
Inwazje pasożytnicze są jednym z głównych czyn-
ników odpowiedzialnych za straty ekonomicz-

ne w chowie i hodowli kóz na całym świecie. Główne 
gatunki robaków pasożytniczych występujące u kóz 
należą do przywr (np. Fasciola hepatica), tasiemców 
(np. Moniezia spp.) i nicieni (np. nicienie żołądkowo-
-jelitowe z rodziny Trichostrongylidae; 1). Inwazje 
przez nie powodowane są istotnym ograniczeniem 
dla wydajnej produkcji związanej z chowem i ho-
dowlą kóz w Europie i na świecie (2). Pasożyty mogą 
mieć niekorzystny wpływ na spożycie paszy, wzrost 
zwierząt, użytkowość wełnistą, masę i skład tuszy, 
płodność i wydajność mleczną oraz upadkowość (3).

Epidemiologia inwazji nicieni 
żołądkowo‑jelitowych u kóz

W Europie przeprowadzono liczne badania epide-
miologiczne dotyczące występowania inwazji ni-
cieni żołądkowo-jelitowych w stadach kóz. Prewa-
lencja na poziomie stad wynosiła 100% w Czechach 
(4), ponad 90% w Bułgarii (5), Hiszpanii (6) i na Sło-
wacji (7), ok. 80% w Danii (8), ok. 60% w Norwegii 
(9) i ok. 40% we Włoszech (10). Podobne badania epi-
demiologiczne przeprowadzono także poza Europą. 
W Stanach Zjednoczonych Ameryki prewalencja na 
poziomie stad wynosiła w zależności od regionu od 
80 do 90% (11, 12). Zarówno w Meksyku, jak i Bra-
zylii prewalencja w badanych stadach wynosiła ok. 
90% (13, 14). W krajach azjatyckich nicienie żołąd-
kowo-jelitowe stwierdzano w 100% stad kóz w Taj-
landii (15), ok. 80% w Chinach (16) i Birmie (17) oraz 
od 50 do 90% zależnie od badanego regionu w In-
diach (18, 19, 20).

Dane epidemiologiczne dotyczące występowania 
nicieni żołądkowo-jelitowych u kóz w Polsce są nie-
liczne. W 2004 r. wykryto obecność nicieni żołądko-
wo-jelitowych u 60% z 180 przebadanych kóz pocho-
dzących ze stad znajdujących się w 4 województwach 
(21). Natomiast badanie przeglądowe przeprowadzo-
ne w stadach kóz w Polsce przez Samodzielny Zakład 
Epidemiologii i Ekonomiki Weterynaryjnej w latach 
2018-2019 wykazało obecność nicieni żołądkowo-je-
litowych u kóz w 100% przebadanych stad (22).

Najczęściej występujące gatunki nicieni 
żołądkowo-jelitowych u kóz

Największe znaczenie w chowie małych przeżuwa-
czy w Europie (w tym w Polsce) mają nicienie żo-
łądkowo-jelitowe z  rodziny Trichostrongylidae, 

głównie Haemonchus contortus, Teladorsagia spp. 
i  Trichostrongylus spp. (2). Występowanie różnych 
gatunków nicieni żołądkowo-jelitowych jest za-
leżne od panującej w  danym regionie temperatu-
ry i  wilgotności (23, 24). Nicienie z  rodzajów Te-
ladorsagia i  Trichostrongylus są typowe dla krajów 
z chłodnymi i wilgotnymi zimami, gdzie larwy in-
wazyjne są w stanie przeżyć na pastwisku w niż-
szych temperaturach (24). Nicienie należące do ro-
dzajów Teladorsagia lub Trichostrongylus odnotowano 
jako dominujące pasożyty przewodu pokarmowe-
go u kóz w Grecji (25), Włoszech (26), Norwegii (9), 
Turcji (27) i w Polsce (21, 22). Gatunek H. contortus 
jest szybko i  intensywnie się rozmnażającym pa-
sożytem żywiącym się krwią, dominującym na ob-
szarach tropikalnych i subtropikalnych, takich jak 
południowo-wschodnia Azja, południowe Indie, 
środkowa Afryka i Ameryka oraz północne obsza-
ry Ameryki Południowej (24). Nicienie z tego gatun-
ku mogą również przetrwać zimę w chłodniejszych 
regionach ze względu na zdolność do przechodze-
nia w  stan wstrzymania rozwoju larw czwartego 
stadium (L4) w błonie śluzowej trawieńca żywicie-
la (28). Nicienie H. contortus odnotowano w Europie 
m.in. w stadach kóz w Danii (8), Grecji (29), Szwaj-
carii i  Niemczech (30), Słowacji (7), na Litwie (31)  
oraz w Polsce (21, 22).
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Cykl rozwojowy nicieni żołądkowo-jelitowych 
z rodziny Trichostrongylidae

