollständigen Elimination der Giardien kommt es oftmals 
nicht.

aBStr act

Giardia duodenalis is a facultative pathogenic intestinal parasite. 
Giardiosis in dogs and cats may appear with or without clinical 
signs. Typical signs include diarrhea with or without vomiting. 
The prevalence in young animals is high and may amount to up 
to 50 %. There are 8 different genotypes (A – H), which are called 
assemblages. Assemblages C and D are most common in dogs 
and assemblage F most frequent in cats. However, animals may 
also be infected with the zoonotically effective assemblages A 
and B or exhibit mixed infections. The immunofluorescence test 
(IFA), the enzyme-linked immunosorbent assay (ELISA) and fecal 
centrifugation using zinc sulphate solution are currently recom-
mended as diagnostic methods. Polymerase chain reaction (PCR) 
may be used to determine the corresponding assemblage. Ap-
proved treatments for giardiosis include fenbendazole and me-
tronidazole. In addition, undertaking specific hygiene measures 
is warranted. Only animals showing clinical signs or those living 
in the same household with high-risk patients (e. g. immunosup-
pressed humans) are recommended to receive medication. The 
aim of treatment is clinical improvement of the diseased dogs 
and cats. Frequently, complete elimination of Giardia is not at-
tained.
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Übersichtsartikel

Einleitung
Bei Hunden und Katzen gehören Giardien zu den am häufigsten 
vorkommenden Parasiten des Magen-Darm-Traktes [1–7]. Jung-
tiere sind besonders oft betroffen [4, 8, 13]. Ob und wie die Infek-
tion mit Giardien behandelt werden soll, ist für viele Tierärzt*innen 
nach wie vor Grund zur Diskussion. Der folgende Artikel gibt eine 
Übersicht über den Erreger, seine Lebensweise, Pathogenese und 
mögliche Diagnostikmethoden. Darüber hinaus werden verschie-
dene Therapiemöglichkeiten und deren Folgen für das Tier sowie 
dessen Umwelt diskutiert.

Taxonomie
Giardia spp. gehören zur Familie der Hexamitidae in der Ordnung 
Diplomonadia [14]. Bekannte Giardienspezies sind G. agilis, G. ar-
deae, G. cricetidarum, G. microti, G. muris, G. peramelis, G. psittaci, G. 
varani und G. duodenalis, auch G. lamblia oder G. intestinalis genannt 
[14, 15]. Die Giardiose von Hunden und Katzen, sowie die Giardia-
sis des Menschen werden durch die Infektion mit G. duodenalis aus-
gelöst. Diese Spezies kann in verschiedene Genotypen, auch As-
semblages genannt, aufgeteilt werden (▶tab. 1). Den verschiede-
nen Assemblages können bevorzugte Wirte zugeteilt werden, 
jedoch gibt es keine obligatorische Wirtsspezifität [16–18]. Assem-
blages A und B bergen das höchste zoonotische Potenzial und 
haben die größte Bandbreite an Wirten. Diese umfassen neben dem 
Menschen unter anderem Nutztiere, Hunde und Katzen [1]. Die As-
semblage A lässt sich in weitere 3 Untergruppen AI, AII und AIII ein-
teilen [17]. Tiere werden bevorzugt durch den Genotyp AI infiziert, 
Menschen dagegen eher durch den Genotyp AII [19, 20]. Die As-
semblage AIII konnte bisher nur bei wildlebenden Huftieren nach-
gewiesen werden [20, 21]. Bei Menschen, Rindern, Pferden und 
Hasen wird besonders oft die Assemblage B identifiziert [17]. Die 
Assemblages C und D finden sich bevorzugt bei Hunden [17]. Die 
Assemblage F kommt am häufigsten bei Katzen vor [17], wobei 
eine Studie von 2020 eine Prävalenz von 14  % bei slowakischen Kin-
dern vorfand, welche in ärmeren Verhältnissen leben [22]. Es ist 

davon auszugehen, dass 8–30  % der mit Giardien infizierten Tiere 
von zoonotischen Genotypen betroffen sind [13, 23]. Mischinfek-
tionen mit verschiedenen Assemblages können vorgefunden wer-
den [13, 24, 25].

Zoonosepotenzial von G. duodenalis
In Deutschland gehört die Giardiasis des Menschen zu den melde-
pflichtigen Erkrankungen. Eine Ansteckung kann durch verunrei-
nigtes Wasser, kontaminierte Lebensmittel oder in seltenen Fällen 
den Kontakt zu infizierten Tieren erfolgen [29–33]. Die Prävalenz 
der Giardiasis bei Menschen in sozial schwächeren Gesellschaften 
sowie in Gebieten mit schlechter sanitärer Ausstattung ist hoch: In 
Indien wurden Infektionsraten von 50 bis 70  % gefunden, in Ugan-
da von 40,7  %, in Ägypten von 34,6  % sowie in Peru und Brasilien 
von 23,8  % [17, 34]. Industrieländer weisen im Vergleich deutlich 
niedrigere Prävalenzen mit z. B. 1,5  % in Deutschland, 2  % in den 
Niederlanden und 7,6  % in Australien auf [17]. Diese Umstände 
machen die Giardiasis zu einer typisch reiseassoziierten Infektion 
[29–31]. Im Jahr 2020 wurden dem Robert Koch-Institut in 
Deutschland 1665 positive Fälle gemeldet [35]. Dies entspricht im 
Vergleich zum Vorjahr einer Reduzierung um 50  %. Experten gehen 
davon aus, dass der abnehmende Trend der Fallzahlen auf einen 
deutlichen Rückgang von Reisen im Zuge der Corona-Pandemie 
zurückgeht [35].

Eine Übertragung von Haustieren zu Menschen ist zwar mög-
lich, spielt vermutlich jedoch eine untergeordnete Rolle [36]. In 
einer Studie von Espelage et al. [31] von 2010 konnte bei 273 sym-
ptomatischen Giardiasisfällen in Deutschland kein Zusammenhang 
zwischen der Infektion und dem Kontakt zu Tieren hergestellt wer-
den. Weitere Studien aus Neuseeland, England und Kanada bestä-
tigen dieses Ergebnis [37–39]. Nichtsdestotrotz gibt es Fallberich-
te, in welchen dieselbe Assemblage bei Menschen und Tieren in-
nerhalb desselben geographischen Gebiets gefunden wurden 
[40–44]. Dabei handelt es sich jedoch meistens um Regionen mit 
schlechten Hygienestandards [45]. Ein ernstzunehmendes Gefähr-
dungsrisiko besteht für immunsupprimierte Personen [17]. Ältere 
Studien konnten zeigen, dass Patient*innen mit einer Hypogam-
maglobulinämie häufiger mit G. duodenalis infiziert waren und ver-
mehrt gastrointestinale Symptome zeigten als immunkompetente 
Personen [46–48]. In neueren Studien wiesen vor allem Menschen 
mit erniedrigten IgA-Konzentrationen im Blut eine höhere Präva-
lenz von G. duodenalis auf [49–52].

Symptomatik
Eine Infektion mit G. duodenalis kann asymptomatisch oder sympto-
matisch verlaufen [8, 9, 53, 56]. Typische Symptome der Giardiose bei 
Hund und Katze sind akuter oder chronisch intermittierender, dünn-
breiiger bis wässriger Durchfall mit oder ohne Schleimbeimengun-
gen. Übelkeit, Erbrechen, Malabsorption, Gewichtsverlust und Le-
thargie werden ebenfalls häufig beobachtet [57–60]. Ob ein infi-
ziertes Tier asymptomatisch bleibt oder klinische Symptome 
entwickelt, hängt vom Gesundheitsstatus, Ernährungszustand, 
Alter und Immunstatus ab [10, 13, 61, 62]. Bisher gibt es keine Hin-
weise darauf, dass Durchfall durch die Infektion mit einer bestimm-
ten Assemblage ausgelöst wird [23, 63]. Des Weiteren konnte eine 

▶tab. 1 Die verschiedenen Giardiengenotypen und ihre Hauptwirte 
[1, 14, 17, 20, 22, 26–28].

▶table 1 The different Giardia genotypes and their main hosts 
[1, 14, 17, 20, 22, 26–28].

genotyp Hauptwirte

Assemblage A Mensch, nicht menschliche Primaten, Wieder-
käuer, Alpaka, Schwein, Pferd, Hund, Katze, 
Nager, Beuteltiere

Assemblage B Mensch, nicht menschliche Primaten, Rinder, 
Hund, Pferd, Hase, Biber, Bisamratte

Assemblage C Hund

Assemblage D Hund

Assemblage E Wiederkäuer, Schwein

Assemblage F Katze, Mensch

Assemblage G Nager

Assemblage H Robbe, Möwe
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Studie von 2019 keine Korrelation zwischen der Menge der ausge-
schiedenen Giardienzysten und der Kotkonsistenz nachweisen [10].

Lebensweise der Giardien
Der Lebenszyklus der Giardien wird durch 2 Hauptstadien geprägt: 
den proliferierenden Trophozoiten und den infektiösen Zysten 
[59, 61]. Die Infektion des Tiers erfolgt fäkal-oral durch die Aufnah-
me der Zysten (▶abb. 1) [63]. In feuchter Umgebung können die 
Giardienzysten bis zu 3 Monate und in Kot ca. 1 Woche lang infek-
tiös bleiben [54, 64]. Gegen Austrocknung sind die Zysten jedoch 
empfindlich [54]. Nach dem Eintritt in den Dünndarm exzystieren 
die Zysten und entwickeln sich zu Trophozoiten [59, 61]. Diese sind 
ca. 12–15 μm lang und 5–9 μm breit [65]. Auslöser der Exzystie-
rung ist das saure Milieu der Magensäure [66]. Die Trophozoiten 
sind tropfenförmig und ihr Zytoskelett besteht aus einem mittle-
ren Körperstück, der ventralen Haftscheibe und den 8 Flagellen mit 
ihren Basalstücken (▶abb. 2) [19, 61]. Im Dünndarm heften sich 
die mobilen Trophozoiten mithilfe der Haftscheibe ihres Zytoske-
letts nicht-invasiv an das intestinale Epithel [63, 67, 68]. Die Anhef-
tung ist essenziell für die Pathogenese der Giardien [67, 69]. Tro-
phozoiten, welche sich an Enterozyten anlagern, befinden sich 
unter einer Schleimschicht. Dort herrscht ein nahezu neutraler pH-
Wert und eine geringe Gallensäurenkonzentration [66]. Im Laufe 

der Zellregeneration der Enterozyten werden die Trophozoiten ab-
gestoßen und schwimmen in Richtung des Darmlumens, um sich 
erneut anheften zu können. Dort angekommen führen der leicht 
alkalische pH-Wert und die erhöhte Gallenkonzentration zur En-
zystierung der Trophozoiten. Während dieser Phase verliert die ven-
trale Scheibe ihre Adhäsionsfähigkeit, der Trophozoit rundet ab und 
sein Metabolismus wird verlangsamt [61, 66, 70, 71]. Endprodukt 
der Enzystierung sind die infektiösen Zysten, welche weiter in den 
Dickdarm gelangen und ausgeschieden werden [67]. Die Präpatenz 
der Giardien liegt bei 4–16 Tagen [54].

