
Indagine sulla presenza dei nematodi respiratori nei felini selvatici in Sud Africa 
 
Introduzione: 
Le infestazioni respiratorie da parassiti polmonari nei felidi domestici e selvatici sono malattie in 
forte espansione geografica ed in grado di causare quadri clinici, gravi, talora mortali. Tra questi, 
Aelurostrongylus abstrusus è un nematode appartenente alla famiglia dei Metastrongyloidea, a 
diffusione cosmopolita, in grado di infestare il gatto domestico. Il parassita è stato segnalato in 
passato anche nei felidi selvatici. Aelurostrongylus abstrusus può causare importanti infestazione a 
carico dei piccoli e medi bronchi fino al coinvolgimento del parenchima respiratorio alveolare. 
Mentre nei paesi Europei la presenza di questo parassita è ormai accertata ed epidemiologicamente 
delineata, la sua incidenza in Africa non è stata ancora sufficientemente approfondita, soprattutto 
nei felidi selvatici. Infatti, in queste specie, il parassita è stato segnalato raramente ed identificato 
esclusivamente dal punto di vista morfologico. Troglostrongylus brevior è un nematode 
metastrongyloideo appartenente all’Ordine Strongylida, Famiglia Crenosomatidae. Il genere 
Troglostrongylus comprende quattro specie di nematodi a tropismo respiratorio (i.e. 
Troglostrongylus brevior, Troglostrongylus subcrenatus, Troglostrongylus troglostrongylus, 
Troglostrongylus wilsoni) che normalmente infestano la trachea e i bronchi dei felidi selvatici. Tra 
questi, T. brevior recentemente sta suscitando notevole interesse nella comunità scientifica, dato il 
suo recente rinvenimento nei gatti domestici. Ciononostante, le informazioni riguardanti il ciclo 
biologico, l’epidemiologia e l’effettivo ruolo patogeno di questo parassita non sono complete e 
tutt’ora sono oggetto di studio. Capillaria aerophila è un nematode che infesta l’epitelio dei 
bronchioli, bronchi e trachea di canidi, felidi, mustelidi e uomo. Nonostante la recente diffusione 
della parassitosi in regioni considerate in passato non endemiche ed il suo potenziale zoonosico, 
l’infestazione risulta ancora poco conosciuta e le informazioni presenti in letteratura sia per quanto 
riguarda gli animali domestici che selvatici sono scarse, datate e spesso contraddittorie. Pertanto il 
presente lavoro ha avuto come scopo quello di raccogliere informazioni riguardanti i tanti parassiti 
che possono infestare i felidi selvatici, in particolare quelli che hanno un tropismo per l’apparato 
respiratorio, come A. abstrusus ma anche nematodi appartenenti al genere Troglostrongylus, tipici 
dei felidi selvatici e C. aerophila.  
 
Campionamento: 
Nel Luglio del 2015 sono stati prelevati ed esaminati 11 campioni fecali individuali e 10 pool fecali 
da felini selvatici quali leoni (Panthera leo), serval (Leptailurus serval), caracal (Caracal caracal), 
leopardi (Panthera pardus) e ghepardi (Acinonix jubatus) presso il centro di recupero di Tenikwa 
Wildlife Centre (Plettenberg Bay), la riserva di Gondwana Game Reserve (Mossel bay) e il centro 
di recupero Jukani Wildlife Sanctuary (Plettemberg Bay), Sudafrica. In particolare 15 campioni 
provengono dal centro di recupero di Tenikwa, 2 dal centro di recupero Jukani e 4 campioni dalla 
riserva di Gondwana (Tabella 1). I campioni sono stati prelevati da terra all’interno delle recinzioni 
dove vivono gli animali dei centri di recupero di Jukani e Tenikwa, mentre i campioni provenienti 
della riserva di Gondwana sono stati raccolti sul territorio previa identificazione di specie. I 
campioni raccolti, dopo essere stati imbustati e identificati sono stati trasportati a temperatura di 
refrigerazione e conservati a +4°C fino alle successive analisi. Per ogni soggetto è stata compilata 
una scheda identificativa in cui sono stati riportati i principali dati anamnestici e clinici degli 
animali campionati (e.g. specie, sesso, età, tipo di ricovero, tipo di alimentazione, presenza di 
sintomatologia respiratoria compatibile, precedenti trattamenti antiparassitari effettuati).  
 