Nicienie żołądkowo-jelitowe z rodziny Trichostron-
gylidae występują powszechnie u owiec i kóz na ca-
łym świecie. W zależności od lokalnych warunków 
klimatycznych regionalnie mogą przeważać różne 
gatunki. Wszystkie mają prosty cykl życiowy, któ-
ry jest podobny u każdego z gatunków i umożliwia 
łatwe przenoszenie inwazji między zwierzętami 
(32). Dla każdego gatunku okres prepatentny wyno-
si ok. 20 dni. Dorosłe pasożyty żyją w trawieńcu lub 
jelicie cienkim. Samice składają jaja, które są wyda-
lane do środowiska wraz z kałem. W odpowiednich 
warunkach z jaja wykluwa się larwa pierwszego sta-
dium (L1), a następnie linieje do kolejnych stadiów 
(L2 i L3). Żywiciel zaraża się, spożywając inwazyjne 
larwy trzeciego stadium (L3) podczas wypasu na pa-
stwisku. Larwy te migrują do ostatecznego miejsca 
bytowania w układzie pokarmowym żywiciela, gdzie 
rozwijają się larwy czwartego stadium (L4), a następ-
nie dorosłe samice lub samce pasożytów. W odpowied-
nich warunkach wilgotności i temperatury jaja i sta-
dia rozwojowe L1-L3 mogą przetrwać na pastwisku 
wiele miesięcy (33). Nagromadzenie jaj nicieni żołąd-
kowo-jelitowych na pastwiskach może być znaczne, 
zwłaszcza gdy pastwisko jest licznie obsadzone za-
rażonymi zwierzętami. Podatni żywiciele wypasa-
ni na tym samym pastwisku mogą być narażeni na 
ciężkie inwazje z powodu spożycia dużej liczby in-
wazyjnych larw (L3) wraz z runią (32).

Przebieg kliniczny inwazji nicieni 
żołądkowo‑jelitowych z rodziny 
Trichostrongylidae u kóz

Zarażenie nicieniami z rodziny Trichostrongylidae 
może powodować u kóz trichostrongylozę. Choroba 
powodowana jest głównie przez inwazje mieszane 
spowodowane przez różne gatunki nicieni żołądko-
wo-jelitowych z tej rodziny. Przebieg inwazji zależy 
od gatunków i liczby spożytych pasożytów, ogólnego 
stanu zdrowia i odżywienia, jak również odporności 
oraz wieku zwierzęcia. Zwykle głównymi objawami 
są niedokrwistość (ryc. 1), wyniszczenie organizmu, 
uporczywa biegunka i utrata masy ciała (34). Zanik 
kosmków jelitowych skutkuje zaburzeniami trawienia 
i zmniejszonym wchłanianiem składników odżyw-
czych, prowadząc do zmniejszonego przyrostu masy 
ciała, spadku produkcji mleka oraz obniżenia zdol-
ności reprodukcyjnej, a zatem ma poważny negatyw-
ny wpływ na zdrowie i produkcyjność zwierząt (35).

Przebieg kliniczny inwazji nicieni Haemonchus 
contortus u kóz

Haemonchus contortus jest bardzo powszechnym paso-
żytem, występującym u kóz i owiec na obszarach o kli-
macie subtropikalnym i umiarkowanym, gdzie ciepłe 
i wilgotne warunki sprzyjają przetrwaniu na pastwi-
sku wolno żyjących larw inwazyjnych tego gatunku 
(36). Dorosłe nicienie przyczepiają się do błony śluzo-
wej trawieńca i żywią się krwią. Prowadzi to do postę-
pującej niedokrwistości i ostatecznie może doprowa-
dzić do śmierci, co czyni ten gatunek nicieni jednym 
z najbardziej patogennych dla małych przeżuwaczy 
(37). Ponadto gatunek ten posiada zdolność szybkiego 
nabywania oporności na leki przeciwpasożytnicze (38).

