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I. EINLEITUNG

Bei Wildtieren ist iiber Infektionskrankheiten, im Vergleich zu Menschen und
Haustieren, bisher verhéltnismiBig wenig bekannt. Da das Bewusstsein fiir die
Rolle der Tierwelt als Quelle infektioser Krankheiten fiir die menschliche und
tierische Gesundheit gewachsen ist, ist es von besonderem Interesse, auch die
Forschung auf diesem Gebiet zu intensivieren. Das heutzutage immer engere
Zusammenleben von Menschen und (Wild-)Tieren begiinstigt eine rasche
Ausbreitung von Zoonosen. Friihzeitige epidemiologische Untersuchungen sind
daher hilfreich und notwendig, um Mensch und Tier gegenseitig vor von sich
ausbreitenden Infektionserregern zu schiitzen (Thompson 2013; Hinney et al.

2016).

Die Encephalitozoonose stellt eine besonders unter domestizierten Kaninchen weit
verbreitete Infektionskrankheit dar, welche durch den Erreger Encephalitozoon
cuniculi (E. cuniculi) verursacht wird. Bei E. cuniculi handelt es sich um einen
obligat intrazelluldren Infektionserreger, der den Mikrosporidien angehort. Sein
duBerst breites Wirtsspektrum macht ihn, ebenso wie sein zoonotisches Potential,
in vielerlei Hinsicht zu einem bedeutsamen Krankheitserreger. Encephalitozoon
hellem (E. hellem), eine nahe verwandte Mikrosporidienart, ist am weitesten unter
den Vogeln verbreitet, wird jedoch als potentieller Zoonoseerreger gelegentlich

auch bei immunsupprimierten Menschen nachgewiesen.

Uber die sylvatischen Zyklen von Encephalitozoon-Spezies ist bisher nur wenig
bekannt. Epidemiologische Untersuchungen sind daher erforderlich, um

diesbeziiglich neue Erkenntnisse zu erlangen (Hinney et al. 2016).

Ziel der vorliegenden Arbeit ist es, das Vorhandensein von E. cuniculi und E.
hellem bei Wildkaninchen in Bayern zu untersuchen, um einen aktuellen Einblick
in die Zirkulation der Erreger in der Wildkaninchenpopulation zu erhalten. Anhand
der Ergebnisse dieser Studie soll eingeschitzt werden, ob Wildkaninchen ein
Erregerreservoir und somit eine potenzielle Infektionsquelle fiir andere Wildtiere,

Haustiere sowie den Menschen darstellen.
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II. LITERATURUBERSICHT
1. Encephalitozoon cuniculi
1.1. Systematische Einordnung

E. cuniculi wurde erstmals 1922 von Wright und Craighead beschrieben. Sie
entdeckten den Erreger zufillig im Rahmen einer experimentellen Forschung als
auslosendes Agens einer motorischen Paralyse bei jungen Kaninchen und
vermuteten in ihm ein Zwischenstadium eines protozoischen Parasiten (Wright und

Craighead 1922).

Ein Jahr spéter konnten Levaditi et al. (1923a) den Erreger im Gehirn eines an einer
Enzephalitis erkrankten Kaninchens ebenfalls feststellen. Aufgrund der
Lokalisation und der betroffenen Tierart benannten sie den Erreger darauthin
Encephalitozoon cuniculi. Zunédchst konnten sie den Erreger nicht einordnen,
nahmen jedoch an, dass es sich um ein Protozoon handelt. Noch im selben Jahr
schrieben die Autoren E. cuniculi, basierend auf dessen Morphologie, den
Mikrosporidien zu (Levaditi et al. 1923b). Weitere Wissenschaftler untersuchten
nachfolgend den Erreger und diskutierten seine Zugehorigkeit zu den
Mikrosporidien (Goodpasture 1924; Smith und Florence 1925; Nelson 1962). Eine
zwischenzeitliche Umbenennung in Nosema cuniculi erfolgte ab dem Jahre 1964
durch Weiser und Lainson et al., da diese die Gattung Encephalitozoon fiir ein
jingeres Synonym der Gattung Nosema hielten (Weiser 1964; Lainson et al. 1964).
Weitere Erkenntnisse hinsichtlich der Morphologie und des Entwicklungszyklus
des Erregers fiihrten jedoch 1971 zur Riickbenennung in E. cuniculi (Cali 1971;
Shadduck und Pakes 1971; Sprague und Vernick 1971). Taxonomisch wurde E.
cuniculi, basierend auf morphologischen Eigenschaften und Entwicklungszyklus,
dem Stamm Microspora, der Klasse Haplophasea, der Ordnung Glugeida, der
Familie Encephalitozoonidae sowie der Gattung Encephalitozoon zugeordnet
(Sprague et al. 1992). Jedoch wurde anschlieBend empfohlen, den Stamm mit dem
Begriff Microsporidia zu bezeichnen (Sprague und Becnel 1998). Zukiinftige
Anderungen beziiglich der taxonomischen Einordnung der Art sind auf Grundlage

molekularbiologischer Untersuchungen durchaus denkbar.

Lange Zeit wurden Mikrosporidien als primitive, urspriingliche Protozoen
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angesehen (Han et al. 2021). Neuere phylogenetische Untersuchungen weisen
jedoch darauf hin, dass Mikrosporidien mit den Pilzen verwandt sind (Capella-
Gutiérrez et al. 2012). Diese Annahme wird mitunter durch die Identifizierung
pilzdhnlicher Chitinasen (Hinkle et al. 1997) und Trehalose (Undeen und Vander
Meer 1999) sowie durch phylogenetische Analysen, u. a. von a- und B-Tubulin
(Edlind et al. 1994; Edlind et al. 1996; Keeling und Doolittle 1996), Glutamyl-
tRNA-Synthetase (Brown und Doolittle 1999), TATA-Box-Bindungsprotein (Fast
et al. 1999), RNA-Polymerase II (Hirt et al. 1999), Hitzeschockprotein 70 (Germot
et al. 1997; Hirt et al. 1997; Peyretaillade et al. 1998) und a- und B-Untereinheiten
der Pyruvat-Dehydrogenase E1 (Fast und Keeling 2001), bestdrkt. Im Jahre 2001
konnten Katinka et al. mit der Genomsequenz von E. cuniculi die erste vollstandige
Genomsequenz einer Mikrosporidienspezies iiberhaupt publizieren. Auch die
daraus gewonnenen Erkenntnisse stiitzen die Einordnung der Mikrosporidien in das
Reich der Pilze (Katinka et al. 2001). Bislang wurden ungefahr 220 Gattungen mit
etwa 1700 Arten von Mikrosporidien beschrieben (Han et al. 2021).