Esame copromicroscopico: 
Ogni campione è stato esaminato ricorrendo alla tecnica della flottazione e alla tecnica di Baermann 
presso il Tenikwa Wildlife Centre. 
La tecnica di flottazione è stata effettuata come segue: circa 5 grammi di feci, prelevati da più punti 
del campione fecale, sono stati posti all’interno di un mortaio insieme ad una soluzione a base di 



cloruro di sodio (p.s. 1200). Le feci sono state stemperate fino ad ottenere una preparazione liquida 
omogenea. La soluzione fecale così ottenuta è stata filtrata attraverso due strati di garza e posta in 
due provette tipo falcon del volume di 15 ml. Trascorsi 30 minuti è stato creato un menisco 
all’apice di una delle provette utilizzando la soluzione salina. Un vetrino copri-oggetto è stato 
collocato sulla parte superiore del menisco per permettere alle uova, eventualmente presenti, di 
aderire alla sua faccia inferiore. Trascorsi circa 5 minuti il vetrino copri-oggetto è stato posto su un 
vetrino porta-oggetto ed analizzato al microscopio ottico ad un ingrandimento di 10x, 20x e 40x. 
Dalla seconda provetta sono stati prelevati circa 500 µL di soluzione fecale, aspirando il liquido in 
superficie. L’aliquota così ottenuta è stata posta in una provetta tipo eppendorf e refrigerata in attesa 
di essere inviata in Italia per le successive indagini morfologiche e biomolecolari. 
La tecnica di Baermann è stata effettuata come segue: è stato prelevato un campione fecale di 10 gr 
ed è stato posto al centro in due strati di garza, successivamente chiusi da un nodo. Il sacchetto è 
stato immerso in un flut con acqua a temperatura ambiente per 24h. Trascorso il tempo necessario 
affinchè le larve abbandonassero il sacchetto per posarsi sul fondo, sono stati aspirati circa 3 ml di 
fluido fecale dal fondo utilizzando una pipetta. Successivamente, una aliquota del sedimento 
ottenuto è stata posta su un vetrino porta-oggetto per essere immediatamente osservato al 
microscopio ottico (20x e 40x) e la restante parte è stata stoccata in una provetta e conservata a 
temperatura di refrigerazione fino alla spedizione in Italia per le successive indagini morfologiche e 
biomolecolari. 
 
Identificazione morfologia: 
Le uova e le larve messe in evidenza con le tecniche copromicroscopiche precedentemente descritte 
sono state identificate al microscopio ottico da un punto di vista morfologico e morfometrico, in 
base alle informazioni presenti in letteratura.  
 