Dorosłe samice osiągają 18–30 mm długości i mogą 
składać ponad 5 tys. jaj dziennie. Dorosłe samce osią-
gają 10–16 mm długości i są cieńsze niż samice. Są to 
robaki z małą torebką gębową, trzema wargami i smu-
kłym zębem. Otwór płciowy znajduje się w tylnej po-
łowie ciała, przykryty płatem oskórkowym (33). Białe 
jajniki mają charakterystyczny wygląd, układają się 
spiralnie wokół czerwonego jelita (39).

Głównymi objawami klinicznymi ostrej hemon-
chozy są bladość błon śluzowych (ryc. 1), obrzęk tka-
nek miękkich o różnym stopniu nasilenia, otępienie, 
ciemne zabarwienie kału i zaburzenia wzrostu weł-
ny. Przewlekłe inwazje skutkują postępującą utratą 
masy ciała (ryc. 2), osłabieniem, wyniszczeniem orga-
nizmu oraz śmiercią (40). W badaniu epidemiologicz-
nym przeprowadzonym w latach 2018–2019 w Polsce 
występowanie nicieni z gatunku H. contortus stwier-
dzono u kóz w 98% przebadanych stad (22).

Przebieg kliniczny inwazji nicieni 
Trichostrongylus spp. i Teladorsagia spp. u kóz

W przeciwieństwie do gatunku Haemonchus contortus 
nicienie z rodzajów Trichotrongylus i Teladorsagia nie 
odżywiają się krwią. Składniki krwi mogą być jednak 
stopniowo tracone przez zarażone zwierzę w pro-
cesie żerowania pasożytów, szczególnie podczas 

Ryc. 1. Bladość błon śluzowych u kozy w przebiegu inwazji nicieni H. contortus

Ryc. 2. Wychudzenie u kozy spowodowane intensywną inwazją nicieni 
żołądkowo‑jelitowych
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przewlekłej lub intensywnej inwazji. W takich przy-
padkach niedokrwistość nie występuje nagle lub nie 
osiąga nasilenia obserwowanego w trakcie inwazji 
powodowanej przez H. contortus. Rozróżnienie ga-
tunku będącego przyczyną niedokrwistości w przy-
padku inwazji nicieni żołądkowo-jelitowych może być 
utrudnione, ponieważ często występują mieszane in-
wazje powodowane przez pasożyty żywiące i nieży-
wiące się krwią (40). W porównaniu z H. contortus in-
wazje Trichostrongylus spp. i Teladorsagia spp. mogą 
wykazywać łagodniejsze objawy kliniczne. Obser-
wuje się zmniejszenie apetytu i masy ciała oraz bie-
gunkę prowadzącą do wyniszczenia. W przypadku 
bardzo intensywnych inwazji, szczególnie u zwie-
rząt niedożywionych, choroba może zakończyć się 
śmiercią (41).

Nicienie z rodzaju Trichostrongylus są bardzo małe, 
osiągają mniej niż 7 mm długości. Praktycznie nie po-
siadają torebki policzkowej, a ich szczecinki kopula-
cyjne są krótkie, skręcone i zwykle spiczaste. Liczba 
składanych jaj rzadko przekracza 5000 dziennie (33). 
Inwazyjne larwy Trichostrongylus axei podobnie jak 
H. contortus rozwijają się do postaci dorosłych w bło-
nie śluzowej trawieńca, gdzie się odżywiają i prowa-
dzą do uszkodzenia nabłonka, nieżytowego zapalenia, 
przekrwienia, obrzęku i biegunki. Utrata osocza spo-
wodowana uszkodzeniem błony śluzowej przyczynia 
się do postępującej hipoproteinemii (42).