1.2. Entwicklung und Morphologie

Mikrosporidien weisen einen obligat intrazelluliren Lebenszyklus auf. Der
Lebenszyklus umfasst das Stadium der Merogonie und der nachfolgenden
Sporogonie, aus der schlielich die reifen Sporen resultieren (Vavra 1976; Vavra
und Larsson 1999). Die Vermehrung von E. cuniculi erfolgt einwirtig und asexuell

(Vivares und Méténier 2001).

Die Sporen stellen das infektiose und das einzige auflerhalb der Wirtszelle
iiberlebensfahige Stadium der Mikrosporidien dar (Vévra und Larsson 1999). Bei
E. cuniculi sind sie oval (Lainson et al. 1964) bis elliptisch (Schottelius et al. 2000)
geformt und messen gemill den Angaben von Visvesvaraetal. 1.8-4umx1-1.5
um (Visvesvara et al. 1999). Umgeben werden sie von einer Sporenwand,
bestehend aus einer &dulleren, 20-30 nm dicken, elektronendichten Schicht
(Exospore) und einer inneren, 25-35 nm dicken, elektronendurchlissigen Schicht
(Endospore) (Bigliardi et al. 1997; Visvesvara et al. 1999). Wihrend die
Sporenwand die Spore mit einer gleichméfBigen Dicke von ungefdhr 50-60 nm
umgibt, zeigt sie sich im Bereich der anterior gelegenen Ankerscheibe mit nur 30
nm deutlich diinner (Pakes et al. 1975; Bigliardi et al. 1997). Im Inneren der Spore

liegt die Plasmamembran der Sporenwand an (Bigliardi et al. 1997). Sie umschlief3t
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die inneren Bestandteile der Spore (Pakes et al. 1975). Zu diesen Bestandteilen
zahlen der Kern, welcher das Genom von lediglich 2,9 Megabasenpaaren umfasst
(Katinka et al. 2001), das infektiose Sporoplasma, Ribosomen und der sogenannte
Extrusionsapparat, bestehend aus Polfaden, Ankerscheibe, Polaroplast und

posteriorer Vakuole (Weidner 1972; Bigliardi und Sacchi 2001) (Abbildung 1).

Ankerscheibe

Polaroplast

Plasmamembran

Polfaden

Exospore

MNukleus

Endospore

posteriore Vakuole

Abbildung 1: Grafische Darstellung einer E. cuniculi-Spore (nach Franzen 2004)

Das zentrale Element der Zellinvasion ist der Polfaden. Er entspringt am vorderen
Pol der Spore aus der Ankerscheibe, verlauft von dort aus in Richtung der inneren
Sporenwand und liegt dieser mit 5-7 gleichméiBigen Windungen an (Pakes et al.
1975; Visvesvara et al. 1999). Um eine Wirtszelle zu infizieren, kann der Polfaden
handschuhfingerartig extrudiert werden, um diese zu penetrieren und infektioses
Sporoplasma in deren Zytoplasma zu injizieren (Lom und Vavra 1963; Weidner
1972; Pakes et al. 1975). Ausgelost wird dieser Vorgang vermutlich durch
verschiedene duBere Stimuli, wie beispielweise Anderungen des pH-Wertes oder
der Ionenkonzentration. Unabhingig von der Art der Stimulation wird
angenommen, dass Mikrosporidien gleichermalen auf einen solchen Reiz mit einer
Erhohung des intrasporalen osmotischen Drucks reagieren. Durch die Steigerung
des intrasporalen osmotischen Drucks kommt es zu einem Wassereinstrom in die
Spore, welcher mit einem Anschwellen des Polaroplasten sowie der posterioren

Vakuole einhergeht. Der daraus resultierende intrasporale Druck fiihrt letztendlich
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zur Extrusion des Polfadens (Lom und Vavra 1963; Weidner und Byrd 1982;
Undeen 1990; Undeen und Vander Meer 1999). Alternativ kann der Erreger auch
durch Phagozytose in die Wirtszelle gelangen und diese infizieren (Couzinet et al.

2000; Franzen et al. 2005).

In der Wirtszelle werden die unterschiedlichen Entwicklungsstadien des Erregers
von einer parasitophoren Vakuole umgeben (Sprague und Vernick 1971; Pakes et
al. 1975; Hamilton et al. 1977; Visvesvara et al. 1999). Wihrend der proliferativen
Phase, der sogenannten Merogonie, entwickeln sich aus dem Sporoplasma zunéchst
Meronten, welche sich durch Zwei- und Vielfachteilung vermehren. Die Meronten
liegen dabei stets der Innenseite der parasitophoren Vakuole an (Sprague und
Vernick 1971; Pakes et al. 1975; Visvesvara et al. 1999). Nach Abschluss der
Merogonie kommt es zur Anlagerung von sekretiertem, elektronendichtem
Material an der AuBenseite der Plasmamembran der sodann als Sporonten
bezeichneten Entwicklungsstadien, was als Zeichen fiir den Ubergang in die
sogenannte Sporogonie gilt (Lainson et al. 1964; Hamilton et al. 1977; Vavra und
Larsson 1999). Bei der Sporogonie differenzieren sich die Sporonten zu
Sporoblasten, aus denen schlieBlich reife Sporen entstehen. Die verschiedenen
Stadien der Sporogonie liegen, ebenso wie die reifen Sporen, frei im Lumen der
parasitophoren Vakuole (Pakes et al. 1975; Visvesvara et al. 1999). Die im Laufe
der Infektion zunehmende VergrofBerung der parasitophoren Vakuole resultiert
letztlich in einer Ruptur der Wirtszelle und somit in der Freisetzung der reifen
Sporen (Lainson et al. 1964; Schottelius et al. 2000). Die Dauer des
Entwicklungszyklus in der parasitophoren Vakuole wird in Zellkulturen mit etwa
48 (Pakes et al. 1975) bis 72 (Bismanis 1970) Stunden, bis hin zu 5 Tagen (Petri
1969) angegeben.