PCR  
Tutte le aliquote dei sedimenti ottenute mediante la tecnica di Baermann sono state sottoposte ad 
estrazione del DNA genomico utilizzando un kit commerciale specifico per le feci. Gli estratti sono 
stati sottoposti a due nested-PCR precedentemente validate e descritte in letteratura, di cui una 
specifica per una regione interna di 233bp dell’Internal Transcribed Spacer 2 (ITS2) del DNA 
ribosomiale (rDNA) di A. abstrusus e l’altra specifica per una regione di 356 bp dell’ITS2 del 
rDNA di T. brevior. Inoltre, tutte le aliquote ottenute mediante flottazione sono state sottoposte ad 
estrazione del DNA genomico utilizzando un kit commerciale ed ad una semi-nested PCR specifica 
per una regione di 299 bp all’interno del gene citocromo ossidasi 1 (COX1) di C. aerophila, 
anch’essa precedentemente validata e descritta in letteratura. Tutti gli amplificati ottenuti sono stati 
sottoposti ad elettroforesi in gel di agarosio all’1,8%, colorato con Gel Red 10.000X ed osservati 
utilizzando un sistema a UV. Tutti i prodotti di PCR delle dimensioni attese sono stati purificati e 
successivamente sequenziati in forward e reverse. In seguito, gli elettroferogrammi sono stati 
verificati manualmente e le sequenze ottenute sono state allineate utilizzando il software Data 
Analysis in Molecular Biology and Evolution versione 4.5.55 (DAMBE) e messe a confronto con 
quelle depositate in GenBankTM usando il programma Nucleotide-Nucleotide “Basic Local 
Alignment Search Tool” (BLAST). 
 
Risultati e discussioni 
Lo studio ha mostrato la presenza di uova di Ancylostoma spp in 2 campioni individuali di leone, 
raccolti nella riserva di Gondwana. Sono state inoltre identificate uova appartenenti alla famiglia 
Taeniidae, da 2 campioni individuali di leone, raccolte nella riserva di Gondwana (Tabella 2). 
Le uova di Ancylostoma spp. sono state identificate al microscopio ottico da un punto di vista 
morfologico e morfometrico. L’analisi ha permesso di valutare la tipica morfologia delle uova del 
parassita, “strongilidi”, contenenti dai 2 agli 8 blastomeri e la loro dimensione (56-95 µm di 
lunghezza e 34-50 µm di larghezza). Lo studio ha inoltre mostrato la presenza di larve A. abstrusus 



in 2 campioni individuali entrambi appartenenti a caracal ospitati uno nella riserva di Gondwana e 
uno nel ricovero di Jukani, esaminati mediante la tecnica di Baermann (Tabella 2). Le larve di 
primo stadio (L1) una volta isolate sono state identificate anch’esse al microscopio ottico da un 
punto di vista morfometrico e morfologico. L’analisi ha permesso di valutare la lunghezza di 360-
390 µm delle L1 e la caratteristica morfologia dell’estremità caudale, tipicamente ad “S” e 
provvista di una appendice spinosa dorsale e dell’estremità anteriore, arrotondata e dotata di 
un’apertura orale terminale.  
Le indagini molecolari (i.e. PCR e sequenziamento), hanno confermato l’identità delle larve messe 
isolate mediante la tecnica di Baermann ed inoltre, hanno evidenziato la presenza del DNA di A. 
abstrusus in ulteriori 4 campioni individuali di caracal, leone e serval, in particolare 2 campioni 
appartenenti a leoni che vivono nella riserva di Gondwana, 1 campione da un serval ed un caracal 
prelevati dal centro di recupero di Tenikwa (Tabella 2). Nessun campione è risultato positivo a T. 
brevior o a C. aerophila (Tabella 2). 
I dati riportati nel presente studio, sebbene riguardanti un numero limitato di animali, hanno 
confermato la presenza di A. abstrusus in Sud Africa, nella popolazioni di caracal, leone e serval 
ospitati nelle riserve di Gondwana ed i centri di recupero di Jukani e Tenikwa, dal punto di vista 
morfologico, e per la prima volta, dal punto di vista molecolare. I risultati attenuti sottolineano la 
necessità di inserire l’aelurostrongilosi nella diagnosi differenziale delle malattie respiratorie dei 
felidi selvatici, e di utilizzare tecniche idonee per la messa in evidenza del parassita 
(copromicroscopiche e biomolecolari) al fine di formulare una corretta diagnosi dell’infestazione e 
valutare l’impatto clinico dell’aelurostrongilosi nei soggetti infestati. Questi dati, infine, 
sottolineano la necessità di ulteriori ricerche per descrivere un quadro epidemiologico esauriente 
sulla diffusione del parassita e di conseguenza una stima adeguata della prevalenza di A. abstrusus 
nelle popolazioni autoctone di felidi selvatici. Sebbene nessun soggetto sia risultato positivo a T. 
brevior e C. aerophila, dato il numero limitato di animali esaminati, sarebbe opportuno effettuare 
degli studi più estesi per verificare la presenza di questi nematodi nei felidi africani. 
  