Dorosłe postaci nicieni T. colubriformis, T. vitrinus 
i T. rugatus bytują w jelicie cienkim pod nabłonkiem 
śluzówki, gdzie odżywiają się i powodują zanik ko-
smków jelitowych. Uszkodzenie błony śluzowej jeli-
ta prowadzi do enteropatii z utratą białka, której to-
warzyszy biegunka. W trakcie inwazji obserwuje się 
kliniczne objawy niedożywienia, utraty masy ciała 
i odwodnienia (42, 43).

Dorosłe postaci nicieni z  rodzaju Teladorsagia 
zwykle osiągają do 14 mm długości i posiadają szeroką 
torebkę policzkową. Posiadają 2- lub 3-dzielne, krót-
kie szczecinki kopulacyjne (33). Gatunek T. circumcinc-
ta uważany jest za przeważający w inwazjach nicie-
ni żołądkowo-jelitowych u małych przeżuwaczy na 
obszarach o klimacie umiarkowanym (44, 45, 46, 47).

Teladorsagia circumcincta jest pasożytem trawień-
ca, jednak w przeciwieństwie do H. contortus gatu-
nek ten nie żywi się głównie krwią, a samice nie są 
tak płodne. Dorosłe osobniki T. circumcincta rozwija-
ją się i odżywiają w gruczołach żołądkowych w tra-
wieńcu. Uszkodzenie gruczołów żołądkowych pro-
wadzi do powstania licznych, widocznych guzków 
na powierzchni błony śluzowej trawieńca. W prze-
biegu inwazji dochodzi do ciężkiego zapalenia żo-
łądka, w trakcie którego zmniejsza się wydzielanie 
kwasu solnego i wzrasta pH treści żołądkowej (40). 
Podczas intensywnych inwazji u kóz i owiec może 
rozwinąć się biegunka, niedokrwistość lub hipopro-
teinemia, a w ciężkich przypadkach może dochodzić 
do śmierci (48). Podczas sekcji zarobaczonych zwie-
rząt widoczne są liczne guzki na powierzchni błony 
śluzowej trawieńca, ale same nicienie są trudne do za-
obserwowania i często pozostają niezauważone (49).

W badaniu epidemiologicznym przeprowadzonym 
w latach 2018–2019 w Polsce występowanie nicieni 

z rodzajów Teladorsagia oraz Trichostrongylus stwierdzo-
no odpowiednio u kóz z 33 i 88% przebadanych stad (22).

Diagnostyka laboratoryjna inwazji nicieni 
żołądkowo-jelitowych u kóz

Podstawową metodą laboratoryjną stosowaną w dia-
gnostyce inwazji pasożytów przewodu pokarmowe-
go jest badanie kału metodą flotacji, która umożli-
wia wykrycie jaj pasożytów (ryc. 3). Ciężar właściwy 
większości jaj pasożytów (oraz niektórych larw) jest 
niższy niż gęstość używanego roztworu, np. nasy-
cony roztwór chlorku sodu. W efekcie jaja pasożytów 
(oraz niektóre larwy) wypływają na powierzchnię 
roztworu flotacyjnego (50). Nicienie z rodziny Tri-
chostrongylidae mają jaja o podobnym wyglądzie 
i rozmiarach, przez co nie można łatwo ich odróżnić 
(48). W próbkach kału identyfikowane są do pozio-
mu rodziny lub rodzaju. Aby zidentyfikować gatun-
ki, wymagane jest zastosowanie metod hodowlanych 
i identyfikacja larw inwazyjnych stadium trzeciego 
(L3). Wyjątkiem są jaja nicieni z gatunku Nematodi-
rus, które są znacznie większe i zawierają charakte-
rystyczne blastomery (51).

Praktycznie wszystkie małe przeżuwacze wypa-
sane na pastwisku są zarażone różnymi nicieniami 
przewodu pokarmowego. Z tego powodu prosta pro-
cedura flotacji, która prowadzi jedynie do wykrycia 
obecności jaj pasożytów, ma ograniczoną wartość. 
Najbardziej użytecznymi technikami do diagnostyki 
intensywności inwazji są metody ilościowe, oparte na 
zliczaniu jaj pasożytów. Oszacowanie liczby jaj w kale 
można wykorzystać do oceny skuteczności progra-
mów zwalczania pasożytów, monitorowania poziomu 
potencjalnego zanieczyszczenia pastwisk pasożyta-
mi i oceny skuteczności leków (51). Ponieważ u małych 
przeżuwaczy liczba jaj przekracza często kilkaset na 
gram kału, najbardziej praktyczną techniką ilościową 
jest metoda McMastera. Wymaga ona użycia specjal-
nej komory zliczającej, którą wypełnia się określoną 
objętością roztworu flotacyjnego zmieszanego z ba-
daną próbką kału. Metoda McMastera została opra-
cowana w laboratorium McMaster na Uniwersytecie 
w Sydney i  jest najpowszechniej stosowaną tech-
niką ilościową w parazytologii weterynaryjnej (52). 