1.3. Pathogenese

Kaninchen infizieren sich hauptséchlich iber die orale Aufnahme von Sporen. Nach
der Aufnahme gelangen die Sporen in den Darm, wo sie das dortige Epithel
infizieren, um anschliefend iiber das darmassoziierte lymphatische Gewebe die
Blutbahn zu erreichen. Uber das Blut gelangt der Erreger zu diversen Organen -
entweder als freie Spore oder innerhalb infizierter Monozyten (Marcato und
Rosmini 1986). Nach frithestens 2 Wochen kénnen proliferative Stadien oder reife

Sporen des Erregers erstmals in Darm, Mesenteriallymphknoten, Milz, Leber,
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Lunge, Nieren, Herz, Augen und Gehirn detektiert werden (Jeklova et al. 2019;
Jeklova et al. 2020).

Nach den Untersuchungen von Cox et al. (1979) stellen im Friihstadium einer
Infektion Nieren, Lunge und Leber, in selteneren Féllen auch das Herz, die
Zielorgane von E. cuniculi dar. 14 Wochen nach der Infektion wird der Erreger
hauptsdchlich noch in Gehirn und Nieren, den Hauptpréadilektionsorganen,
vorgefunden (Cox et al. 1979). Jeklova et al. (2020) konnten iiber einen Zeitraum
von 8 Wochen nach experimenteller Infektion das Persistieren des Erregers in
mehreren Organen beobachten (Jeklova et al. 2020). Histopathologische Lasionen
treten im Gewebe der Nieren frither auf als im Gehirn (Cox und Gallichio 1978;

Cox et al. 1979).

Im Gehirn kann der Erreger frithestens 2 Wochen p. 1. vorgefunden werden, wobei
sich mit fortlaufender Infektion die Wahrscheinlichkeit eines Nachweises erhoht
(Jeklova et al. 2020). Auch wenn sich die FErgebnisse verschiedener
Untersuchungen hinsichtlich der Lokalisation histologischer Lésionen im
Zentralnervensystem teilweise unterscheiden, so stimmen sie doch meist insofern
iberein, als dass das Cerebrum mit am hiufigsten betroffen ist (Shadduck et al.
1979; Scharmann et al. 1986; Eroksiiz et al. 1999; Csokai et al. 2009a; Rodriguez-
Tovar et al. 2016; Ozkan und Alcigir 2018; Morsy et al. 2020). Verinderungen
werden zudem auch an den (Lepto-)Meningen (Shadduck et al. 1979; Csokai et al.
2009a), dem Hirnstamm bzw. der Medulla oblongata (Scharmann et al. 1986;
Erdksiiz et al. 1999; Csokai et al. 2009a; Rodriguez-Tovar et al. 2016; Ozkan und
Alcigir 2018; Morsy et al. 2020), dem Zwischenhirn (Scharmann et al. 1986), dem
Cerebellum (Scharmann et al. 1986; Csokai et al. 2009a; Ozkan und Alcigir 2018)
und dem Riickenmark (Scharmann et al. 1986; Csokai et al. 2009a) beschrieben.

Bei den Verdnderungen des Hirngewebes zeigen sich typischerweise nicht-eitrige,
multifokale  granulomatdse (Meningo-)Enzephalitiden mit Gliose und
perivaskuldren lymphozytéren Infiltrationen (Cox und Gallichio 1977; Rodriguez-
Tovar et al. 2016; Ozkan und Alcigir 2018; Morsy et al. 2020). Gliaknoten mit
zentraler Nekrose, neuronaler Degeneration und Neuronophagie konnen
vorgefunden werden (Morsy et al. 2020). In den nekrotischen Zentren von
Granulomen kénnen sich Sporen des Erregers ansammeln (Cox und Gallichio 1977,

Leipig et al. 2013). Des Weiteren konnen sich Sporen frei im Gewebe oder
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innerhalb von Pseudozysten befinden (Cox und Gallichio 1977; Rodriguez-Tovar
et al. 2016; Morsy et al. 2020). Makroskopisch stellen sich die meningealen und
zerebralen GefdBle gelegentlich hyperamisch dar. AuBerdem konnen Teile des

Gehirns ddematisiert sein (Ozkan und Alcigir 2018).

In den Nieren manifestiert und vermehrt sich E. cuniculi vor allem in den
Tubulusepithelzellen. Reife Sporen konnen durch Ruptur der dort lokalisierten
sporenhaltigen Pseudozysten in das Tubuluslumen und in das interstitielle
Nierengewebe freigesetzt werden. Erreicht der Erreger die Sammelrohre, kann
dieser liber den Urin ausgeschieden werden beziechungsweise weitere Bereiche der
Niere infizieren (Smith und Florence 1925; Flatt und Jackson 1970; Wilson 1979b;
Hamilton und Cox 1981; Morsy et al. 2020). Histologisch zeigt sich an den Nieren
typischerweise eine fokale bis multifokale interstitielle granulomatése Nephritis
mit Makrophagen- und Lymphozyteninfiltrationen sowie Fibrosen (Flatt und
Jackson 1970; Eroksiiz et al. 1999; Rodriguez-Tovar et al. 2016; Rodriguez-Tovar
et al. 2017). Dabei ist meist bereits makroskopisch das durch die Fibrosen
verursachte Narbengewebe sichtbar, welches eine Retraktion der Nierenkapsel
bewirkt (Flatt und Jackson 1970; Maestrini et al. 2017). Auch ist makroskopisch
teilweise eine VergroBerung und Authellung der Nieren zu erkennen (Morsy et al.
2020). Histologisch konnen zudem degenerative, nekrotische Verdnderungen des
Tubulusepithels und der Sammelrohre festgestellt werden (Ozkan und Alcigir 2018;
Morsy et al. 2020).