  



Campione n. S/P Località Specie Nome Tipo di ricovero 
1 S Teniwka Caracal Felix recinto 
2 S Teniwka Caracal Nganya recinto 
3 P Teniwka Serval Walker, Anais, Arie, Kayo recinto 
4, 17 P Teniwka Leone Mukulu, Khuluma recinto 
5, 15, 23 P Teniwka Gatto selvatico  Melin, Jade recinto 
6, 26, 27, 28 P Teniwka Serval GT, Blade, Anuk recinto 
7, 8 P Teniwka Ghepardo Zeus, Duma recinto 
9, 10 P Teniwka Ghepardo Chester, Zim recinto 
11 P Teniwka Serval Mondo, Sunshine recinto 
12 P Teniwka Serval Jasper, Khal recinto 
13 P Teniwka Ghepardo Thandi, Shaka recinto 
14, 24, 25 P Teniwka Ibrido del gatto Non noto recinto 
16 S Teniwka Caracal Non noto recinto 
18 S Tenikwa Leopardo Zwelakhe recinto 
19 S Gondwana Leone Non noto riserva 
20 S Gondwana Leone Non noto riserva 
21 S Gondwana Leone Non noto riserva 
22 S Gondwana Caracal Non noto riserva 
29 S Jukani Caracal Non noto recinto 
30 S Jukani Leone Non noto recinto 
31 S Tenikwa Serval Blade gabbia 
 
Tabella 1: campioni prelevati presso il Tenikwa Wildlife Centre (Plettenberg Bay), il Gondwana Game Reserve 
(Mossel bay) e il Jukani Wildlife Sanctuary (Plettemberg Bay), Sudafrica. 
Nota: S: animali campionati singolarmente/ P: campioni di feci appartenenti a più animali presenti nello stesso recinto 
ovvero singoli campioni fecali prelevati in recinti contenenti più animali. 
 
Campione Flottazione Baermann PCR 
1 Negativo Negativo Negativo 
2 Negativo Negativo Negativo 
3 Negativo Negativo Negativo 
4/17 Negativo Negativo Negativo 
5/15/23 Negativo Negativo Negativo 
6/26/27/28 Negativo Negativo Negativo 
7/8 Negativo Negativo Negativo 
9/10 Negativo Negativo Negativo 
11 Negativo Negativo Negativo 
12 Negativo Negativo Negativo 
13 Negativo Negativo Negativo 
14/24/25 Negativo Negativo Negativo 
16 Negativo Negativo A. abstrusus 
18 Negativo Negativo Negativo 
19 Ancylostoma spp. Taeniidae Negativo A. abstrusus 
20 Ancylostoma spp. Negativo Negativo 
21 Taeniidae Negativo A. abstrusus 
22 Negativo A. abstrusus A. abstrusus 
29 Negativo A. abstrusus A. abstrusus 
30 Negativo Negativo Negativo 
31 Negativo Negativo A. abstrusus 
 
Tabella 2: risultati ottenuti tramite la tecnica di flottazione, tecnica di Bearmann e la PCR. 
 
 



Letture consigliate: 
 
Brianti E, Gaglio G, Giannetto S, Annoscia G, Latrofa MS, Dantas-Torres F, Traversa D, Otranto D. Troglostrongylus 
brevior and Troglostrongylus subcrenatus (Strongylida: Crenosomatidae) as agents of broncho-pulmonary infestation in 
domestic cats. Parasit Vectors. 2012 Aug 23;5:178. doi: 10.1186/1756-3305-5-178. PubMed PMID: 22916686; 
PubMed Central PMCID: PMC3469345. 
 