Ryc. 3. Jaja nicieni z rodziny Trichostrongylidae (pow. 20×)
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Zmodyfikowaną technikę McMastera można rów-
nież stosować w teście redukcji liczby w kale jaj w celu 
sprawdzenia skuteczności działania leków przeciw-
pasożytniczych w stadzie (53, 54).

Różnicowanie gatunków 
larw nicieni żołądkowo‑jelitowych 
z rodziny Trichostrongylidae

Duże różnice w patogenności powszechnie występu-
jących nicieni żołądkowo-jelitowych powodują, że 
niezbędna jest wiedza, które z nich są odpowiedzial-
ne za występowanie klinicznych objawów choroby 
u kóz. Obecnie jedyną dostępną metodą rutynowe-
go laboratoryjnego oszacowania proporcji rodzajów 
lub gatunków nicieni obecnych w żywym zwierzęciu 
jest identyfikacja larw, które znajdują się w świeżym 
kale (głównie larw nicieni płucnych) lub tych, które 
rozwijają się w kale w trakcie hodowli (nicienie żo-
łądkowo-jelitowe; 55).

Metody hodowli larw nicieni 
żołądkowo‑jelitowych z rodziny 
Trichostrongylidae

Istnieje wiele różnych technik hodowli kału w celu 
uzyskania larw inwazyjnych nicieni żołądkowo-je-
litowych (53, 55, 56, 57, 58). Procedura hodowli larw 
jest podobna dla wszystkich nicieni żołądkowo-je-
litowych. W pierwszej kolejności grudki kału kruszy 
się, a następnie miesza z odpowiednią ilością wermi-
kulitu, trocin lub włókna kokosowego. Uzyskuje się 
kruchą mieszaninę, którą należy lekko ubić w szkla-
nym naczyniu o szerokim otworze i pojemności ok. l. 
W środku hodowli pozostawia się niewielkie zagłę-
bienie, a mieszanina wokół niego powinna być lekko 
ubita. Naczynie z materiałem do hodowli inkubuje się 
w ciemności w temperaturze 26–28°C przez 5–7 dni. 
Hodowla przez cały okres inkubacji powinna być od-
powiednio wilgotna (wilgotność ok. 80%). Po okresie 
inkubacji wnętrze naczynia spryskuje się niewielką 
ilością wody i umieszcza w świetle, które stymuluje 
larwy inwazyjne (L3) do migracji w górę wewnętrz-
nych powierzchni ścian naczynia. Hodowlę zbiera się 

wielokrotnie w ciągu kilku dni, trzymając naczynie 
skośnie z otworem skierowanym w dół, a następnie 
spryskując wewnętrzne ściany wodą, pozwalając za-
wiesinie larw spłynąć do naczynia zbierającego (58). 
Alternatywną metodą izolacji larw z hodowli kału jest 
zastosowanie metody larwoskopowej Baermanna po 
zakończeniu inkubacji hodowli (57).

Identyfikacja gatunków lub rodzajów nicieni żo-
łądkowo-jelitowych z rodziny Trichostrongylidae 
za pomocą cech morfologicznych larw inwazyjnych 
stadium trzeciego (L3).