Jeklova et al. (2019) konnten den Erreger nach experimenteller oraler Infektion
adulter Kaninchen in diversen ophthalmologischen Strukturen (periokuldres
Bindegewebe, Sklera, Kornea, Chorioidea, Iris, Retina), darunter auch in der Linse,
nachweisen. Dies deutet darauf hin, dass fiir eine Infektion der Linse nicht nur der
intrauterine oder himatogene Infektionsweg in Frage kommt (Jeklova et al. 2019).
An den Augen zeigen sich Verdnderungen typischerweise in Form einer
(phakoklastischen) Uveitis und Katarakten. Die Verdnderungen treten meist uni-,
teilweise aber auch bilateral auf (Ewringmann und Gobel 1999; Harcourt-Brown
und Holloway 2003; Kiinzel et al. 2008; Csokai et al. 2009a; Morsy et al. 2020).
Histologische Lasionen werden an der Kornea, dem Ziliarkorper, der Linse, der Iris
und der Retina beobachtet (Ozkan und Alcigir 2018; Morsy et al. 2020). Es konnen
Ulzerationen des Epithels, Nekrosen des Endothels oder auch Korneaddeme

auftreten. An der Linsenkapsel kann es zu Briichen der Linsenfasern und Nekrosen
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des Linsenepithels kommen. Die Iris kann 6dematisieren und Degenerationen des
posterioren Epithels aufweisen. Auch Retinaatrophien und —ablésungen wurden

beobachtet (Morsy et al. 2020).

Histologische Verdnderungen konnten bei Kaninchen zudem auch in der Leber
(Cox et al. 1979; Wicher et al. 1991; Fuentealba et al. 1992; Eroksiiz et al. 1999;
Csokai et al. 2009a; Jeklova et al. 2010a; Leipig et al. 2013; Rodriguez-Tovar et al.
2016; Morsy et al. 2020; Jeklova et al. 2020), der Lunge (Cox et al. 1979; Wicher
etal. 1991; Eroksiiz et al. 1999; Csokai et al. 2009a; Jeklova et al. 2010a; Leipig et
al. 2013; Jeklova et al. 2020), dem Herz (Cox et al. 1979; Csokai et al. 2009a; Leipig
et al. 2013) und der Milz (Jeklova et al. 2020) beobachtet werden.

Der Grad der histopathologischen Lisionen liefert keinen Beweis dafiir, dass E.
cuniculi tatsachlich ursichlich fiir eine klinische Symptomatik ist. Es konnen auch
schwerwiegende Lisionen vorliegen, ohne dass das Tier klinische Auffilligkeiten

zeigt (Csokai et al. 2009a).

14. Immunologie

Sowohl das angeborene als auch das erworbene Immunsystem sind an der Abwehr
von Infektionen mit E. cuniculi beteiligt. Studien der letzten Jahre konnten zeigen,
dass vor allem die zellvermittelte Immunitét eine entscheidende Rolle fiir den

Schutz vor Encephalitozoon-Infektionen spielt.

Makrophagen sind ein wichtiges Bindeglied zwischen dem angeborenen und dem
erworbenen Immunsystem. Sie sind Teil der initialen Inmunantwort, da sie an den
potenziellen Eintrittspforten von Erregern lokalisiert sind. Das Eindringen von
Krankheitserregern wie E. cuniculi wird von den lokalen Makrophagen ziigig durch
diverse Rezeptoren, darunter sogenannte Mustererkennungsrezeptoren (PRRs),
erkannt. Dabei konnte es sich um die Toll-like Rezeptoren TLR 2 und TLR 4
handeln. Diese aktivieren den spezifischen Transkriptionsfaktor NF-xB und regen
die Sekretion von Chemokinen an, wihrend weitere Makrophagen rekrutiert
werden. Das Erkennen des Erregers durch Makrophagen bewirkt zudem eine
Produktion von Verteidigungsmediatoren, einschlieBlich Zytokinen und reaktiven
Sauerstoff- und Stickstoffspezies (Didier 1995; Texier et al. 2010). Mikrosporidien
wie E. cuniculi sind in der Lage, diese Schutzreaktion zu umgehen, wéhrend die
Makrophagen indes den Erreger wie ein trojanisches Pferd durch den Korper

transportieren und somit neue Zellen infiziert werden konnen (Mathews et al.
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2009). Bei dieser Immunevasion spielt wahrscheinlich eine Ausnutzung der
Efferozytose sowie eine Polarisierung der Makrophagen zu anti-inflammatorischen
M2-Makrophagen zur Begiinstigung des Uberlebens und der Vermehrung des
Erregers innerhalb der Makrophagen eine entscheidende Rolle (Dalboni et al.
2021). Zudem ermoglicht das Fehlen von Wirtszell-Markerproteinen in der
parasitophoren Vakuole, dass diese in den Zellen unbemerkt bleibt und dadurch der

lysosomalen Verdauung entgeht (Fasshauer et al. 2005; Bohne et al. 2011).

Die T-Zell-vermittelte Immunantwort des Wirts ist ein wichtiger Bestandteil, um
eine Infektion mit E. cuniculi abzuwehren. Besonders die CD8+ T-Zellen gelten
hierbei als essentiell (Khan et al. 1999; Moretto et al. 2000). Neben der Produktion
von protektiven Zytokinen (Ramshaw et al. 1997) sind CD8+ T-Zellen in der Lage,
die Erregerlast bei intrazelluldren Infektionen vor allem durch die Perforin-
vermittelte Zytolyse im betroffenen Zielgewebe zu senken (Khan et al. 1999).
Verschiedene Studien konnten die Wichtigkeit der CD8+ T-Zellen bei Infektionen
mit E. cuniculi unterstreichen. So konnten SCID Maéuse, welche mit CD4+ T-
Lymphozyten-depletierten naiven BALB/c Splenozyten rekonstituiert wurden, eine
intraperitoneale Infektion mit E. cumiculi bewiltigen, wiahrend SCID Mause,
welche hingegen mit CD8+ T-Lymphozyten-depletierten naiven BALB/c
Splenozyten rekonstituiert wurden, letztlich der Infektion erlagen (Braunfuchsova
et al. 2001; Salat et al. 2006). Damit iibereinstimmend erlagen auch Knockout-
Maéuse mit herbeigefiihrtem genetischem Mangel an CD8+ T-Zellen der
intraperitonealen Infektion, wihrend Knockout-M&use mit genetischem Mangel an
CDA4+ T-Zellen die Infektion iiberlebten (Khan et al. 1999). Auch ein genetischer
Mangel an Perforin resultiert in einem letalen Ausgang bei intraperitoneal
infizierten Tieren (Khan et al. 1999). Allerdings konnte bei weiteren Studien an
SCID Maiusen festgestellt werden, dass bei einer oralen Infektion mit E. cuniculi,
welche gleichzeitig auch den natiirlichen Infektionsweg darstellt, eine Depletion
der CD8 + T-Zellen allein nicht zu einem letalen Krankheitsverlauf fiihrt. Jedoch
bewirkt eine Depletion von sowohl CD8+ T-Zellen als auch CD4+ T-Zellen bei
einer oralen Infektion eine ausgeprigte Symptomatik und fiihrt schlieBlich zum
Tode. Dies deutet darauf hin, dass sowohl CD8+ T-Zellen als auch CD4+ T-Zellen
eine protektive Rolle bei der oralen Infektion spielen (Braunfuchsova et al. 2002;

Moretto et al. 2004).