Brianti E, Giannetto S, Dantas-Torres F, Otranto D. Lungworms of the genus Troglostrongylus (Strongylida: 
Crenosomatidae): neglected parasites for domestic cats. Vet Parasitol. 2014 May 28;202(3-4):104-12. doi: 
10.1016/j.vetpar.2014.01.019. Epub 2014 Jan 31. Review. PubMed PMID: 24566126. 
 
Conboy GA. Helminth parasites of the canine and feline respiratory tract. Vet Clin North Am Small Anim Pract 2009; 
39: 1109-1126. 
 
Di Cesare A, Castagna G, Otranto D, Meloni S, Milillo P, Latrofa MS, Paoletti B, Bartolini R, Traversa D. Molecular 
detection of Capillaria aerophila, an agent of canine and feline pulmonary capillariosis. J Clin Microbiol. 2012 
Jun;50(6):1958-63. doi: 10.1128/JCM.00103-12. Epub 2012 Mar 21. PubMed PMID: 22442326; PubMed Central 
PMCID: PMC3372154. 
 
Di Cesare A, Frangipane di Regalbono A, Tessarin C, Seghetti M, Iorio R, Simonato G, Traversa D. Mixed infection by 
Aelurostrongylus abstrusus and Troglostrongylus brevior in kittens from the same litter in Italy. Parasitol Res. 2014a 
Feb;113(2):613-8. doi: 10.1007/s00436-013-3690-y. Epub 2013 Nov 23. PubMed PMID: 24271082. 
 
Di Cesare A, Veronesi F, Traversa D. Felid Lungworms and Heartworms in Italy: More Questions than Answers? 
Trends Parasitol. 2015b Dec;31(12):665-75. doi: 10.1016/j.pt.2015.07.001. Epub 2015 Oct 21. Review. PubMed PMID: 
26507151. 
 
Traversa D. Response to Otranto et al.: Lungworms in domestic and wild felids: dilemmas still persisting. Trends 
Parasitol. 2014 Feb;30(2):53-4. doi: 10.1016/j.pt.2013.10.008. Epub 2013 Nov 15. PubMed PMID: 24239265. 
 
Traversa D, Di Cesare A. Feline lungworms: what a dilemma. Trends Parasitol. 2013 Sep;29(9):423-30. doi: 
10.1016/j.pt.2013.07.004. Epub 2013 Aug 5. PubMed PMID: 23928099. 
 
Traversa D, Di Cesare A. Diagnosis and management of lungworm infections in cats: Cornerstones, dilemmas and new 
avenues. J Feline Med Surg. 2016 Jan;18(1):7-20. doi: 10.1177/1098612X15623113. Review. PubMed PMID: 
26733545. 
 
Traversa D, Iorio R, Otranto D. Diagnostic and clinical implications of a nested PCR specific for ribosomal DNA of the 
feline lungworm Aelurostrongylus abstrusus (Nematoda, Strongylida). J Clin Microbiol. 2008 May;46(5):1811-7. doi: 
10.1128/JCM.01612-07. Epub 2008 Mar 26. PubMed PMID: 18367571; PubMed Central PMCID: PMC2395095. 
 
Traversa D, Di Cesare A, Conboy G. Canine and feline cardiopulmonary parasitic nematodes in Europe: emerging and 
underestimated. Parasit Vectors. 2010 Jul 23;3:62. doi: 10.1186/1756-3305-3-62. PubMed PMID: 20653938; PubMed 
Central PMCID: PMC2923136. 
 
 
 
 
 

 
 

  



Survey on the presence of respiratory nematodes in wild felids in South Africa. 
 