Pathogenese
Auf pathophysiologischer Ebene geht man davon aus, dass es durch 
die Aktivierung von Caspasen zur Apoptose von Enterozyten sowie 
zu einer Verkürzung der Mikrovilli mit oder ohne gleichzeitiger Zot-
tenatrophie kommt [61, 72–78]. Durch die Verkürzung der Mikro-
villi kommt es zu einer Reduktion der absorptiven intestinalen 
Oberf läche, woraus eine Malabsorption resultieren kann 
[73, 74, 77, 79–81]. Studien belegen zusätzlich eine aktivierte Hy-
persekretion von Chlorid, welche zur Entstehung des Durchfalls 
beitragen kann [73, 77, 82]. Ebenso können durch die Malabsorp-
tion nicht adäquat absorbierte Nährstoffe und Elektrolyte zu einer 
osmotischen Diarrhoe führen [73]. Im Rahmen der Giardiose kann 
es zu einer erhöhten Permeabilität des Dünndarmepithels durch 
die Zerstörung von tight junctions kommen [73, 83–85].

Prävalenz
Giardien gehören zu den am häufigsten vorkommenden Parasiten 
des Gastrointestinaltraktes bei Hund und Katze [1–4, 6]. Die Prä-
valenz kann je nach Diagnostikmethode variieren [17, 53]. Gemäß 

Haustiere als Wirte von
Giardia duodenalis

Trophozoit
Trophozoit auf
dem Mikrovillussaum
des Dünndarmes

Cyste

Perorale Infektion
mit Cysten

Gelegentliche Übertragung
bestimmter G. duodenalis-
Stämme auf den Menschen

▶abb. 1 Lebenszyklus von G. duodenalis. Quelle: Grafik: Salome 
Ehrat, nach einer Vorlage von Johannes Eckert und Peter Deplazes, 
Vetsuisse-Fakultät, Universität Zürich; In: Deplazes P, Joachim A, 
Mathis A, Strube C, Taubert A, von Samson-Himmelstjerna G, Zahner 
H, Hrsg, Parasitologie für die Tiermedizin. Stuttgart: Thieme; 2020.

▶fig. 1 Life cycle of G. duodenalis. Source: Graphic: Salome Ehrat, 
based on a draft by Johannes Eckert and Peter Deplazes, Vetsuisse 
Faculty, University of Zurich; In: Deplazes P, Joachim A, Mathis A, 
Strube C, Taubert A, von Samson-Himmelstjerna G, Zahner H, Hrsg, 
Parasitologie für die Tiermedizin. Stuttgart: Thieme; 2020.

Kern
Haftscheibe
Mediankörper

Geißel

hinteres Geißelpaar

▶abb. 2 G. duodenalis Trophozoit. Quelle: Marianne Mathys, nach 
einer Vorlage von Johannes Eckert, Vetsuisse-Fakultät, Universität 
Zürich; In: Deplazes P, Joachim A, Mathis A, Strube C, Taubert A, von 
Samson-Himmelstjerna G, Zahner H, Hrsg, Parasitologie für die 
Tiermedizin. Stuttgart: Thieme; 2020.

▶fig. 2 G. duodenalis trophozoite. Source: Marianne Mathys, based 
on a draft by Johannes Eckert, Vetsuisse Faculty, University of Zurich; 
In: Deplazes P, Joachim A, Mathis A, Strube C, Taubert A, von Sam-
son-Himmelstjerna G, Zahner H, Hrsg, Parasitologie für die Tiermedi-
zin. Stuttgart: Thieme; 2020.
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Übersichtsartikel

einer Studie von Bouzid et al. [53], in welcher 127 Veröffentlichun-
gen über die Prävalenz von Giardien bei Hunden und 68 Veröffent-
lichungen über die Prävalenz bei Katzen weltweit verglichen wur-
den, beträgt die mittlere Prävalenz bei Hunden 15,2  % und Katzen 
12  %. In einer Studie aus Deutschland, in welcher Kotproben von 
2003 bis 2010 gesammelt wurden, betrug die Prävalenz von G. duo-
denalis bei Hunden 18,6  % und bei Katzen 12,6  % [4]. Bei jungen 
Hunden und Katzen unter 6 Monaten kann die Prävalenz auf bis zu 
50  % ansteigen. Ein vermehrtes Auftreten konnte ebenfalls bei Hun-
den aller Altersstufen aus Tierheimen und bei Jagdhunden nachge-
wiesen werden [4, 5, 8, 10–12, 23, 36, 53, 86–92]. Bezüglich der 
Prävalenz der Giardiose bei symptomatischen und asymptomati-
schen Tieren finden sich in der Literatur unterschiedliche Ergebnis-
se. In einigen Studien waren symptomatische Tiere häufiger mit G. 
duodenalis infiziert als asymptomatische [9, 24, 53, 93]. Allerdings 
zeigen andere Studien eine höhere Prävalenz von G. duodenalis bei 
asymptomatischen im Vergleich zu symptomatischen Hunden 
[10, 13, 55, 56]. Bei älteren Katzen über 9 Jahren konnte eine Stu-
die, welche den Kot von 1566 Katzen untersucht hat, keine Giar-
dien mehr nachweisen [86].

Labordiagnostik
Zu den gängigen Labortests zum Nachweis von G. duodenalis ge-
hören der Direktausstrich, die Merthiolat-Iodine-Formalin-Concen-
tration-Methode (MIFC), die zentrifugale Fäkalflotation mittels 
Zinksulfat- oder Zuckerlösung, der Nachweis von Antigenen  
durch einen Enzymimmunoassay (ELISA), der Immunfluoreszenz-
test (IFA) und die Untersuchung auf Giardien-DNA mittels 
Polymerasekettenreation(PCR) [94] (▶tab. 2).

Aufgrund der intermittierenden Ausscheidung der Giardienzys-
ten sollten zur Untersuchung des Kots Sammelkotproben von 2–3 
Kotabsätzen genutzt werden [95]. Für die Diagnostik der Giardio-
se gibt es in der Veterinärmedizin keine definierte Standardmetho-
de [96]. In der Humanmedizin ist der mikroskopische Nachweis der 
Giardien als Standardmethode anzusehen [97]. Meldepflichtig sind 
beim Menschen jedoch auch Fälle, welche mittels Antigennachweis 
(z. B. ELISA oder IFA) oder Nukleinsäurenachweis (PCR) diagnosti-
ziert wurden [98].

Direktausstrich
Der Direktausstrich dient dazu, die Trophozoiten unter dem Mik-
roskop darzustellen. Hierbei wird der Kot mit Kochsalzlösung ver-
mischt, auf einen Objektträger aufgetragen und mit einem Deck-
gläschen abgedeckt. Mit 100-facher Vergrößerung sollte zügig 
nach den Trophozoiten gesucht werden. Diese haben ein typisches 
Bewegungsmuster, welches einem „fallenden Blatt“ gleicht. Die 
Anwendung von Lugolscher Lösung oder Methylenblau hilft die 
Strukturen der Trophozoiten sichtbar zu machen [94]. Aufgrund 
der geringen Sensitivität und der Verwechslungsgefahr der Tropho-
zoiten mit Hefepilzen wird diese Methode jedoch nicht mehr emp-
fohlen [100].

MIFC
Die Giardienzysten können mithilfe der MIFC-Methode fixiert, an-
gefärbt und angereichert werden. Dies ist auch dann möglich, wenn 
nur eine geringe Erregermenge vorhanden ist. Eine erbsengroße 
Kotprobe wird mit der MF-Lösung (Aqua dest. + Merthiolat + Form-
aldehyd + Glyzerin) verrührt, durch eine Gaze gefiltert, in ein Zen-
trifugenröhrchen überführt und kräftig geschüttelt. Anschließend 
wird Diethyläther hinzugefügt, die Probe erneut geschüttelt, 1 Mi-
nute stehen gelassen und zentrifugiert. Die folgenden 4 Schichten 
bilden sich im Probengefäß: Äther und Lipide, Detritus, MF-Schicht 
und das Sediment mit den Parasitenzysten. Die obersten 3 Schich-
ten werden dekantiert und das übrig gebliebene Sediment trop-
fenweise auf den Objektträger gegeben und mit 1 Tropfen Lugol-
scher Lösung vermischt. Nachdem das Deckgläschen aufgelegt 
wurde, kann die Probe bei 100- bis 400-facher Vergrößerung un-
tersucht werden [101]. Aktuelle Studien raten jedoch aufgrund der 
niedrigen Sensitivität von der alleinigen Nutzung der MIFC-Metho-
de zur Diagnostik der Giardiose ab [36, 102]. Des weiteren sind 
Formaldehyd und Diethlyäther Gefahrstoffe, welche toxische Ei-
genschaften besitzen und spezielle Vorsichtsmaßnahmen bei der 
Anwendung erfordern [103, 104].

ELISA
Der Koproantigen-ELISA ist ein immunologisches Nachweisverfah-
ren, mit welchem Kot auf das Vorhandensein von Giardia-Antige-
nen getestet werden kann. Es handelt sich hierbei um einen Sand-
wich-ELISA. Spezifische Antikörper binden an Giardia-Antigene. An 
diesen Antikörpern hängt ein Enzym, welches mittels eines zuge-
fügten Substrates einen Farbumschlag erzeugt, sobald das Antigen 
an den Antikörper bindet. Dieser Farbumschlag kann photomet-
risch gemessen werden [105].

Kommerziell erhältliche Schnelltests (Lateral-Flow-Tests) liefern 
ein qualitatives Ergebnis. Studien, in denen verschiedene Schnell-
tests miteinander verglichen wurden, ergeben eine Sensitivität von 
67–100  % und eine Spezifität von 71,1–98  % [100, 106–108].

Immunfluoreszenz
Ein zweites immunologisches Nachweisverfahren ist der Immun-
fluoreszenztest. Hierbei kommt es zur Bindung von fluoreszenz-
markierten Antikörpern an bestimmte Antigene der Zellwand der 
Giardienzysten [109]. Unter dem Fluoreszensmikroskop kann man 
bei einer positiven Probe die fluoreszierenden Antikörper-Antigen-
Komplexe erkennen (▶abb. 3) [110]. Mehrere Studien, in welchen 
verschiedene Diagnostikmethoden miteinander verglichen wur-

▶tab. 2 Diagnostikmethoden zum Nachweis von G. duodenalis [99].

▶table 2 Diagnostic methods for the detection of G. duodenalis [99].

methode Zielstruktur testergebnis

Direktausstrich Zysten, 
Trophozoiten

Qualitativ

MIFC Zysten Qualitativ

Flotation Zysten Qualitativ/Quantitativ

ELISA Antigen Qualitativ/Quantitativ

Schnelltest  
(Lateral-Flow-Test)

Antigen Qualitativ

Immunfluoreszenz Zysten Qualitativ/Quantitativ

PCR DNA Qualitativ/Quantitativ
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den, kamen zum Ergebnis, dass der IFA mit einer Sensitivität von 
82–99,2  % und einer Spezifität von 90–100  % der sensitivste Test 
ist [96, 100, 111]. Aufgrund dessen wird der IFA immer häufiger als 
Standardtest für klinische Studien verwendet [96, 100, 111, 112].