Ergidnzend zu diesen Beobachtungen bei Tieren ist bei HIV-infizierten Menschen



II. Literaturiibersicht 10

vermutlich die verminderte CD4+ T-Lymphozytenanzahl mit ausschlaggebend
hinsichtlich der Anfélligkeit fiir eine Mikrosporidien-Infektion (Asmuth et al. 1994;
Han et al. 2021).

Des Weiteren spielen diverse Zytokine, darunter IFN-y und IL-12, eine wichtige
Rolle bei der Abwehr des Erregers (Braunfuchsova et al. 1999; Khan und Moretto
1999; Salat et al. 2004). So konnte exemplarisch der Transfer von CD4+ T-Zellen
immunkompetenter Miuse das Uberleben von peroral mit E. cuniculi infizierten
SCID Miusen verlingern, wihrend das Uberleben durch den Transfer von CD4+
T-Lymphozyten IFN-y-defizienter Mause nicht verlangert wurde (Salat et al. 2008).
Auch eine durch monoklonale Antikorper herbeigefiihrte Depletion von IFN-y oder
IL-12, dem fiir die Induktion von IFN-y wichtigen Zytokin, fiihrt zum Versterben
bei infizierten C57BL/6 Méausen (Khan und Moretto 1999).

Im Rahmen der humoralen Immunabwehr konnen Infektionen mit E. cuniculi eine
starke Antikdrperantwort auslosen (Jeklova et al. 2020). Nach oraler Infektion
konnte bei Mdusen der Anstieg von IgA, IgM und IgG beobachtet werden (Sak und
Ditrich 2005). Allerdings konnten Antikdrper athymische BALB/c Miause nicht vor
dem Versterben durch eine Infektion mit E. cuniculi schiitzen, woraus sich ableiten
lasst, dass Antikorper alleine nicht ausreichen, um eine Infektion mit dem Erreger

zu iiberstehen (Schmidt und Shadduck 1983).

Der Zeitpunkt der Antikorperbildung ist mitunter abhingig von dem jeweiligen
Infektionsweg (Tabelle 1) und der aufgenommenen Sporenmenge (Waller et al.
1978). Das zeitgleiche Testen von IgM und IgG kann Aufschluss hinsichtlich des
Infektionsstatus geben. Der ausschlieliche Nachweis von Antikérpern des Isotyps
IgM dient als Hinweis auf ein frithes akutes Infektionsgeschehen. Lassen sich
sowohl Antikorper des Isotyps IgM als auch des Isotyps IgG feststellen, spricht dies
fiir eine akute Infektion. Sind lediglich Antikorper des Isotpys IgG vorhanden, gilt
dies als ein Indiz fiir eine latente oder chronische Infektion (Cox et al. 1979;
Kunstyft et al. 1986). Allerdings konnten Jeklova et al. ein Persistieren von sowohl
IgG als auch IgM {iiber 18 Wochen dokumentieren (Jeklova et al. 2010a), wodurch

die tatsdchliche Aussagekraft vorsichtig zu beurteilen ist.
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Tabelle 1: Infektionsweg und erstmaliger Antikorpernachweis bei Kaninchen
(i. z. = intrazerebral, s. c. = subkutan, i. v. = intravends, p. 0. = per os; i. t. =
intratracheal; i. r. = intrarektal; i. 0. = intraokular; p. i. = post infectionem; -

= nicht untersucht/nachweisbar/aufgefiihrt)

Infektionsweg Erstmaliger AK-Nachweis, ab Tag p. i. Autor (Jahr)

IgG IgM IgA
i. z. 8-15 - - Wosu et al. (1977)
s. C. 7-11 - - Waller et al. (1978)
iv. 7 - - Waller et al. (1978)
p. o. 14-21 - - Waller et al. (1978)
p. o. 17 - - Cox et al. (1979)
iv. 10 - - Cox et al. (1979)
it 17 - - Cox et al. (1979)
iv. 13-28 17-31 - Kunstyft et al. (1986)
i T. 15-30 - 15-60 Wicher et al. (1991)
p. o. 14 7 - Jeklova et al. (2010a)
i.o. 14 7 - Jeklova et al. (2010a)
p. o. <14 <14 - Jeklova et al. (2020)

Zu bedenken gilt, dass ein hoher Antikorpertiter keinen Beweis dafiir liefert, dass
E. cuniculi ursachlich fiir das Auftreten einer klinischen Symptomatik ist.
Antikorpertiter konnen nach einer Infektion monatelang hoch sein und iiber Jahre
mit schwankenden Werten persistieren, ohne dass die betroffenen Tiere je klinisch
auffillig werden (Waller et al. 1978; Bywater und Kellett 1979; Scharmann et al.
1986). Nach den Untersuchungen von Lyngset (1980) weisen 95 % aller
neugeborenen Kaninchen seropositiver Muttertiere bis zu einem Alter von 4
Wochen maternale Antikorper auf. Nach Scharmann et al. (1986) kdnnen maternale
Antikdrper nach einem vorherigen kontinuierlichen Abfall maximal bis zur 6.-7.
Lebenswoche nachgewiesen werden. Ein bei Jungtieren ab der 8. Lebenswoche
oftmals steil ansteigender Serumantikorpertiter spricht daher fiir eine akute

Infektion (Scharmann et al. 1986).
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Eine Immunsuppression, beispielsweise experimentell induziert durch
Dexamethason oder Cyclophosphamid, kann eine subklinische latente
Encephalitozoonose reaktivieren und eine klinische Symptomatik bis hin zu
Todesfillen verursachen (Leng et al. 1999; Jeklova et al. 2010a). Daraus wird
ersichtlich, dass die immunologische Konstitution des Individuums eine
entscheidende Rolle hinsichtlich des Auftretens klinischer Symptomatik spielt.
Dem entsprechend treten auch beim Menschen klinisch apparente E. cuniculi-
Infektionen hauptséchlich bei immunsupprimierten Personen auf (siehe Kapitel 6).
Auch der Erreger selbst fiihrt zu einer gewissen Immunsuppression (Valencakova
et al. 2003). Bei immunkompetenten Tieren macht sich eine Infektion allerdings
nicht klinisch bemerkbar, solange Erreger und Wirt im immunologischen
Gleichgewicht stehen (Schmidt und Shadduck 1983). Meyer-Breckwoldt (1996)
konnte bei seinen Untersuchungen feststellen, dass seropositive Kaninchen
hiufiger von anderweitigen Erkrankungen betroffen sind als seronegative

Kaninchen (Meyer-Breckwoldt 1996).