Introduction: 
Respiratory infection caused by pulmonary parasites in domestic and wild felines are illnesses 
which are experiencing strong geographical expansion, and are able to cause serious clinical 
conditions and, at times, death. Among these, Aelurostrongylus abstrusus is a nematode which 
belongs to the Metastrongyloidea family, it has a worldwide diffusion and is able to infect the 
domestic cat. This parasite has also been noted in the past in wild felines. Aelurostrongylus 
abstrusus can cause important infections in the small and medium bronchi, and also involve the 
respiratory alveolar parenchyma. While the presence of this parasite in the European countries is 
certain, and epidemiologically known, its incidence in Africa has still not been sufficiently studied, 
above all in wild cats. In fact in these species, this parasite has rarely been reported and has been 
identified exclusively from a morphological point of view. Troglostrongylus brevior is a 
metastrongyloid nematode which belongs to the Strongylida Order and Crenosomatidae Family. 
The Genus Troglostrongylus includes four species of nematodes with respiratory tropism (i.e. 
Troglostrongylus brevior, Troglostrongylus subcrenatus, Troglostrongylus troglostrongylus, 
Troglostrongylus wilsoni) which normally infect the trachea and the bronchi of wild felines. Among 
these, T. brevior has been recently gaining increased interest in the scientific community, given its 
recent relevancy in domestic cats. Despite this fact, information regarding the biological cycle, 
epidemiology and actual pathogenic role of this parasite are not complete, and are at this time still 
the object of study. Capillaria aerophila is a nematode which infects the epithelium of the 
bronchioli, bronchi, and trachea of canines, felines, mustelids and humans. Despite recent diffusion 
of the parasite in regions which had been considered non endemic in the past, and its zoonostic 
potential, these infestations are still little known and the information available in scientific 
literature, regarding both domestic and wild animals, is scarce, dated and frequently contradictory. 
For this reason, this study had as its goal the gathering of information about the many parasites 
which can infest wild felines, in particular those which have a tropism for the respiratory system, 
such as A. abstrusus, but also nematodes who belong to the Troglostrongylus genus, which are 
typical of wild felines as well as C. aerophila. 
 
Sampling: 
In July of 2015, 11 individual fecal samples and 10 fecal pools from wild cats including lion 
(Panthera leo), serval (Leptailurus serval), caracal (Caracal caracal), leopard (Panthera pardus), 
and cheetah (Acinonix jubatus) were gathered and examined in the Tenikwa Wildlife Centre 
(Plettenberg Bay), the Gondwana Game Reserve (Mossel bay) and the Jukani Wildlife Sanctuary 
(Plettemberg Bay), in South Africa. In particular, 15 samples came from the Tenikwa Wildlife 
Centre, 2 from the Jukani Wildlife Center, and 4 samples from the Gondwana Game Reserve (Table 
1). The samples were picked up from the ground inside of enclosures where the animals of the 
Jukani and Tenikwa centers live, whereas the samples from the Gondwana Game Reserve were 
taken from the territories after identifying the species. The samples gathered, after being put in bags 
and identified, were transported at refrigeration temperatures and conserved at +4¡C until later 
analysis. An identification form, containing the principle clinical and case study details (species, 
sex, age, type of enclosure, type of diet, presence of compatible respiratory symptoms previous 
antiparasite treatments) was filled out for each individual. 
 
Copro-microscopic techniques 
Each sample was examined using Flotation and Baermann techniques at the Tenikwa Wildlife 
Centre. The flotation technique was performed in the following way: about five grams of faeces has 
been be added to 20 ml of floatation solution (s. g. 1200). The mixture has been be strained through 
a double layer of cheesecloth, poured into a two 15 ml centrifuge tubes and left at environmental 
temperature for 30 minutes. After 30 minutes one tube has been topped up with the suspension, 