Flotation
Flotationsverfahren nutzen die höhere Dichte der Flotationslösun-
gen gegenüber dem niedrigeren spezifischen Gewicht der Giar-
dienzysten, wodurch diese an die Oberfläche der Flotationslösung 
treiben. Anschließend wird aus der obersten Schicht der Proben-
flüssigkeit eine kleine Menge abpipettiert und auf einen Objektträ-
ger aufgetragen, welcher weitergehend mikroskopisch untersucht 
wird. Typische Flotationslösungen sind Zuckerlösungen (Dichte 
1,3) und Zinksulfatlösungen (Dichte 1,18). Vorteil der Zinksulfat-
lösung ist, dass die Zysten ihre Form beibehalten (▶abb. 4), wo-
hingegen die Zuckerlösung eine Verformung dieser bewirkt [113]. 
Eine Zentrifugation der Probe mit der Flotationslösung erhöht die 
Sensitivität der Methode [114]. In einer Studie von Uehlinger et al. 
[108] wies die Zentrifugalflotation eine Sensitivität von 86  % und 
eine Spezifität von 98  % auf [108]. In einer anderen Studie erwies 

sich die Zentrifugalflotation im Vergleich mit dem ELISA, der Im-
munchromatographie und der PCR als der beste Test [115].

PCR
Morphologisch sehen die verschiedenen Giardien-Assemblages 
gleich aus. Mittels der PCR-Untersuchung mit anschließender Se-
quenzierung können Kotproben auf bestimmte Genloci der Erre-
ger-DNA getestet und somit deren Genotyp bestimmt werden. Die 
zur Typisierung verwendeten Loci sind 18S rRNA, Glutamatdehyd-
rogenase, Elongationsfaktor 1-α, Triose-Phosphat-Isomerase und 
β-Giardin [116]. Aufgrund eines fehlenden standardisierten Test-
verfahrens zeigen 2 Studien eine sehr variable Sensitivität von 
58  %–97,4  % und eine Spezifität von jeweils 56  % [108, 117]. Vor 
allem bei Infektionen mit einer geringen Erregerlast zeigt die PCR 
eine niedrige Sensitivität [115]. Allerdings ermittelte die PCR in 
einer Studie von Uiterwijk et al. [10] die höchste Prävalenz von Gi-
ardia duodenalis im Vergleich zum ELISA und IFA.

a b

▶abb. 3 Zysten von G. duodenalis mittels Immunfluoreszenz in 400facher Vergrößerung. Quelle: Lehrstuhl für Experimentelle Parasitologie, Ludwig-
Maximilians-Universität München.

▶fig. 3 Cysts of G. duodenalis visible by immunofluorescence in 400x magnification. Source: Department of Experimental Parasitology, Ludwig-
Maximilians-University Munich.

▶abb. 4 Zysten von G. duodenalis mittels Mikroskopie nach Zentrifugalflotation mithilfe des VetScan Imagyst (Zoetis). Quelle: Medizinische Klein-
tierklinik, Ludwig-Maximilians-Universität München.

▶fig. 4 Cysts of G. duodenalis visible by microscopy after centrifugal flotation using the VetScan Imagyst (Zoetis). Source: Medizinische Kleintierkli-
nik, Ludwig-Maximilians-University Munich.
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Übersichtsartikel

Fazit
Als Diagnostikmethoden zur Erkennung einer Giardieninfektion 
sind sowohl der ELISA, Schnelltests (Lateral-Flow-Test), die Zinksul-
fatflotation mit Zentrifugation, als auch der Immunfluoreszenztest 
aufgrund ihrer Sensitivität zu empfehlen. Werden mit einer dieser 
Methoden Giardien nachgewiesen, kann eine PCR-Untersuchung 
zur Bestimmung der Assemblage genutzt werden. In ▶tab. 3 und 
▶tab. 4 werden die Vor- und Nachteile der einzelnen Methoden 
sowie ihre Spezifität und Sensitivität zusammenfassend dargestellt.

Therapie
Das Expertengremium der ESCCAP (European Scientific Counsel 
Companion Animal Parasites) empfiehlt eine Behandlung der Giar-
diose nur bei klinisch auffälligen Hunden und Katzen [54]. Befinden 
sich Risikopatienten (wie z. B. Kleinkinder oder immunsupprimier-
te Menschen) in unmittelbarer Nähe der infizierten Tiere, kann 
unter Abwägung der Vor- und Nachteile eine Therapie bei asymp-
tomatischen Tieren in Erwägung gezogen werden [54]. Reinfekti-
onen sind nach Ende der Behandlung keine Seltenheit [118]. Ziel 
einer Behandlung der Giardiose sollte die Verbesserung der klini-
schen Symptomatik sein.

Fenbendazol
Fenbendazol gehört zur Gruppe der Benzimidazole und wird bei 
Hunden und Katzen als Anthelminthikum gegen Spulwürmer, Ha-
kenwürmer, Bandwürmer (Taenia spp.) und Giardien sowie beim 
Hund zusätzlich gegen Peitschenwürmer eingesetzt [119, 120]. 
Durch die Bindung der Benzimidazolverbindung an Tubulinprotei-
ne als Bestandteil der Mikrotubuli der Giardien kommt es zu einer 
irreversiblen Schädigung des Zytoskeletts [121] sowie zu einer Ver-
änderung der Morphologie und schlussendlich zu einer Ablösung 
der Trophozoiten [119]. Frühere Studien zeigten eine Eliminierung 
der Giardienzysten aus den zu untersuchenden Kotproben durch 
den Einsatz von Fenbendazol [122]. Aktuelle Studien weisen jedoch 
darauf hin, dass es zwar zu einer Reduktion der Zysten kommt, je-
doch nicht immer zu einer vollständigen Beseitigung dieser. Wich-
tig hierbei ist zu erwähnen, dass es durch die Therapie mit Fenben-
dazol vor allem zu einer Verhinderung der Vermehrung der Tropho-
zoiten und nicht einer Eliminierung der bereits entwickelten Zysten 
kommt. Nichtsdestotrotz konnte in jeder der genannten Studien 

▶tab. 4 Diagnostikmethoden und deren Sensitivität und Spezifität.

▶table 4 Sensitivity and specificity of the various diagnostic methods.

methode Sensitivität Spezifität

Direktausstrich 34–65 % 92–94 %

MIFC Keine Angaben Keine Angaben

ELISA 88,9–100 % 83–96 %

Schnelltests (Lateral-Flow-Test) 67–91 % 71,1–99,3 %

Zinksulfatflotation 86 % 98 %

Immunfluoreszenztest 82–99,2 % 90–100 %

PCR 58–97,4 % 56 %

▶tab. 3 Diagnostikmethoden und deren Vor- und Nachteile [36, 95, 109].

▶table 3 Diagnostic methods and their advantages and disadvantages [36, 95, 109].

methode Vorteile nachteile

Direktausstrich ▪ Geringe Kosten
▪ Geringer Zeitaufwand
▪ Durchführung vor Ort möglich
▪ Ergebnis sofort verfügbar

▪ Keine Bestimmung der Assemblage möglich
▪  Keine Rücksichtnahme auf intermittierende 

Ausscheidung

MIFC ▪ Geringer Zeitaufwand ▪ Keine Bestimmung der Assemblage möglich
▪ Gebrauch von Gefahrstoffen

ELISA ▪ Qualitatives und quantitatives Ergebnis ▪ Keine Bestimmung der Assemblage möglich
▪ Test auf Antigen, nicht auf den Erreger selbst
▪ ELISA-Reader notwendig

Schnelltests (Lateral-
Flow-Test)

▪ Geringer Zeitaufwand
▪ Einfache Durchführung
▪ Durchführung vor Ort möglich
▪ Ergebnis sofort verfügbar

▪ Keine Bestimmung der Assemblage möglich
▪ Test auf Antigen, nicht auf den Erreger selbst

Zinksulfatflotation ▪ Durchführung vor Ort möglich
▪ Ergebnis sofort verfügbar

▪ Keine Bestimmung der Assemblage möglich

Immunfluoreszenztest ▪ Qualitatives und quantitatives Ergebnis ▪ Keine Bestimmung der Assemblage möglich
▪ Mikroskop mit Fluoreszenzlicht notwendig

PCR ▪  Bestimmung der Assemblage nach zusätzlicher Sequenzie-
rung möglich

▪ Hoher Zeitaufwand
▪ Durchführung nur im Einsendelabor möglich
▪ Höhere Kosten
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eine deutliche Verbesserung der klinischen Symptomatik gezeigt 
werden [123–125]. Fenbendazol bewirkt laut derzeitigem Wissens-
stand keine unerwünschten Nebenwirkungen und führt lediglich 
zu geringgradigen, temporären Veränderungen im intestinalen Mi-
krobiom [126–128]. Es ist jedoch nicht für trächtige Hündinnen bis 
zum 39. Tag der Trächtigkeit zugelassen, da es in seltenen Fällen 
durch den Metabolit Oxfendazol zu Fruchtschädigungen führen 
kann [120].

Metronidazol
Metronidazol ist ein Antibiotikum und gehört zur Gruppe der Nit-
roimidazole [129]. Es ist ein Prodrug, welches erst durch Redukti-
on seiner Nitrogruppe im Rahmen der Interaktion mit den Parasi-
ten in dessen wirksame Form (Nitroradikalanionen) überführt wird. 
Durch Schädigung der Parasiten-DNA kommt es zum Absterben 
der Erreger [130–132]. Obwohl Metronidazol eine Reduktion der 
Giardienzysten bewirken kann [125], sollte das Medikament nur 
mit Bedacht eingesetzt werden. Studien zeigen eine negative Be-
einflussung des intestinalen Mikrobioms, Dysbiose genannt, und 
eine signifikante Verringerung der Bakterienvielfalt im Gastroin-
testinaltrakt [133, 134]. In mehreren Fallberichten reagierten 
Hunde und Katzen mit neurologischen Symptomen auf die Gabe 
von Metronidazol. Bei einigen Patienten waren die Nebenwirkun-
gen reversibel, andere mussten euthanasiert werden [135–138].

Febantel, Pyrantel und Praziquantel
Febantel, Pyrantel, Praziquantel und deren Kombination sind in 
Deutschland nicht zur Therapie der Giardiose bei Hund und Katze 
zugelassen und müssen umgewidmet werden [54]. Studien zeigen 
eine mäßige bis gute Wirksamkeit vor allem bei Kombinationsprä-
paraten. Allerdings wurden in diesen Studien meist nur eine gerin-
ge Anzahl an Tieren eingeschlossen [139–142]. Reinfektionen wur-
den auch bei dieser Therapieoption häufig festgestellt [143].

Ronidazol
Ronidazol ist, genau wie Metronidazol, ein Antibiotikum der Grup-
pe der Nitroimidazole und kein zugelassener Wirkstoff zur Behand-

lung gegen G. duodenalis. Bei Hund und Katze wurden nur wenige 
klinische Studien durchgeführt, welche die Wirksamkeit gegenüber 
Giardien bestätigen [144, 145]. Ronidazol sollte aufgrund der Ge-
fahr von neurologischen Nebenwirkungen nur nach reiflicher Über-
legung eingesetzt werden [146].

Fazit
Für die Behandlung der felinen und caninen Giardiose sind nur Prä-
parate mit den Wirkstoffen Fenbendazol und Metronidazol zuge-
lassen [54]. Ciuca et al. [118] konnten zeigen, dass es sowohl im 
Rahmen der Therapie mit Fenbendazol als auch mit Metronidazol 
zu einer signifikanten Reduktion der Anzahl der Giardienzysten im 
Kot der Hunde kommt. Hinsichtlich der Verbesserung der klinischen 
Symptomatik zeigten beide Medikamente eine gute Wirksamkeit 
[123, 125]. Aufgrund des negativen Einflusses von Metronidazol 
auf das intestinale Mikrobiom und dessen mögliche Neurotoxizität 
bevorzugen die Autorinnen Fenbendazol zur Behandlung der Giar-
diose. Des Weiteren sehen die Autorinnen keine Notwendigkeit der 
Nutzung der zur Behandlung der Giardiose nicht zugelassenen 
Wirkstoffe Febantel und Ronidazol. Die empfohlenen Dosierungen 
sowie die Risiken und Nebenwirkungen der einzelnen Wirkstoffe 
sind in ▶tab. 5 zusammengefasst.