1.5. Wirtsspektrum und Genotypen

E. cuniculi weist ein sehr breites Wirtsspektrum auf und wurde bereits bei vielen
verschiedenen Sidugetierarten einschlielich Menschen, aber auch bei Vogeln
nachgewiesen. Es ist insbesondere bei Kaninchen von einer weltweiten Verbreitung
auszugehen. Zu den Siugetierarten, bei denen FE. cunciuli-Infektionen
nachgewiesen wurden, zéhlen unter anderem Hasenartige, Nagetiere (z. B. Miuse,
Ratten, Hamster, und Meerschweinchen), Carnivore (z. B. Hunde, Katzen und
Fiichse), Pferde, Wiederkduer, Schweine und Primaten (Hinney et al. 2016;
Deplazes et al. 2000).

Bisher konnten vier verschiedene Genotypen (als I, II, III, und IV bezeichnet) von
E. cuniculi, anhand molekulargenetischer Untersuchungen der ITS-Region der
rRNA, differenziert werden. Benannt wurden die Genotypen bzw. Stimme nach
dem jeweiligen Wirt, aus dem sie erstmals isoliert wurden. Dementsprechend
werden sie auch als ,,Kaninchenstamm® (I), ,,Mausstamm® (II), ,,Hundestamm®
(II) und ,,Menschenstamm® (IV) bezeichnet (Didier et al. 1995b; Talabani et al.
2010). Alle vier Genotypen weisen lediglich eine geringe Wirtsspezifitit auf. So
konnten beispielsweise bei Kaninchen neben Infektionen mit dem Genotyp I auch

natiirliche Infektionen mit den Genotypen II und III nachgewiesen werden
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(Valencakova et al. 2012; Deng et al. 2020).

Bei wildlebenden Ratten konnte ein rattenspezifisches Isolat festgestellt werden.
Dieses zeigt zwar eine Ubereinstimmung mit der ITS-Sequenz des Mausstamms
(IT), bei der Western-Blot-Analyse konnten allerdings geringfligige
Antigenunterschiede im Vergleich zu den bisherigen Isolaten des Stammes aus

Maiusen und Blaufiichsen beobachtet werden (Miiller-Doblies et al. 2002).

Eine Methode als Alternative fiir die ITS-Genotypisierung von E. cuniculi basiert
auf der Anwendung von zwei PCR-Tests, die auf der Grundlage eines
Léngenpolymorphismus und der Sequenzvielfalt der Gene fiir das Protein des

Polfadens und der Sporenwand entwickelt wurde (Xiao et al. 2001b).

1.6. Ubertragungswege

E. cuniculi kann sowohl horizontal als auch vertikal tibertragen werden.

Kaninchen infizieren sich hauptsédchlich iiber die orale Aufnahme von Sporen
(Deplazes et al. 2000). Diese werden von infizierten Tieren vor allem mit dem Urin
(Wright und Craighead 1922), aber auch iiber die Faeces (Kimura et al. 2013;
Rodriguez-Tovar et al. 2016) ausgeschieden. Dementsprechend stellt
beispielsweise mit Sporen kontaminiertes Futter oder Einstreu eine potenzielle
Infektionsquelle dar (Wilson 1979b). Die Sporen konnen unter geeigneten
Bedingungen bis zu 2 Jahre lang in der Umwelt {iberdauern. Eine entscheidende
Rolle spielen hierbei Temperatur und Feuchtigkeit (Waller 1979; Koudela et al.
1999; Li et al. 2003). Hohe Temperaturen (60-70° C) konnen bereits nach wenigen
Minuten dazu fiihren, dass in Wasser geldste Sporen ihre Infektiositét verlieren.
Niedrige Temperaturen und Frost {iberstehen die Sporen hingegen deutlich besser
(Koudela et al. 1999). Die Ausscheidung der Sporen mit dem Urin durch infizierte
Kaninchen erfolgt sporadisch (Cox und Pye 1975; Cox et al. 1979) und findet auch
bei Tieren, die keine klinische Symptomatik aufzeigen, statt (Csokai et al. 2009b;
Kimura et al. 2013). Im Rahmen experimenteller parenteraler Infektionen von
Kaninchen konnten Sporen ab der 4. (Abu-Akkada und Oda 2016) bis 5. Woche
(Cox et al. 1979; Jeklova et al. 2010a) p. i. im Urin nachgewiesen werden. Die
Sporenausscheidung stagnierte in der 13. Woche p. i. (Cox et al. 1979) bzw. hielt
bis zur Schlachtung nach 8 Wochen (Abu-Akkada und Oda 2016) oder Euthanasie
in der 18. Woche p. i. an (Jeklova et al. 2010a). Wie lange natiirlich infizierte

Kaninchen Sporen ausscheiden kdnnen, ist bislang unbekannt.
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In weiteren Studien konnten Kaninchen unter anderem intrazerebral (Levaditi et al.
1924; Wosu et al. 1977), intratracheal (Cox et al. 1979), intraperitoneal (Horvath et
al. 1999), intravends (Waller et al. 1978; Kunstyi et al. 1986) , subkutan (Waller et
al. 1978), rektal (Wicher et al. 1991; Fuentealba et al. 1992) und okulir (Jeklova et
al. 2010a) mit dem Erreger infiziert werden. Jeklova et al. (2010a) gehen davon aus,
dass die okuldre Infektion, obwohl sie nicht als iiblicher Infektionsweg angesehen
wird, bei Kaninchen durchaus von Relevanz sein konnte. Dies sei damit zu
begriinden, dass vor allem bei domestizierten Kaninchen sowohl die ménnlichen
als auch die weiblichen Tiere durch Verspritzen ihres Urins ihr Revier markieren
(Harcourt-Brown 2002), wodurch okuldre wie auch orale Infektionen moglich

erscheinen (Jeklova et al. 2010a).