leaving a convex meniscus, with a coverslip on top of the tube. After a few minutes the coverslip 
has been lift off from the tube, together with the drop of fluid adhering to it, and immediately place 
on a microscope slide. The slide has been examined using a light microscope at 20X and 40X 
magnifications. An aliquot of ~500!l of the supernatant collected on the top of the second 15 ml 
centrifuge tubes has been stored at -20°C pending shipment. 
The Baermann techniques has been done as in follow: a fecal sample of 10 gr has been putted in the 
center of double layers of cheesecloth sheet. A pouch containing the fecal material has been formed 
by holding the four corners of the cheesecloth sheet together and molding the cloth around the fecal 
material using a closing string. The pouch has been placed in a funnel filled with water and kept at 
room temperature. After 24-h, 15 ml of fecal fluid was taken from the bottom of the flut into a tube 
using a pipette and keept at room temperature for 30 minutes. Next, an aliquot of the sediment was 
put on a slide to be immediately observed !"#$%&'&(#%)*&+#,-.",./0&'*&20x and 40x. An aliquot of 
the sediment was stocked in a test tube at refrigeration temperature until being sent to Italy for the 
later morphological and biomolecular analysis.  
 
Morphological identification:  
The eggs and the larvae which had been evidenced with the previously described techniques, were 
identified by the optic microscope from a morphological and morphometric point of view based on 
information taken from scientific literature. 
 
PCR 
Genomic DNA has been individually extracted from all Floatation aliquots and Baermann 
sediments using a commercial kits specific for faeces. Positivity to A. abstrusus and T. brevior has 
been tested on DNA extracted from Baermann sediment by PCR as previously described (i.e. a 
nested PCR specific for a 233bp-long region of the Internal Transcribed Spacer 2 (ITS2) of the 
ribosomial DNA (rDNA) of A. abstrusus and a nested-PCR specific for a 356-bp-ong region of the 
ITS2 of the rDNA of T. brevior). Positivity to C. aerophila has been tested on DNA extracted from 
Floatation aliquots by PCR as previously described (i.e. a semi-nested PCR amplifying a 299bp-
long region of the cytochrome c oxidase subunit 1 (cox1) gene of C. aerophila). In all 
amplifications a positive control containing genomic target DNA and a negative control without 
DNA have been included. PCR products has been visualized under UV illumination after 
electrophoresis migration on a 1.8% gel agarose stained with GelRedTM. Products has been 
individually sequenced directly in an automated sequencer. Sequences has been determined in both 
directions with the same primers individually as for the PCR, aligned using the ClustalX and 
analysed with sequences available in GenBankTM using Basic Local Alignment Search Tool 
(BLASTN). 
 
Results and discussion 
This study demonstrated the presence of Ancylostoma spp eggs in 2 individual lion samples taken at 
the Gondwana reserve. Eggs belonging to the Taeniidae family were also identified in 2 individual 
lion samples taken at the Gondwana reserve (Table 2). The Ancylostoma spp. Eggs were identified 
from a morphological and morphometrical point of view using an optic microscope. The analysis 
showed the typical morphology of eggs belonging to the “strongilide” parasite, containing from 2 to 
8 cells and dimensions of (56-95 µm in length and 34-50 µm in width). The study also 
demonstrated the presence of A. abstrusus larvae in 2 individual samples which both came from the 
caracals one of which was hosted at Gondwana and the other at Jukani, which were examined using 
the Baermann technique (Table 2). The first stage larvae (L1) once isolated were also identified 
from a morphological and morphometric point of view. This analysis made it possible to record a 
length of 360-390 µm of the L1 and the characteristic morphology of the caudal extremity (“S” 
shape with presence of a deep dorsal and ventral incisures and knob-like appendages), and of the  
anterior extremity (presence of a terminal oral opening). Molecular investigation techniques (i.e, 