Therapievorschläge der Giardiose bei Hund 
und Katze nach Meinung der Autorinnen

Fallbeispiel 1
Patient mit gastrointestinalen Symptomen und einem 
positiven Testergebnis
Tiere, welche Symptome einer Giardiose zeigen und positiv getes-
tet wurden, können mit Fenbendazol behandelt werden. Ziel der 
Therapie sollte die klinische Verbesserung der Symptomatik und 
eine Reduktion der Zystausscheidung sein. Zudem ist die Einhal-
tung der oben genannten Hygienemaßnahmen zu empfehlen.

▶tab. 5 Mögliche Therapieoptionen bzw. Behandlungsschemata basierend auf den ESCCAP-Guidelines, sowie deren Risiken und möglichen Neben-
wirkungen [54, 118, 122, 133, 134, 147–149] p. o. = per os; SID = semel in die (einmal täglich); BID = bis in die (zweimal täglich).

▶table 5 Possible treatment options based on the ESCCAP guidelines, as well as their risks and possible side effects [54, 118, 122, 133, 134, 147–
149] p. o. = per os; SID = semel in die (once daily); BID = bis in die (twice daily).

Wirkstoff Dosierung risiken und nebenwirkungen

Fenbendazol Hund und Katze: 50mg/kg p.o. SID für 3–5 
Tage

▪  Potenziell embryotoxisch, teratogen; Nicht bei trächtigen Hündinnen zugelassen
▪ Geringgradige Beeinflussung des intestinalen Mikrobioms

Metronidazol Hund und Katze:25mg/kg p.o. BID für 5–7 
Tage

▪ Negative Beeinflussung des intestinalen Mikrobioms (Dysbiose)
▪ Mögliche Neurotoxizität
▪ Potenziell kanzerogen
▪ Mögliche Antibiotikaresistenzbildung

Febantel Hund: 15mg/kg p.o. SID für 3 Tage Katze: 
30 mg/kg p.o. SID für 5 Tage

▪ Nicht zugelassen: Umwidmung der Indikation notwendig
▪  Potenziell embryotoxisch, teratogen; nicht bei trächtigen Hündinnen zugelassen

Ronidazol Hund: 30–50mg/kg p.o. BID für 7 Tage 
Katze: 30mg/kg p.o. SID für 14 Tage

▪ Nicht zugelassen: Umwidmung der Indikation und der Tierart notwendig
▪ Mögliche Antibiotikaresistenzbildung
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Fallbeispiel 2
Patient ohne gastrointestinale Symptome und mit einem 
positiven Testergebnis
Asymptomatische Tiere sollten nicht standardmäßig therapiert 
werden, auch wenn sie wiederholt positive Testergebnisse aufwei-
sen. Bei diesen Hunden und Katzen wird eine Behandlung nur emp-
fohlen, wenn Risikopatient*innen im Haushalt leben. Alternativ 
kann mittels PCR-Diagnostik die Assemblage der Giardien identi-
fiziert und somit auf das zoonotische Potenzial der Parasiten ge-
schlossen werden (▶abb. 5).

Fallbeispiel 3
Patient mit anhaltenden gastrointestinalen Symptomen 
trotz Therapie gegen Giardien und einem positiven oder 
negativen Testergebnis nach Behandlung
Bleibt ein Tier trotz Therapie symptomatisch, ist es möglich, dass die 
Symptomatik und die persistierende Giardieninfektion auf eine chro-
nisch entzündliche Darmerkrankung zurückzuführen ist. Diese Pati-
enten sollten auf weitere gastrointestinale und extragastrointesti-
nale Erkrankungen untersucht werden. Die Fütterung einer hydro-
lysierten Diät oder eines Futters mit maximal einer Proteinquelle 
(Monoprotein) sowie die Unterstützung des intestinalen Mikrobioms 
mit Pro- und Präbiotika führen nach Erfahrung der Autorinnen in vie-
len Fällen zu einer langfristigen Verbesserung der Symptomatik und 
etwaigen Eradikation der Giardien. Eine Kottransplantation kann ins-

▶tab. 6 Prävention und Hygienemaßnahmen bei einer Infektion mit G. duodenalis gemäß ESCCAP-Empfehlungen [54]. Quelle: www.esccap.de.

▶table 6 Prevention and specific hygiene measures in case of infection with G. duodenalis according to ESCCAP recommendations [54]. Source: 
www.esccap.de.

einsatzbereich Hygienemaßnahme

Prävention Schulung und konkrete Anweisung des Pflegepersonals bzw. der Tierbesitzer*innen

Aufsammeln von Kot und Entfernung des Kots über den Hausmüll

Feuchte Areale in Ausläufen/Gärten beseitigen und nach Möglichkeit befestigen

Bekämpfung/
Desinfektion der 
Giardien in der 
Umgebung

Reinigung aller kontaminierten Oberflächen mit anschließender Abtrocknung (wenn möglich mittels Dampfstrahler > 60 °C)

Näpfe regelmäßig mit Wasser > 65 °C reinigen und trocknen

Katzentoiletten täglich mit Wasser > 65 °C reinigen und trocknen

Decken/Kissen > 65 °C waschen

Spielzeuge täglich mit Wasser > 65 °C reinigen und trocknen

Hygiene am Tier Analbereich vorsichtig scheren

Hunde ggf. auch Katzen gründlich mit z. B. chlorhexidindigluconathaltigen Produkten shampoonieren 

Anhaftende Kotreste entfernen

Giardien positives Tier

Kontakt mit Risikoperson Behandlung

Keine Behandlung Ggf. Genotypisierung

Ja

Asymptomatisch Symptomatisch

Nein

Hygienemaßnahmen

Ja

▶abb. 5 Entscheidungshilfe bei einem positivem Giardienbefund. Quelle: S. Kanski.

▶fig. 5 Flow chart for decision support in cases of positive Giardia findings. Source: S. Kanski.
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besondere nach vorangegangener Metronidazoltherapie als zusätz-
liche Therapieoption in Erwägung gezogen werden.

Hygiene
Ergänzend zur medikamentösen Therapie wird die Beachtung be-
sonderer Hygienemaßnahmen empfohlen (▶tab. 6). Das Einhal-
ten dieser Richtlinien erhöht die Wahrscheinlichkeit auf eine Re-
duktion der Zysten in der Umwelt und kann Reinfektionen vorbeu-
gen [144].

  
faZit für Die Pr a xiS
G. duodenalis ist einer der am häufigsten vorkommenden 
Darmparasiten bei Hunden und Katzen. Betroffene Tiere 
können Symptome wie Durchfall mit und ohne Erbrechen 
zeigen oder asymptomatisch bleiben. Empfohlene Diagnos-
tikmethoden zur Erkennung einer Giardieninfektion sind 
sowohl der ELISA, Schnelltests (Lateral-Flow-Test), die 
Zinksulfatflotation mit Zentrifugation, als auch der Immun-
fluoreszenztest. Als Therapie wird die Gabe von Fenbendazol 
bevorzugt. Antibiotika sollten zur Bekämpfung der Giardiose 
aufgrund ihrer negativen Auswirkungen auf das intestinale 
Mikrobiom vermieden werden. Trotz Therapie und der 
Durchführung von Hygienemaßnahmen, kommt es oftmals 
zu Reinfektionen. Hunde und Katzen, welche langfristig 
symptomatisch bleiben, sollten weitergehend internistisch 
abgeklärt werden.

Interessenkonflikt

Hiermit erkläre ich, dass zu den Inhalten des Artikels „Ein Update zur 
felinen und caninen Giardiose“ kein Interessenkonflikt vorliegt.

Literatur

Das Literaturverzeichnis findet sich online unter  
http://dx.doi.org/10.1055/a-2191-1723.
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Punkte sammeln auf CME.thieme.de 
Diese ATF-anerkannte Fortbildungseinheit ist in der Regel online 12 Monate für die Teilnahme von 
Abonnent* innen dieser Zeitschrift verfügbar. Einsendeschluss für diese Fortbildungseinheit 
ist der 15.12.2024. Sollten Sie Fragen zur Online-Teilnahme haben, finden Sie unter 
https://cme.thieme.de/hilfe eine ausführliche Anleitung. Wir wünschen viel Erfolg 
beim Beantworten der Fragen!

Unter https://www.thieme-connect.de/products/ejournals/html/
10.1055/a-2191-1723 oder über den QR-Code kommen Sie direkt zum Artikel.

Frage 5
Was wird mithilfe eines Giardien-Schnelltests nachge-
wiesen?

A Zysten
B Antigen
C Antikörper
D Trophozoiten
E DNA

Frage 6
Welche Testmethode eignet sich für die Differenzierung 
der Assemblages?

A Flotation
B PCR
C Schnelltest
D MIFC
E IFA

Frage 7
Welche Testmethode hat die niedrigste Sensitivität?

A IFA
B Direktausstrich
C PCR
D Flotation
E Schnelltest

Frage 8
Welcher Wirkstoff wird bevorzugt für die Behandlung 
einer Infektion mit G. duodenalis eingesetzt?

A Metronidazol
B Ronidazol
C Fenbendazol
D Milbemycin-Oxim
E Praziquantel

Frage 1
Durch welche Giardien-Spezies kann die feline und ca-
nine Giardiose auslöst werden?

A G. microti
B G. agilis
C G. duodenalis
D G. muris
E G. ardeae

Frage 2
Welche Giardien-Assemblages kommen vor allem bei 
der Katze vor?

A A  +  F
B C  +  D
C B  +  D
D D  +  F
E A  +  B

Frage 3
In welchem Alter ist die Prävalenz von Giardien bei Hun-
den und Katzen am höchsten?

A  <  1 Jahr
B 1–3 Jahre
C 3–5 Jahre
D 5–7 Jahre
E  >  7 Jahre

Frage 4
Wie nennt man das infektiöse Stadium von Giardia spp.?

A Zyste
B Larve
C Gamont
D Trophozoit
E Sporozoit
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Fortsetzung … 

Fragen und Antworten | CVE

Frage 9
Was sind mögliche Nebenwirkungen bei der Gabe von 
Metronidazol?

A Polyphagie
B Polyurie
C Husten
D Juckreiz
E Neurologische Symptome

Frage 10
Wann sollte eine Behandlung einer Giardien-Infektion 
gestartet werden?