Auch die vertikale Ubertragung des Erregers gilt mittlerweile als bewiesen.
Jungtiere konnen sich bereits transplazentar iiber das Muttertier infizieren (Baneux
und Pognan 2003; Ozkan et al. 2019). Des Weiteren wird eine Ubertragung des
Erregers durch Arthropoden (Nelson 1967; Ribeiro und Guimaraes 1998) und
Geschlechtsverkehr (Yost 1958; Kiicken et al. 1990) diskutiert. Da auch bei
Meerschweinchen Infektionen mit E. cuniculi nachgewiesen wurden (Chalupsky et
al. 1979; Gannon 1980; Boot et al. 1988; Wilczynska et al. 2023), kdnnen
Kaninchen und Meerschweinchen bei einer gemeinsamen Haltungsform eine

gegenseitige potenzielle Infektionsquelle darstellen.

Karnivore infizieren sich hauptsdchlich oral iiber den Verzehr von infizierten

Beutetieren (Barker 1974).

1.7. Klinische Symptomatik beim Kaninchen

Héufig verlaufen Infektionen mit E. cuniculi asymptomatisch. Durch Stressoren
(wie zum Beispiel Anderungen der Haltungsbedingungen) und Immunsuppression
kann es allerdings zum Auftreten klinischer Symptomatik bis hin zu letalen
Krankheitsverldufen kommen (Meyer-Breckwoldt 1996; Leng et al. 1999; Jeklova
et al. 2010a).

Die Klinik der Encephalitozoonose beim Kaninchen ldsst sich grundsétzlich in drei
verschiedene Symptomkomplexe, entsprechend den Hauptpridilektionsorganen
des Erregers, einteilen: Anzeichen einer Erkrankung des zentralen Nervensystems,
Anzeichen einer Nierenerkrankung und Anzeichen einer Augenerkrankung. Auch

eine Kombination der genannten Krankheitsformen ist moglich (Ewringmann und
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Gobel 1999; Kiinzel et al. 2008). Manche Autoren erwidhnen zusitzlich
anderweitige Symptome wie beispielsweise Verdnderungen des Haarkleids,

Wachstumshemmung, Parametritiden (Yost 1958) oder wiederholt auftretende

Aborte (Morsy et al. 2020).

1.7.1. Zentrales Nervensystem
Die neurologische Symptomatik stellt das am haufigsten auftretende klinische

Erscheinungsbild der Encephalitozoonose beim Kaninchen dar.

Meist zeigen die Tiere dabei plotzlich einsetzende Symptome einer vestibuldren
Dysfunktion. Hierzu zdhlen: Kopfschiefhaltung, Ataxie, Nystagmus,
Kreisbewegungen und Rotationen um die Lingsachse (Meyer-Breckwoldt 1996;
Ewringmann und Gdbel 1999; Harcourt-Brown und Holloway 2003; Kiinzel et al.
2008).

Bei den Untersuchungen von Ewringmann und Gobel (1999) zeigten die Tiere am
hiufigsten eine Ataxie, gefolgt von Kopfschiefhaltung und Nystagmus. Seltener
traten verzogerte Pupillarreflexe, Paresen und Krampfanfille auf. Bei den
Untersuchungen von Meyer-Breckwoldt (1996) sowie Harcourt-Brown und
Holloway (2003) zeigte sich als Hauptsymptom eine Kopfschiethaltung. Im
weiteren Krankheitsverlauf konnten bei einigen Tieren anfallsartige Rotationen um
die Liangsachse, welche vor allem durch Beriihrung oder Erschiitterung provoziert
werden konnten, sowie ein deutlicher Nystagmus beobachtet werden. Die Futter-
und Wasseraufnahme erfolgt auch bei Tieren mit ausgepréigter Kopfschiethaltung

selbststindig (Meyer-Breckwoldt 1996).

Als weitere neurologische Symptome konnen Krampfanfiélle (bis hin zu tonisch-
klonischen Kriampfen, teils mit Opisthotonus), Paresen und Paralysen, Kopfzittern,
Schwanken und Nicken mit dem Kopf in Ruhe beobachtet werden. Teilweise treten
auch Verhaltensdnderungen wie Aggressionen, Springen oder Rennen gegen
Kafiggitter oder Wiande sowie Automutilationen (Beif3en in Beine und Riicken) auf
(Ewringmann und Gobel 1999; Harcourt-Brown und Holloway 2003; Kiinzel et al.
2008).

1.7.2. Nieren
Im Rahmen einer Infektion mit E. cuniculi kommt es oftmals zu einer

Nierenschiddigung und einer daraus resultierenden chronischen Niereninsuffizienz.
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Die auftretenden Symptome sind dabei meist unspezifisch und duflern sich durch
Apathie, Anorexie, Exsikkose, Polydypsie, Polyurie, Harninkontinenz,
Hautirritationen durch  frequentierten Harnabsatz und Gewichtsverlust
(Ewringmann und Gobel 1999; Harcourt-Brown und Holloway 2003; Kiinzel et al.
2008). Bei den Untersuchungen von Ewringmann und Gobel (1999) konnten bei
einzelnen Tieren rontgenologisch Mineralisationsstorungen des Skeletts, bedingt
durch eine sekundire renale Osteodystrophie, festgestellt werden, welche teilweise

pathologische Frakturen nach sich zogen.

1.7.3. Augen

Meist treten Verdnderungen an den Augen unilateral, in seltenen Féllen aber auch
bilateral auf (Ewringmann und Gébel 1999; Harcourt-Brown und Holloway 2003;
Kiinzel et al. 2008; Csokai et al. 2009a; Morsy et al. 2020).