Uzyskane w trakcie hodowli larwy inwazyjne (L3) 
nicieni żołądkowo-jelitowych (ryc. 4) poddaje się iden-
tyfikacji pod mikroskopem poprzez porównanie cech 
morfologicznych charakterystycznych dla każdego 
z gatunków (58, 59). Krople zawiesiny larw umiesz-
cza się na szkiełku mikroskopowym, a następnie do-
daje się roztwór jodu w płynie Lugola. Jod zabija lar-
wy oraz powoduje wybarwienie charakterystycznych 
struktur. Identyfikacja morfologiczna larw większości 
gatunków nicieni pasożytniczych opiera się głównie 
na różnicach w kształcie części tylnej i przedniej lar-
wy oraz ich całkowitej długości. W niektórych przy-
padkach porównuje się również inne cechy, takie 
jak długość, kształt i liczba komórek przełyku i jeli-
ta lub obecność plamek w okolicy jamy policzkowej, 
które są charakterystyczne dla w niektórych gatun-
ków nicieni żołądkowo-jelitowych (55, 58). Standar-
dowo w procedurze różnicowania gatunków nicie-
ni żołądkowo-jelitowych zlicza się i identyfikuje po 
mikroskopem pierwsze 100–200 napotkanych larw 
inwazyjnych. Następnie na podstawie liczb poszcze-
gólnych gatunków wylicza się ich proporcję w całej 
badanej próbce (54, 58).

Identyfikacja nicieni żołądkowo‑jelitowych 
z rodziny Trichostrongylidae za pomocą metod 
biologii molekularnej

Techniki oparte na łańcuchowej reakcji polimera-
zy (PCR) znajdują ważne zastosowanie w parazyto-
logicznej diagnostyce laboratoryjnej oraz badaniach 
naukowych. Dotychczas przeprowadzone badania 
wykazały ich przydatność do identyfikacji pasoży-
tów, diagnostyki inwazji, charakterystyki genetycz-
nej pasożytów, izolacji i charakterystyki genów pod-
legających ekspresji oraz wykrywania lekooporności 
(60, 61). Techniki biologii molekularnej umożliwia-
ją obecnie wykorzystanie nowych narzędzi do iden-
tyfikacji wszystkich stadiów rozwojowych pasoży-
tów (62, 63, 64). Większość z tych metod opiera się na 
łańcuchowej reakcji polimerazy (PCR) (60, 65). Iden-
tyfikacja poszczególnych gatunków opiera się na po-
limorfizmie miejsc restrykcyjnych RsaI w genie 1 izo-
typu β-tubuliny. Najpierw przeprowadza się dwie 
kolejne reakcje PCR (nested-PCR) na genie 1 izotypu 
β-tubuliny w celu amplifikacji wystarczającej ilości 
DNA. Następnie polimorfizm długości fragmentów re-
strykcyjnych (RFLP) powstałego fragmentu jest ana-
lizowany za pomocą różnic w RsaI w celu odróżnienia 
T. circumcincta, H. contortus i T. colubriformis. Metoda ta 
pozwala przezwyciężyć ograniczenia morfologicznej 
identyfikacji stadiów larwalnych gatunków nicieni 

Ryc. 4. Larwy inwazyjne (L3) nicieni z rodziny Trichostrongylidae uzyskane za pomocą 
technik hodowli (pow. 20×)
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z rodziny Trichostrongylidae (54, 66). Metody biologii 
molekularnej wykorzystywane do identyfikacji nicie-
ni żołądkowo-jelitowych są czasochłonne, kosztow-
ne i zazwyczaj mają niską wydajność, a zatem nie są 
rutynowo stosowane w praktyce weterynaryjnej (67).

Podsumowanie

Wiele problemów zdrowotnych w stadach kóz wyni-
ka z występowania inwazji nicieni żołądkowo-jelito-
wych. Najczęściej występują w Polsce nicienie należące 
do gatunku H. contortus oraz rodzajów Trichostrongylus 
i Teladorsagia. Objawy kliniczne inwazji są niespecy-
ficzne i obejmują biegunkę, bladość błon śluzowych, 
obrzęki tkanek miękkich oraz spadek masy ciała. W dia-
gnostyce inwazji stosowane są metody koproskopo-
we jakościowe (prosta flotacja) i  ilościowe (metoda 
McMastera wraz z jej modyfikacjami) oraz metody lar-
woskopowe (metoda Baermanna). Różnicowanie ga-
tunków oraz rodzajów nicieni żołądkowo-jelitowych 
jest skomplikowane i wymaga dużego doświadcze-
nia. Wykonuje się je za pomocą metod hodowli larw 
inwazyjnych oraz metod biologii molekularnej (PCR).
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