A Bei einem positiven Testergebnis ohne klinische 
Symptomatik

B Bei einem positiven Testergebnis mit klinischer 
Symptomatik

C Bei einem negativen Testergebnis ohne klinische 
Symptomatik

D Bei einem negativen Testergebnis mit klinischer 
Symptomatik

E Sobald ein anderes Tier im Haushalt positiv getestet 
wurde
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Giardia duodenalis is one of the most common parasites of 
the gastrointestinal tract in dogs and cats.2,19,23,25,30,35 Infec-
tion with G. duodenalis may either cause clinical signs or 
remain subclinical.5 Typical clinical signs of giardiasis in 
dogs and cats are acute or chronic intermittent, thin-to-
watery diarrhea, with or without mucus. Nausea, vomiting, 
malabsorption, weight loss, and lethargy are also observed 
frequently.1,10,34 Worldwide, the mean prevalence of G. duo-
denalis has been reported as 15% in adult dogs and 12% in 
adult cats.5 In animals <6-mo-old, the prevalence can be up 
to 50%.4,38 Prevalence may vary depending on the test 
method used5,12 as well as the amount of fecal samples tested, 
due to the intermittent shedding of Giardia cysts.9,16,17,21,36

Given its high sensitivity and specificity, several studies 
consider the direct immunofluorescence assay (IFA) as the 
reference method for the detection of G. duodenalis in 
dogs.3,14,15,31,32 The IFA is a direct detection method that uses 
specific monoclonal antibodies against epitopes of the Giar-
dia cyst wall. Combined with fluorescence microscopy, this 
technique is considered to have an exceptionally low detec-
tion limit.13 For point-of-care (POC) testing of fecal samples, 
lateral-flow rapid tests or centrifugal flotation with zinc sul-
fate solution are recommended due to their ease of use as 
well as their good sensitivity and specificity.32,33 The SNAP 
Giardia test (SNAP; Idexx) is a lateral-flow test that is used 
frequently in veterinary practices.3,8,11 The principle of the 

SNAP test is based on the detection of soluble Giardia anti-
gen, which occurs freely in the feces and is not attached to 
the cyst wall.18,29

The Vetscan Imagyst (Vetscan; Zoetis) is a POC device 
for the detection of Giardia cysts in fecal samples.28 The sys-
tem is based on centrifugal flotation of the fecal sample with 
zinc sulfate solution. The centrifuged sample is applied to a 
glass slide and coverslipped. The area under the coverslip is 
automatically scanned by the Vetscan, and the composed 
digital image of the area is screened for cysts using artificial 
intelligence. The Vetscan provides a quantitative result of the 
cysts found per slide.26,28 A 2021 study examined 100 sam-
ples for G. duodenalis and found a sensitivity of 76% and a 
specificity of 97% for the Vetscan compared to conventional 
centrifugal flotation and microscopic analysis of sample 
slides by an experienced parasitologist. Sensitivity increased 
to 95% when samples that contained <10 cysts per gram of 
feces were excluded.28

SNAP and Vetscan are used as POC tests that, unlike the 
IFA, can be performed quickly and without any special prior 
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Performance of the Vetscan Imagyst in  
point-of-care detection of Giardia duodenalis 
in canine fecal samples

Sabrina Kanski, Kathrin Busch,  Regina Hailmann, Karin Weber1

Abstract. Giardia duodenalis is a common parasite of the gastrointestinal tract of dogs, with an especially high prevalence 
in dogs <1-y-old. Methods for detecting G. duodenalis are point-of-care (POC) tests such as lateral-flow tests or fecal flotation. 
The Vetscan Imagyst (Zoetis) is a new POC device for the detection of G. duodenalis in fecal samples using zinc sulfate 
flotation, automated slide scanning, and image recognition with artificial intelligence. Vetscan results are the number of Giardia 
cysts per coverslip. We compared the performance of the Vetscan and another POC test (SNAP Giardia test; Idexx) with a 
direct immunofluorescence assay (IFA) performed in a specialized parasitology laboratory as the reference test. We included 
164 dogs <19-mo-old. We used pooled fecal samples from 3 defecations gained within 2–3 d and tested the repeatability of the 
Vetscan by triplicate measurement. Compared to IFA, Vetscan had a diagnostic sensitivity of 88.4% and specificity of 98.1%; 
SNAP had a diagnostic sensitivity of 74.4% and specificity of 98.1%. A variation coefficient of 67.0% was determined for the 
Vetscan results. The performance of the Vetscan is acceptable for the qualitative evaluation of fecal samples (Giardia positive 
or negative), and the device can be used by untrained personnel. Given its high variation coefficient, we do not recommend the 
Vetscan for monitoring the number of cysts.

Keywords: artificial intelligence; dogs; Giardia; immunofluorescence assay; Vetscan Imagyst.
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knowledge or training. The Vetscan also offers the possibility 
of having questionable results evaluated by an experienced 
parasitologist from Zoetis. Our objectives were to compare 
the Vetscan and SNAP tests to a reference test (IFA) for the 
detection of G. duodenalis and to test the repeatability of 
Giardia cyst quantification by the Vetscan.

Material and methods

Study overview

The collection and use of fecal samples was approved by the 
ethics committee of the veterinary faculty of Ludwig-Maxi-
milians-University Munich (LMU Munich, Germany; 270-
12-05-2021). We examined fecal samples for G. duodenalis 
in the laboratory of the Small Animal Clinic of LMU Munich 
using Vetscan and SNAP tests. In addition, an IFA was per-
formed at the Institute of Experimental Parasitology (IEP) of 
LMU Munich. For each measurement, 3 fecal samples were 
collected as a pooled sample. The sample collection and 
pooling method used in our study reflects the method used in 
practice for Giardia tests: scoops from the 3 samples were 
taken separately and pooled; sample weight was not stan-
dardized. We included pooled samples from 164 dogs of 
which 150 were measured by all 3 detection methods. To 
determine the repeatability of the Vetscan results, we per-
formed the measurement 3 consecutive times per sample. 
For 14 of the 164 samples, we only performed the triplicate 
measurement using the Vetscan given the small amount of 
sample material.

Fecal specimen collection

We collected fecal samples between January 2022 and 
August 2023 in the wider Munich area. Dogs of all breeds 
and both sexes, up to 19-mo-old were enrolled regardless of 
fecal scoring. The dog owners collected 3 fecal samples from 
each dog over 2–3 d and brought them immediately to LMU 
Munich. The fecal samples were stored in sample tubes at 
4°C and tested within 72 h of the start of individual sample 
collection using the Vetscan and SNAP tests. Technicians at 
the IEP at LMU Munich examined the samples within 14 d of 
submission using IFA. Fecal consistency was recorded using 
the Purina Fecal Scoring Chart (Suppl. Material).

POC testing with the Vetscan Imagyst

As a POC test, the Vetscan is intended to be a simple time-
saving tool for testing fecal samples for intestinal parasites. 
The Vetscan sample preparation kit for Giardia cysts includes 
stir sticks, glass slides, sample tubes with zinc sulphate solu-
tion (specific gravity 1.18) and an attached scoop, a transfer 
loop, coverslips, and collection tubes and caps. From each of 
the 3 fecal samples per dog, we placed a scoop (which is 
attached to the collection tube of the sample material of the 

Vetscan) of feces in the sample tube and stirred with the stir 
stick. We then sealed the tube, and centrifugation was per-
formed at 500 × g for 2 min. After centrifugation, we applied 
the top layer of the sample to the glass slide with the transfer 
loop and placed the coverslip on top. The glass slide was 
inserted into the Vetscan Ocus 40 scanner (Grundium), and 
the scanning process was started via the Vetscan online plat-
form. We tested each pooled fecal sample 3 consecutive 
times. At the end of the scanning process, the images from 
the scan were uploaded to a cloud-based server, analyzed, 
and the results uploaded to the online platform. In the case of 
a positive test result, photos of the objects found were pro-
vided by the Vetscan, and the number of objects classified as 
Giardia cysts was indicated. The Vetscan workflow requires 
confirmation of each result before it is logged into the patient 
file. For each sample that the Vetscan marked positive, and to 
avoid false-positive results, a trained veterinarian checked 
the photos to see whether the structures shown were Giardia 
cysts. If only structures other than Giardia cysts were visible, 
the measurement was assigned negative. We considered 
pooled samples with 2 or 3 positive measurements positive, 
and samples with 1 or no positive result negative.

POC testing with the SNAP Giardia test

We tested 150 samples with the SNAP test, and then tested 
the same samples with the IFA reference method. The SNAP 
lateral-flow rapid test is an enzyme immunoassay for the 
qualitative detection of Giardia antigen in feces. We coated 
the swab included in the test kit with the material from 3 
fecal samples per dog and placed the tube over the swab. We 
then mixed the conjugate solution with the sample material 
by pressing the plastic bulb according to the manufacturer’s 
instructions. We used the swab as a pipette and added 5 drops 
of conjugate solution to the sample well of the SNAP device. 
After pressing down the activator, we waited 8 min and then 
read the result according to the manufacturer’s instructions. 
The positive control must be positive with every test.

Reference test using an  
immunofluorescence assay

The testing of the fecal samples for G. duodenalis using the 
direct IFA was carried out by parasitologists of the IEP LMU 
Munich. We sent sample material of 3 fecal samples per dog 
to the IEP as a pooled sample. A spatula tip sample of the 
pooled fecal sample was used for testing. Soft-to-liquid feces 
were mixed before sampling; if the feces were solid, the sam-
ple material was collected from several locations. The labo-
ratory uses a commercial Cryptosporidium/Giardia test kit 
(Merifluor; Meridian Bioscience) and fluorescence micros-
copy at a wavelength of 495 nm. Fluorescence-labeled anti-
bodies bind to antigens on the cell wall of Giardia cysts. 
Thereby the cysts can be visualized on a slide under a fluo-
rescence microscope. The fecal samples were scored by the 
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parasitology laboratory according to the number of cysts as 
follows: negative (–); low (+): 1–50; moderate (++): 51–500; 
high (+++): >500 (each per slide).

Statistical analysis

Data collection and statistical analysis were performed using 
Excel v.16.76 (Microsoft) and Prism v.5.04 (GraphPad). We 
calculated the sensitivity and specificity of the Vetscan and 
SNAP in comparison to the IFA using contingency tables with 
a 95% CI. We determined the repeatability of the Vetscan mea-
surements of the 3 test results per sample using the CV.

Results

We collected fecal samples from 164 dogs. In the study 
population, 79 (48.2%) of the dogs were male (4 castrated); 
80 (48.8%) of the dogs were female (3 spayed); the sex of 
5 (3%) dogs was not specified. We included dogs 1–18-mo-
old (median 9.0) in our study. The fecal consistencies of 
156 of the 164 samples were recorded according to the 
Purina Fecal Scoring Chart; a score of 1–3.5 (no diarrhea) 
was found in 95 (60.9%) dogs. The 61 (39.1%) remaining 
dogs had a fecal score of 4–7 (diarrhea). Samples from 150 
dogs were tested with all 3 tests: IFA, Vetscan, and SNAP. 
The remaining 14 samples were analyzed exclusively with 
the Vetscan. Of these 14 samples, 7 samples were positive 
(3 of 3 measurements positive) and the other 7 samples 
were negative (3 of 3 measurements negative) for Giardia 

cysts. Of the 150 samples examined with all 3 detection 
methods, 107 were negative with the reference method 
(IFA). The remaining 43 samples were positive with the 
reference method, representing ~28.7% of the study popu-
lation. Semiquantitative measurement by IFA showed a low 
number of cysts in 37.2% of the positive samples, a moder-
ate amount in 53.5%, and a high number of cysts in 9.3% of 
the measurements. The Vetscan test was positive in 40 sam-
ples (Fig. 1) and the SNAP in 34 of the 150 pooled samples. 
For the 150 samples that were tested with all 3 methods, 
results were concordant with all 3 methods in 134 samples 
(89.3%); results were discordant in 16 samples (Table 1). 
Most of the 16 samples with discordant results either tested 
negative or had a low cyst count with the IFA (Table 2). Two 

Figure 1. Objects counted as Giardia cysts by the Vetscan. 
True positive measurement with multiple cysts in a sample that 
was also Giardia positive by direct immunofluorescence assay and 
SNAP test.

Table 1. Combination pattern of qualitative test results for 
Giardia duodenalis in canine fecal samples.