PCR and sequencing), confirmed the identity of the larvae which had previously been evidenced 
with the Baermann technique, they also showed the presence of A. abstrusus DNA in 4 other 
individual samples from caracal, lion and serval species, in particular 2 samples from lions from the 
Gondwana reserve, 1 sample each from a serval and a caracal coming from the Tenikwa centre 
(Table 2). No samples were shown positive for either T. brevior or C. aerophila (Table 2). 
The data described in the present study, despite coming from a limited number of animals, 
confirmed the presence of A. abstrusus in South Africa, in the lion, caracal and serval populations 
hosted at the Gondwana Game Reserve, and the Jukani and Tenikwa centers, from both 
morphological, and for the first time, also molecular points of view. The results of this study 
underline the necessity of including aelurostrongilosis in the differential diagnosis among the 
respiratory diseases of wild cats, and of using appropriate techniques to evidence the parasite 
(copromicroscopic and biomolecular) in order to formulated the correct diagnosis of these 
infections and evaluate the clinical impact of aelurostrongilosis in infected subjects. This 
information, at the end of the day, underlines the necessity for more research in order to describe the 
full epidemiological situation about the diffusion and as a consequence an adequate estimating of 
the presence of A. abstrusus in the wild feline population of South African territory. Even though no 
subjects were shown to be positive for T. brevior and C. aerophila, given the limited number of 
animals examined, it would be opportune to perform more complete studies in order to verify the 
presence of these nematodes in African felines. 
  



Samples n. S/P Locality Species Name Type of enclosure 
1 S Teniwka Caracal Felix enclosure 
2 S Teniwka Caracal Nganya enclosure 
3 P Teniwka Serval Walker, Anais, Arie, Kayo enclosure 
4, 17 P Teniwka Lion Mukulu, Khuluma enclosure 
5, 15, 23 P Teniwka African Wild Cats Melin, Jade enclosure 
6, 26, 27, 28 P Teniwka Serval GT, Blade, Anuk enclosure 
7, 8 P Teniwka Cheetah Zeus, Duma enclosure 
9, 10 P Teniwka Cheetah Chester, Zim enclosure 
11 P Teniwka Serval Mondo, Sunshine enclosure 
12 P Teniwka Serval Jasper, Khal enclosure 
13 P Teniwka Cheetah Thandi, Shaka enclosure 
14, 24, 25 P Teniwka Hybrid cat Non noto enclosure 
16 S Teniwka Caracal Non noto enclosure 
18 S Tenikwa Leopard Zwelakhe enclosure 
19 S Gondwana Lion Unknow reserve 
20 S Gondwana Lion Unknow reserve 
21 S Gondwana Lion Unknow reserve 
22 S Gondwana Caracal Unknow reserve 
29 S Jukani Caracal Unknow enclosure 
30 S Jukani Lion Unknow enclosure 
31 S Tenikwa Serval Blade cage 
 
Table 1: samples taken at the Tenikwa Wildlife Centre (Plettenberg Bay), the Gondwana Game Reserve (Mossel bay) 
and the Jukani Wildlife Sanctuary (Plettemberg Bay), South Africa. 
Note: S: singular animals sampled /P: samples of feces from animals from the same enclosure, or single fecal sample 
taken in enclosure with multiple animals. 
 
Sample Floatation Baermann pcr 
1 Negative Negative Negative 
2 Negative Negative Negative 
3 Negative Negative Negative 
4/17 Negative Negative Negative 
5/15/23 Negative Negative Negative 
6/26/27/28 Negative Negative Negative 
7/8 Negative Negative Negative 
9/10 Negative Negative Negative 
11 Negative Negative Negative 
12 Negative Negative Negative 
13 Negative Negative Negative 
14/24/25 Negative Negative Negative 
16 Negative Negative A. abstrusus 
18 Negative Negative Negative 
19 Ancylostoma spp. Taeniidae Negative A. abstrusus 
20 Ancylostoma spp. Negative Negative 
21 Taeniidae Negative A. abstrusus 
22 Negative A. abstrusus A. abstrusus 
29 Negative A. abstrusus A. abstrusus 
30 Negative Negative Negative 
31 Negative Negative A. abstrusus 
 
Table 2: results obtained with the Floatation, Bearmann and PCR techniques.!
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