No. of samples Vetscan SNAP IFA

31 + + +
103 – – –
7 + – +
4 – – +
2 – + –
2 + – –
1 – + +

+ = positive; – = negative; IFA = direct immunofluorescence assay for Giardia; 
SNAP = SNAP Giardia test (Idexx); Vetscan = Vetscan Imagyst, Giardia test kit (Zoetis).

Table 2. Fecal samples with discordant results, with qualitative 
results of the Vetscan, SNAP, and IFA, interpretation and 
quantitative results of the triplicate Vetscan measurements, and 
interpretation and semiquantitative results of the IFA measurements.

Vetscan

SNAP IFA Semiquantitative 1 2 3

+ 86 28 53 – + Moderate
+ 43 83 105 – + Moderate
+ 16 39 9 – + Moderate
+ 4 3 1 – + Low
+ 3 0 2 – + Low
+ 1 2 3 – + Low
+ 1 2 0 – + Low
– 3 0 0 – + Low
– 1 0 0 + + Low
– 0 0 1 – + Low
– 0 0 0 – + Low
– 0 0 0 – + Low
+ 23 11 31 – –  
+ 4 1 4 – –  
– 0 0 0 + –  
– 0 0 0 + –  

IFA = direct immunofluorescence assay for Giardia (Giardia cysts per slide: low = 1–
50, moderate = 51–500); SNAP = SNAP Giardia test (Idexx); Vetscan = Vetscan 
Imagyst, Giardia test kit (Zoetis).
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of the 150 samples analyzed with each test method were pos-
itive solely with the Vetscan. The results of the triplicate mea-
surement showed 23, 11, and 31 cysts and 4, 1, and 4 cysts in 
these samples. Because size and form of the cysts in these 
samples did not differ from real Giardia cysts (Fig. 2A–D), 
we decided to have them tested by PCR in a specialized labo-
ratory (Anicura Tieraerztliches Labor, Freiburg, Germany). 

The result of the PCR assay (target: 18S rRNA gene) was 
negative for Giardia DNA for both samples.

Diagnostic sensitivity and specificity of the Vetscan and 
SNAP were compared to the IFA. The Vetscan had higher 
sensitivity than the SNAP test compared to the reference 
method in our study. The specificity was equal for both the 
Vetscan and SNAP tests (Table 3).

Figure 2. Objects consistent with cysts and counted as Giardia cysts by the Vetscan in 2 samples (sample 1: A, B; sample 2: C, D) 
that were negative for Giardia by direct immunofluorescence assay, SNAP, and PCR tests. The objects resemble Giardia cysts in form and 
size and were visible in all 3 measurements conducted with the Vetscan, the samples were therefore counted as positive. The objects may 
represent cysts other than Giardia, explaining the negative results of all other tests.
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To test repeatability, we measured the pooled samples of 
all 164 dogs 3 times with the Vetscan for a total of 492 mea-
surements. In 7 of the 492 measurements, the Vetscan showed 
irregularly shaped structures that did not resemble Giardia 
cysts (Fig. 3). In these false-positive measurements, 4 struc-
tures other than Giardia cysts were found in 2 measurements 
and 1 structure in each of the 5 other measurements. A false-
positive result was displayed in 1.4% of the measurements. 
Consequently, we were able to confirm 47 pooled samples as 
correctly positive. In 42 samples, 3 of 3 measurements were 
positive; in 5 samples, 2 of 3 measurements were positive. 
Seven pooled samples had 1 positive and 2 negative test 
results, and 110 samples had 3 negative results. For the quan-
titative results (cysts per slide), the CV was 20.0–141%, with 
an average of 67.0%.

Discussion

In most measurements, the qualitative Vetscan results were 
concordant with the IFA results. In specimens in which the 

IFA was positive and the Vetscan result was negative, only 
low cyst counts could be detected with the IFA. For samples 
in which the IFA cyst counts were moderate or high, results 
were always positive with the Vetscan. The Vetscan image 
recognition detected structures that, in our opinion, were not 
Giardia cysts in 1.4% of our measurements; these false-pos-
itive results were rejected manually. This problem only 
occurred in samples with a low count of structures (<5), 
which are also difficult to assign as positive or negative with 
manual microscopic methods.

Our calculated sensitivity and specificity of the Vetscan 
and SNAP tests are comparable with the results from the lit-
erature. Comparisons of zinc sulfate flotation with IFA have 
reported a sensitivity of 49–88.1% and a specificity of 65–
94%.31,32 In one study, the Vetscan sensitivity was 75.8%; 
after excluding samples with <10 cysts per gram, the sensitiv-
ity increased to 95.2% compared to the results of microscopic 
evaluation by a parasitologist.28 Although we excluded no 
samples with a small number of cysts in our study, the sensi-
tivity of 88.4% is higher than in the aforementioned study.

Table 3. Sensitivity and specificity of the Vetscan and SNAP tests compared to IFA as the reference method for the detection of 
Giardia cysts in canine fecal samples.

Test
Sensitivity, %
(95% CI)

Specificity, %
(95% CI)

PPV, %
(95% CI)

NPV, %
(95% CI)

Vetscan 88.4 (74.9–96.1) 98.1 (93.4–99.8) 95.0 (83.1–99.4) 95.4 (89.7–98.5)
SNAP 74.4 (58.8–86.5) 98.1 (93.4–99.8) 94.1 (80.3–99.3) 90.5 (83.7–95.2)

IFA = direct immunofluorescence assay for Giardia; NPV = negative predictive value; PPV = positive predictive value; SNAP = SNAP Giardia test (Idexx); Vetscan = Vetscan 
Imagyst, Giardia test kit (Zoetis).

Figure 3. Single objects that do not resemble Giardia cysts but counted as Giardia cysts in 2 samples (sample 1: A; sample 2: B) by the 
Vetscan. By reviewing the photos, the measurements were considered negative for Giardia cysts.
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In another study, the performance of the Vetscan with 2 
different scanners, the Ocus 40 and the EasyScan One, was 
compared with the results of an expert parasitologist; 174 
canine and feline fecal samples were examined with the 
Ocus 40 and 87 samples with the EasyScan One scanner. 
Due to a recording error, the results of the canine and feline 
samples were combined. The Ocus 40 achieved a sensitivity 
of 92.1% and a specificity of 98.8%, whereas the sensitivity 
of the EasyScan One was 73.6% and the specificity 100% 
compared to the expert parasitologist. The authors concluded 
that the Ocus 40 was able to achieve better sensitivity due to 
the higher quality of the scanned images.27 Despite the fact 
that we used the Ocus 40 in our study, the sensitivity was 
lower at 88.4%. This may be because we used the IFA as the 
reference method, whereas the previous study27 compared 
the Vetscan to manual examination of the same fecal slide by 
experienced personnel without immunofluorescent labeling.

We collected the published performance parameters of 7 
frequently used lateral-flow tests for Giardia detection with 
the IFA as the reference method. The sensitivity was 70–
100%; specificity was 71–100% (Table 4). Compared to the 
IFA in previous studies, the sensitivity of the SNAP test 
was 85–91% and specificity was 96–100%.3,24,37 The sensi-
tivity of the SNAP is lower in our study at 74.4%, whereas 
the specificity of the SNAP test that we found was similar 
to the aforementioned studies. Test performance varies with 
the disease prevalence in the study population and with the 
patient spectrum, which might explain the differences.22

Two samples in our study had cysts that were consistent 
with Giardia cyst morphology in all 3 measurements with 
the Vetscan, but were negative with all other test methods 
applied, including PCR for the target 18S rRNA gene. These 
2 samples are the false-positive Vetscan measurements. 
Cysts may be distributed irregularly in feces, which may 
occasionally lead to discrepant results in the same sample. 
Information about the sensitivity of the PCR assay used for 
these samples is not available, but the sensitivity of some 
PCR assays has been shown to be low compared to IFA in 
previous studies.36,37 Given that the SNAP and IFA were also 

negative, the objects may also be cysts of parasites other than 
Giardia that do not infect dogs, but are found in dog feces by 
ingestion of mice or feces of other animals. The Vetscan may 
not be able to differentiate these cysts and may then yield 
false-positive results.

Repeated measurements using the Vetscan had a CV of 
67%, although the measurements were performed with sam-
ple material from the same 3 fecal samples per dog. One 
possible reason for these discrepancies could be that the 
sample material was taken from different parts of the fecal 
samples and the cysts may not be distributed evenly. It is 
also possible that the consistency of the feces and possible 
admixtures such as mucus or blood could affect the results. 
As Giardia cysts are small, transparent, and fragile, cysts 
may not have been detected, leading to differences in quan-
titative measurements. The automated cyst count of the 
Vetscan may also not be consistent or may not include cysts 
that are slightly tilted or damaged. In 12 samples, the tripli-
cate measurements of the Vetscan yielded 1 or 2 negative 
results. In these dogs, low-level infection might have been 
missed with a single measurement despite the use of a 
pooled fecal sample.

Due to the scatter of results, we believe that it is not pos-
sible to determine an exact quantitative Giardia cyst count 
with the Vetscan. Current recommendations advise retesting 
dogs with clinical signs of giardiasis and a positive Giardia 
test after treatment, especially in dogs that continue to have 
clinical signs.7,9 Studies have shown that some dogs were 
still positive after standard therapy with fenbendazole or 
metronidazole, yet the clinical signs of the dogs had improved 
significantly.6,20 The World Association for the Advancement 
of Veterinary Parasitology defines therapeutic success in 
canine giardiasis as a reduction in Giardia cysts of ≥90% 
using a quantitative immunofluorescence approach.15 Based 
on our results, we believe that quantitative determination of 
the number of cysts with the Vetscan should not be used to 
monitor cyst reduction.

The nomenclature of Giardia species is currently being 
critically reconsidered.39 As no PCR tests were performed 

Table 4. Reported sensitivity and specificity of different Giardia lateral-flow tests with the direct immunofluorescence assay as 
reference method.

Trade name (manufacturer) of Giardia lateral-flow tests Sensitivity, % Specificity, % Reference

SNAP Giardia test (Idexx) 87.1 93.4 3

 91.0 96.0 37

 85.3 100 24

Vetscan canine Giardia rapid test (Abaxis) 70.0 85.5 3

Anigen rapid CPV-CCV-Giardia antigen test (BioNote) 80.2 80.3 3

Witness Giardia test (Zoetis) 73.3 71.1 3

ProSpecT (Remel) 100.0 83.0 3

 91.2 99.4 24

ImmunoCard STAT! Cryptosporidium/Giardia rapid assay (Meridian) 72.7 99.0 24

Xpect Giardia/Cryptosporidium (Remel) 79.4 99.0 24
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in our study to determine the assemblages, we cannot say 
with certainty which genotypes were involved in our fecal 
samples.

The design of our study was based on the procedures for 
Giardia tests in clinical practice. The Vetscan and SNAP 
tests were performed according to the manufacturer’s instruc-
tions, without standardized sample weight, as was the IFA 
method used in the external parasitology laboratory. This 
lack of standardization with all 3 methods contributes to the 
variation in results. However, >95% of the qualitative 
Vetscan results are concordant with the reference test, mak-
ing it a useful qualitative POC test for Giardia detection in 
canine fecal samples.
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IV. DISKUSSION 

Als Point-of-Care Tests werden diagnostische Methoden bezeichnet, welche vor 

Ort in der Praxis durchgeführt werden können. Vorteile dieser Testmethoden sind 

die einfache Handhabung sowie die sofortige Verfügbarkeit der Ergebnisse 

(BUSIN et al., 2016).  

Das Ziel der vorliegenden Studie war der Vergleich der Leistung des VetScan 

ImagystÒ von Zoetis und des SNAPÒ Giardia Tests von IDEXX als Point-of-Care 

Tests mit dem Immunfluoreszenztest (IFA) als Referenzmethode zur Untersuchung 

von Kotproben auf G. duodenalis. Zum jetzigen Zeitpunkt ist in der 

Veterinärmedizin keine Methode zum Test auf G. duodenalis als Goldstandard 

definiert. Der IFA wird jedoch aufgrund seiner guten Leistung in Studien als 

Referenztest genutzt (GEURDEN et al., 2008; UEHLINGER et al., 2017; SALEH 

et al., 2019). Das Prinzip des IFA basiert auf der Bindung von 

fluoreszenzmarkierten Antikörpern mit Antigenen der Giardienzysten. Unter einem 

Fluoreszensmikroskop können bei einem positiven Befund die fluoreszierenden 

Giardienzysten erkannt werden (ADEYEMO et al., 2018). Die „World Association 

for the Advancement of Veterinary Parasitology“ empfiehlt den IFA als 

diagnostische Methode, um die Wirksamkeit von Medikamenten zur Eliminierung 

der Giardienzysten zu testen (GEURDEN et al., 2014).  

In die Studie wurden Kotproben von 164 Hunden eingeschlossen. Die Hunde 

kommen vorwiegend aus Einzelhaltungen in Privatwohnungen. Da die Prävalenz 

von Giardien bei Jungtieren höher ist als bei adulten Tieren (BARUTZKI & 

SCHAPER, 2013), wurden Hunde mit einem Alter unter 19 Monaten aller Rassen 

und beider Geschlechter eingeschlossen. Um eine mögliche intermittierende 

Ausscheidung der Zysten zu berücksichtigen (HIATT RA; DEUTSCHE 

ADAPTION DER ESCCAP-EMPFEHLUNG NR. 6, 2017), wurden die 

Besitzer*innen der teilnehmenden Hunde gebeten, Kotproben von drei 

unterschiedlichen Kotabsätzen innerhalb von zwei bis drei Tagen zu sammeln, zu 

kühlen und unverzüglich an die Kleintierklinik der LMU München zu bringen. In 

anderen Studien, welche diagnostische Methoden zur Detektion von G. duodenalis 

verglichen haben, variiert die Probenanzahl von 20 – 1291 Hunden aus 

unterschiedlichen Haltungsformen (Haushunde, Zwingerhunde, Jagdhunde, Hunde 
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aus einer kommerziellen Zucht für wissenschaftliche Studien). Trotz der 

vermuteten ungleichmäßigen Ausscheidung der Giardienzysten, wurde in keiner 

der genannten Studien Sammelkot für die Testdurchführung verwendet. 

(RISHNIW et al., 2010; UITERWIJK et al., 2018; SALEH et al., 2019). In der 

Studie von Gabrielli et al. wurde jeweils nur eine Kotprobe von 200 privat 

gehaltenen Hunden untersucht. Diese Vorgehensweise wird als Limitation genannt. 

Als Verbesserungsvorschlag wurde die Untersuchung von mindestens drei 

Kotproben je Hund vorgeschlagen (GABRIELLI et al., 2024), wie es in der 

vorliegenden Arbeit durchgeführt wurde. Basierend auf den genannten Parametern 

ist davon auszugehen, dass die vorliegenden Ergebnisse vergleichbar mit 

bestehender Literatur sind.   

150 der 164 Sammelkotproben wurden mit dem VetScan und dem SNAP vor Ort 

getestet. Die Durchführung des IFA fand in einem Einsendelabor des Instituts der 

Experimentellen Parasitologie der LMU München statt. Die 14 weiteren Proben 

wurden aufgrund einer geringen Probenmenge nur mit dem VetScan getestet. Zum 

Test auf Reproduzierbarkeit der Ergebnisse des VetScan wurden die 164 Kotproben 

drei Mal mit dem VetScan gemessen. Das Ergebnis der Probe wurde als positiv 

gewertet, wenn in zwei von drei Messungen Zysten gefunden werden konnten. In 

bisherigen Studien zum Giardiennachweis wurden keine Mehrfachmessungen mit 

einem Test durchgeführt, somit liegen keine Daten für die Reproduzierbarkeit 

anderer Tests vor. Die Durchführung der Studie wurde so nah wie möglich an die 

Realität der Tierarztpraxen angepasst, weswegen die Probenmenge je Testdurchlauf 

nicht genau abgewogen, sondern geschätzt wurde. Andere Testvergleichsstudien 

geben ebenso oftmals nur ungefähre Angaben oder keine Informationen zur Menge 

des genutzten Probenmaterials bei der Testdurchführung an (SALEH et al., 2019; 

GABRIELLI et al., 2024; KTENAS et al., 2024). Ungenauigkeiten der 

quantitativen Messungen können aufgrund der genutzten Probenmenge pro Test 

nicht ausgeschlossen werden. In den Packungsbeilagen der kommerziell 

erhältlichen Tests sowie bei der Vorgehensweise des IFA im Einsendelabor wird 

kein exaktes Abwiegen der Probenmengen erfordert, weswegen diese Limitation 

vernachlässigbar ist.   

Von den 150 Proben, welche mit allen drei Testmethoden (VetScan, SNAP und 

IFA) getestet wurden, waren mit der Referenzmethode (IFA) gemessen 107 Proben 

negativ und dementsprechend 43 Proben positiv auf G. duodenalis. Somit waren 
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28,7 % der Proben positiv, was vergleichbar zu anderen Studienpopulationen der 

Altersgruppe mit einer Prävalenz von 29,0 % bis 32,8 % ist (SALANT et al., 2020; 

MURNIK et al., 2023). In der semi-quantitativen Messung des IFA konnten bei 

37,2 % der Proben vereinzelt Zysten (1-50 Zysten pro Objektträger), bei 53,5 % 

zahlreiche Zysten (51-500 Zysten pro Objektträger) und bei 9,3 % massenhaft 

Zysten (> 500 Zysten pro Objektträger) festgestellt werden. Weitere Studien, in 

welchen der IFA genutzt wurde, teilen die Ergebnisse lediglich qualitativ in positiv 

und negativ ein (SALEH et al., 2019; MURNIK et al., 2023; GABRIELLI et al., 

2024). Die Messungen des VetScan ergaben bei 40/150 Proben ein positives 

Ergebnis und mittels SNAP in 34/150 Proben ein positives Ergebnis. Die 

qualitativen Testergebnisse der drei Tests stimmten in 89,3 % der Fälle überein. Ein 

Vorteil der Probenbeurteilung mittels des IFA gegenüber dem VetScan ist, dass alle 

fluoreszierenden Zysten (sowohl intakte als auch bereits kollabierte oder 

beschädigte Zysten) durch fachkundiges Personal ausgezählt werden. Der VetScan 

hingegen wertet nur Zysten als positives Ergebnis, welche in der intakten Form 

vorliegen. Zudem zeigen die Vergleichsbilder, die das System des VetScan zur 

Kontrolle der Ergebnisse bereitstellt, ausschließlich intakte Zysten an. Sollte der 

VetScan auf den Ergebnisbildern kollabierte Giardienzysten anzeigen, könnte es 

sein, dass das Personal aufgrund fehlender Vergleichsbilder diese nicht intakten 

Zysten als anderweitige Strukturen identifiziert und diesen Befund als negativ 

bewertet. Eine weitere Schwierigkeit stellt die Morphologie der Giardienzysten dar. 

Diese sind im Vergleich zu anderen Parasiteneiern klein, fragil und nahezu 

transparent. Aufgrund dieser Tatsache kann es vorkommen, dass Zysten beim Scan 

durch die künstliche Intelligenz übersehen oder nicht erkannt werden. Eine weitere 

Fehlerquelle könnte sein, dass der VetScan die verschiedenen Ebenen des 

Objektträgers nicht ausreichend erfasst und nicht jede Zyste markiert und zählt 

(NAGAMORI et al., 2021). Dadurch könnte es passieren, dass der VetScan 

häufiger negative Ergebnisse oder niedrigere quantitative Ergebnisse als der 

Parasitologe mittels manueller Durchsicht des Objektträgers bestimmt.  

Ein weiterer Grund für die Diskrepanz der Ergebnisse könnte das Probenmaterial 

darstellen. Kot ist ein heterogenes Probenmaterial, welches sich von Probe zu Probe 

stark unterscheiden kann. Konsistenzen reichen von flüssig-wässrig, über breiig bis 

zu trocken und sandig. Diese Grundvoraussetzungen erschweren die 

Vereinheitlichung der Kotprobe und könnten somit einen Einfluss auf die 
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Vergleichbarkeit der Ergebnisse haben. Oftmals erschweren Beimengungen wie 

Blut, Schleim, Tierhaare oder Verschmutzungen aus der Umwelt, wie Gras oder 

Erde, den Verarbeitungsprozess. Abhängig von der Fütterung der Tiere können 

stückige Beimengungen schwerverdaulicher Bestandteile im Probenmaterial 

vorkommen. Des Weiteren wird der Fettgehalt des Kots durch die 

Zusammensetzung des Futters verändert (ZENTEK, 2022). Es kommt vor, dass 

Fettteilchen im Verbund mit zellulären Debris auf dem Objektträger schwimmen, 

was die Befundung der vorhandenen Strukturen erschweren kann (NAGAMORI et 

al., 2021). Typischerweise wird zur Durchführung der verschiedenen Testmethoden 

je Probe ungefähr ein Gramm Kot verwendet. Es gibt unseres Wissens nach keine 

Studie, in der die Verteilung der Giardienzysten im Probenmaterial untersucht 

wurde. Es ist unklar, ob die Zysten gleichmäßig verteilt, an der Außenseite oder im 

Inneren des Kots aufzufinden sind. Da für jeden Testdurchlauf der vorliegenden 

Studie neues Material genutzt wurde, könnte die fragliche Verteilung der Zysten zu 

der Abweichung der Ergebnisse führen. Das Probenmaterial wurde von drei 

unterschiedlichen Kotabsätzen entnommen. Durch die intermittierende 

Ausscheidung kann es trotz dieser Maßnahme zu einer ungleichmäßigen Verteilung 

der Zystenmengen in den Proben gekommen sein.  

Die Sensitivität des VetScan beträgt in der vorliegenden Studie im Vergleich zur 

Referenzmethode (IFA) 88,4 %, die Spezifität 98,1 %. Zum aktuellen Zeitpunkt 

gibt es drei Studien, die sich mit der Leistung des VetScan zur Untersuchung von 

caninen und felinen Kotproben auf G. duodenalis beschäftigen. Nagamori et al. 

untersuchten 2021 100 Kotproben mit dem VetScan und verglichen die Ergebnisse 

mit der herkömmlichen Zentrifugalflotation und der mikroskopischen Analyse von 

Objektträgern durch einen erfahrenen Parasitologen. Es wurde eine Sensitivität von 

75,8 % und eine Spezifität von 97,0 % für den VetScan berechnet. Die Sensitivität 

stieg auf 95,2 %, als Proben, die weniger als zehn Zysten pro Gramm Kot 

enthielten, ausgeschlossen wurden (NAGAMORI et al., 2021). Im Januar 2024 

veröffentlichten Nagamori und Kolleg*innen eine weitere Vergleichsstudie, in 

welcher ein neuer Scanner (Ocus 40) und der zuvor evaluierten Scanner (EasyScan 

One) (NAGAMORI et al., 2021) mit der mikroskopischen Analyse durch einen 

erfahrenen Parasitologen verglichen wurde. Beide Scanner wurden mit einem zum 

System passenden Algorithmus getestet. Die getesteten Kotproben wurden in vier 

verschiedenen amerikanischen Bundesstaaten im Rahmen der Multicenter Studie 
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gesammelt. Die Ergebnisse der Hunde- und Katzenkotproben mussten aufgrund 

eines Aufzeichnungsfehlers zusammengefasst werden. Für den Ocus 40 Scanner 

wurde eine Sensitivität von 92,1 % und eine Spezifität von 98,8 % und für den Easy 

Scan One Scanner eine Sensitivität von 73,6 % und eine Spezifität von 100,0 % 

berechnet. Die Autor*innen vermuten den Grund für die höhere Sensitivität des 

Ocus 40 in der besseren Qualität der gescannten Fotos und des genutzten 

Algorithmus. Als weitere Limitation nennen die Autor*innen die mikroskopische 

Auswertung der Objektträger durch Parasitolog*innen als Referenzmethode. Die 

Auswertungen der Parasitolog*innen wurden somit als korrekt gewertet, obwohl 

bei einigen Proben Zysten aufgrund menschlichen Versagens übersehen wurden. 

Da die Berechnung der Sensitivität und Spezifität des VetScan auf dieser 

Referenzmethode basieren, hätten die Ergebnisse bei der Wahl einer anderen 

Referenzmethode vermutlich besser ausfallen können (NAGAMORI et al., 2024).  

Bei zwei Proben der vorliegenden Studie zeigte nur der VetScan positive 

Ergebnisse an. In diesen Proben fand der VetScan 23, 11 und 31 Zysten sowie 4, 1 

und 4 Zysten in den Dreifachmessungen. Um weitere Erkenntnisse zu erlangen, 

wurden diese Proben zusätzlich zu SNAP und IFA mittels PCR untersucht. Das 

Ergebnis der PCR-Untersuchung war in beiden Fällen negativ. Eine mögliche 

Erklärung hierfür könnte sein, dass es sich bei den Objekten um transiente Zysten 

anderer Parasiten handelt, welche die Hunde nicht infizieren, jedoch im Hundekot 

durch die Aufnahme von Mäusen oder Kot anderer Tiere gefunden werden können. 

Der VetScan ist möglicherweise nicht in der Lage, diese Zysten zu unterscheiden, 

und liefert dementsprechend falsch-positive Ergebnisse. Nach Begutachtung der 

gescannten Fotos haben wir die gefundenen Strukturen aufgrund ihrer Größe und 

Morphologie als Giardienzysten gewertet. Eine andere Erklärung könnte eine 

ungleichmäßige Verteilung der Zysten im Kot sein. Es wurde zwar für jede 

Testmethode die gleiche Sammelprobe genutzt, jedoch wurde aufgrund der 

unterschiedlichen Testverfahren für jeden Test neues Material der Kotprobe 

entnommen.  

Zum Test auf Reproduzierbarkeit der quantitativen Ergebnisse des VetScan wurden 

Dreifachmessungen der insgesamt 164 Kotproben durchgeführt. Dies ist die erste 

Studie, welche Ergebnisse von Mehrfachmessungen des VetScan vergleicht. Die 

Variationskoeffizienten dieser 492 Einzelmessungen liegen im Durchschnitt bei 

67,0 % mit einer Bandbreite zwischen 20,0 % und 141,0 %. Bei sieben der 492 
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(1,4 %) Messungen zeigte der VetScan unregelmäßig geformte Strukturen an, 

welche wir nicht als Zysten bestätigen konnten. Insgesamt waren 47 der 164 

Kotproben positiv im VetScan. Bei 42 Proben fand der VetScan in jeder der drei 

Messungen Zysten, bei fünf Proben wurden in zwei von drei Messungen Zysten 

gefunden. Eine positive und zwei negative Messungen je Probe kamen bei sieben 

Kotproben vor und 110 Proben hatten drei negative Messungen. Wie bereits oben 

dargelegt, könnte auch hier die unregelmäßige Verteilung der Zysten in der 

Kotprobe eine Rolle spielen. Ein weiterer Grund für die Unterschiede der 

quantitativen Ergebnisse könnte die Morphologie der Zysten sein. Aufgrund dessen 

ist es möglich, dass Zysten während des Scanvorgangs übersehen oder geschädigte 

Zysten nicht erkannt werden (JOAO et al., 2023; NAGAMORI et al., 2024).  

Die Sensitivität des SNAP ist mit 74,4 % in unserer Studie niedriger als in zwei 

weiteren Studien, welche den SNAP mit dem IFA verglichen haben. Die Spezifität 

ist mit 98,1 % ähnlich wie in den genannten Studien (MEKARU et al., 2007; 

UEHLINGER et al., 2017). Verglichen mit sechs weiteren auf dem Markt 

erhältlichen Schnelltests, liegen die Ergebnisse unserer Studie in einem ähnlichen 

Bereich. Die Sensitivität der sechs Tests verglichen mit einem IFA schwankt 

zwischen 70,0 – 100,0 %, die Spezifität zwischen 71,0 – 100,0 % (MEKARU et al., 

2007; BARBECHO et al., 2018). Die von uns genutzten Tests wurden innerhalb 

des Haltbarkeitsdatums nach Packungsanweisung verwendet. Das Kontrollfeld 

musste bei jedem Test erscheinen. Trotzdem kann nicht ausgeschlossen werden, 

dass einzelne Tests nicht adäquat funktioniert haben. Eine Ursache hierfür könnte 

sein, dass zu wenig Antigen in der genutzten Probe vorhanden war, um ein positives 

Ergebnis zu erzeugen. Des Weiteren könnte es durch Beimengungen wie Blut oder 

Schleim im Probenmaterial zu einer Beeinflussung oder Inhibierung der Antikörper 

auf der Probenmatrix gekommen sein.  

Der SNAP hat in unserer Studie in 91,0 % der Fälle übereinstimmende Ergebnisse 

mit dem IFA angezeigt und wies somit eine schlechtere Leistung auf als der 

VetScan. Vorteile des Tests liegen in der simplen Anwendung und der schnellen 

Anzeige eines Ergebnisses in unter zehn Minuten. Zur Testdurchführung braucht 

es keine zusätzlichen Gerätschaften wie Zentrifugen oder eine Internetverbindung. 

Die Resultate des VetScans zeigen, dass über 95,0 % der qualitativen Ergebnisse 

mit der Referenzmethode (IFA) übereinstimmen. Die Anwendung des Testsystems 

ist einfach erlernbar und kann auch von ungeschultem Personal durchgeführt 
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werden. Die Ergebnisse liegen nach einer kurzen Wartezeit von unter 15 Minuten 

vor und können somit zur Erstellung des Therapieplans im Rahmen der 

Sprechstunde herangezogen werden. Nicht empfehlenswert ist die Kontrolle der 

Anzahl der Zysten mittels des VetScan aufgrund der Schwankungen der Ergebnisse 

der quantitativen Messungen. Weitergehend sollte die Einschätzung des 

Schweregrads der Erkrankung aufgrund der klinischen Symptome und nicht der 

Anzahl der gefundenen Zysten basieren. Der VetScan Imagyst ist schlussfolgernd 

ein hilfreiches Point-of-Care Gerät zur Feststellung einer Infektion mit 

G. duodenalis beim Hund, jedoch nicht zur Therapieerfolgsbeurteilung.   
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V. ZUSAMMENFASSUNG 

In der vorliegenden Arbeit wurde die Leistung des VetScan ImagystÒ (VetScan) 

und des SNAPÒGiardia Tests (SNAP) für den Nachweis von G. duodenalis im Kot 

von Junghunden im Vergleich mit einem Immunfluoreszenztest (IFA) evaluiert. 

Eingeschlossen wurden Sammelkotproben von 164 Hunden im Alter von unter 

19 Monaten. Die Kotproben stammen von drei unterschiedlichen Kotabsätzen und 

wurden innerhalb von zwei bis drei Tagen gesammelt. Zudem wurden mithilfe des 

VetScan Dreifachmessungen der Sammelkotproben zum Test auf 

Reproduzierbarkeit der quantitativen Ergebnisse durchgeführt. Für den VetScan 

ergab sich im Vergleich zum IFA eine Sensitivität von 88,4 % und eine Spezifität 

von 98,1 %. Der SNAP wies im Vergleich mit der Referenzmethode eine 

Sensitivität von 74,4 % und eine Spezifität von 98,1 % auf. Für die 

Dreifachmessungen des VetScan wurde ein Variationskoeffizient von 67,0 % 

ermittelt. 

Die Varianz der Testergebnisse kann zum einen durch die Beschaffenheit des 

Probenmaterials, die ungleichmäßigen Verteilung der Zysten im Kot oder die 

intermittierende Ausscheidung der Zysten begründet sein. Zum anderen können die 

unterschiedlichen Ergebnisse aufgrund der verschiedenen Zielstrukturen und 

Vorgehensweisen der diagnostischen Methoden variieren. Fraglich ist, inwiefern 

die Konsistenz des Kots oder mögliche Beimengungen, wie Blut oder Schleim, die 

Ergebnisse beeinflussen. Ein weiterer Faktor könnte die ungleichmäßige Verteilung 

der Zysten bzw. des Antigens im genutzten Material darstellen.  

Die vorliegende Studie zeigt, dass der VetScan als qualitative Nachweismethode 

für Giardien geeignet ist. Aufgrund der Varianz der quantitativen Ergebnisse der 

Dreifachmessungen des VetScan sollten diese nicht zur Kontrolle der Infektionslast 

oder des Therapieerfolgs im Rahmen einer Reduktion der Zysten genutzt werden. 

Der SNAP ergab in unserer Studie eine schlechtere Sensitivität als in bisherigen 

Studien der Literatur. Die Testdurchführung ist bei beiden Point-of-Care Tests 

schnell erlernbar und die Ergebnisse stehen in kurzer Zeit zur Verfügung.  
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VI. SUMMARY 

In the present study, the performance of the VetScan ImagystÒ (VetScan) and the 

SNAPÒGiardia Tests (SNAP) for the detection of G. duodenalis in the feces of 

young dogs was evaluated in comparison with an immunofluorescence assay (IFA). 

Collective fecal samples from 164 dogs under 19 months of age were included. The 

fecal samples used were taken from three different defecations over a time period 

of two to three days. In addition, the VetScan was used to perform triplicate 

measurements of the fecal samples to test the repeatability of the quantitative 

results. The VetScan showed a sensitivity of 88.4 % and a specificity of 98.1 % 

compared to the IFA. In comparison with the reference method, the SNAP showed 

a sensitivity of 74.4 % and a specificity of 98.1 %. A coefficient of variation of 

67.0 % was determined for the triple measurements of the VetScan. 

The variance in the test results may be due to the nature of the sample material, the 

uneven distribution of the cysts in the feces or the intermittent excretion of the cysts. 

On the other hand, the different results can vary due to the different target structures 

and procedures of the diagnostic methods. It is questionable to what extent the 

consistency of the feces or possible admixtures such as blood or mucus influence 

the results. Another factor could be the uneven distribution of cysts or antigens in 

the material used.  

The present study shows that the VetScan is suitable as a qualitative detection 

method for Giardia. Due to the variance of the quantitative results of the triple 

measurements of the VetScan, these should not be used to control the infection load 

or evaluate the success of therapy in the context of a reduction of cysts. In our study, 

the SNAP showed a poorer sensitivity than in previous studies found in literature. 

Both point-of-care tests can be learned quickly, and the results are available in a 

short time.  
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