Das charakteristische klinische Bild einer Augenmanifestation stellt die
phakoklastische Uveitis dar, welche vom Tierbesitzer hiufig iiber das Auftauchen
einer “weiflen Masse” im Auge bemerkt wird (Ewringmann und Gobel 1999;
Felchle und Sigler 2002; Giordano et al. 2005). Diese entsteht durch eine Ruptur
der Linsenkapsel, wodurch es zu einem Austritt von Linsenprotein kommt. Zudem
kann bei den betroffenen Tieren dabei eine ausgeprégte Iritis mit GefdBinjektion
festgestellt werden (Ewringmann und Gdébel 1999). Die phakoklastische Uveitis
tritt hdufig bei jlingeren Tieren auf (Giordano et al. 2005; Kiinzel et al. 2008). Meist
zeigen die betroffenen Kaninchen keine weiteren klinischen Auffélligkeiten
(Ewringmann und Goébel 1999; Felchle und Sigler 2002; Giordano et al. 2005;
Kiinzel et al. 2008). Neben Uveitiden werden Katarakte als héaufigste
Verinderungen beschrieben (Harcourt-Brown und Holloway 2003; Giordano et al.
2005; Kiinzel et al. 2008; Morsy et al. 2020). Harcourt-Brown und Holloway (2003)

erginzen hierzu auBerdem das Hypopyon.

Als weitere mogliche Befunde bei der ophthalmologischen Untersuchung kénnen
konjunktivale und episklerale Hyperdmien, Anisokorie mit Miosis, Konjunktivitis,
Keratokonjunktivitis mit Korneaddem, Korneaulzera sowie Synechien auftreten
(Ewringmann und Gdébel 1999; Felchle und Sigler 2002; Giordano et al. 2005). Der
Pupillenlichtreflex kann beeintriachtigt sein (Felchle und Sigler 2002). Bei
einzelnen Tieren wird von einem vollstindigen Visusverlust berichtet

(Ewringmann und Gobel 1999).
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1.8. Diagnostik

Die sichere Diagnose einer Encephalitozoonose, insbesondere ante mortem, erweist
sich als duBlerst schwierig. In der Regel wird fiir die Diagnosefindung eine
Kombination aus Serologie, klinischen, neurologischen und ophthalmologischen
Untersuchungen sowie der Ausschluss moglicher Differenzialdiagnosen genutzt

(Kiinzel und Joachim 2010).

1.8.1. Direkte Nachweisverfahren
Mit direkten Nachweisverfahren lésst sich der Erreger, besonders post mortem, in

Geweben, Korperfliissigkeiten oder nach Anzucht in Kulturen detektieren.

1.8.1.1. Mikroskopischer Nachweis

Der mikroskopische Erregernachweis kann mittels Licht-, Fluoreszenz- oder
Elektronenmikroskop erfolgen. Dabei werden Sporen, Sporoblasten oder
Pseudozysten zumeist in Organmaterial (Morsy et al. 2020), Korperfliissigkeiten
oder Kot (Rodriguez-Tovar et al. 2016) beobachtet. Es gilt allerdings zu bedenken,
dass auch bei serologisch positiven Kaninchen mit histologischen Verdnderungen
in Gehirn und Nieren teilweise keine Sporen vorzufinden sind (Cox und Gallichio
1977; Shadduck et al. 1979; Eroksiiz et al. 1999; Csokai et al. 2009a; Leipig et al.
2013). Andererseits konnen Sporen auch ohne das Vorhandensein einer
Entziindungsreaktion in Organen festgestellt werden (Cox und Gallichio 1977;

Eroksiiz et al. 1999; Csokai et al. 2009a; Leipig et al. 2013; Morsy et al. 2020).

Lichtmikroskopisch kann der Erreger mit Hilfe spezieller Farbetechniken darstellt
werden. Die Detektion von Sporen unter Einsatz von Routinefarbungen wie
Himatoxylin-Eosin gestaltet sich, vor allem wenn Gewebeschddigungen oder
Entzlindungsreaktionen vorliegen, schwierig. Leicht kann es auflerdem zu einer
Verwechslung mit anderen Mikroorganismen wie Bakterien, Protozoen oder Pilzen

kommen (Rodriguez-Tovar et al. 2017).

Zu den am héufigsten verwendeten speziellen Férbetechniken gehort die
modifizierte Trichrom-Farbung nach Weber. Bei dieser Farbetechnik werden die
Sporen mit dem Farbstoff Chromotrop R2 angefarbt, der diese rosarot erscheinen

lasst, wihrend sich Bakterien blassgriin firben (Weber et al. 1992).

Rodriguez-Tovar et al. (2017) verglichen in einer aktuellen Studie 14 verschiedene

Spezialfirbungen miteinander: Alzianblau, Calcofluor-white, Giemsa, Gram,
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Grocott, Hamatoxylin-Eosin, Luna, Luxol-Fast-Blue, Masson Trichrom,
modifizierte Trichchromfarbung, periodic acid-Schiff, van Gieson, Warthin-Starry
und Ziehl-Neelsen. Laut den Autoren eignen sich fiir die Untersuchung mit dem
Lichtmikroskop die modifizierte Trichromfirbung und Gramfirbung, fiir die
Untersuchung mittels Ultraviolettmikroskopie die Calcofluor-white-Féarbung am
besten fiir den Nachweis von E. cuniculi-Sporen im Gewebe (Rodriguez-Tovar et

al. 2017).

Fir den direkten Erregernachweis mittels Fluoreszenzmikroskop wird
Fluoreszeinisothiocyanat-markiertes Anti-E.-cuniculi-Immunglobulin, das an das
entsprechende Antigen bindet, verwendet. Sporen stellen sich unter dem

Fluoreszenzmikroskop leuchtend gelb-griin dar (Cox und Pye 1975).

Bis heute gilt, vor allem in der Humanmedizin, der Nachweis von Mikrosporidien
mit dem Elektronenmikroskop aus Gewebe oder Korperfliissigkeiten als

Goldstandard (Weber et al. 1999; Han et al. 2021).

Fiir den Nachweis aus Gewebe werden die zuvor entsprechend aufbereiteten Proben
in einen speziellen Kunststoff eingebettet. Aus den Kunststoffblocken konnen
anschliefend mit einem Mikrotom Ultradiinnschnitte angefertigt werden, welche
auf einen Objekttriger aufgebracht und mit dem Elektronenmikroskop untersucht

werden (Hamilton und Cox 1981).

Mit dem Elektronenmikroskop lassen sich Ultrafeinstrukturen beurteilen, wodurch
eine  Differenzierung von  Mikrosporidienspezies moglich ist.  Eine
Artenunterscheidung von E. cuniculi und E. hellem ist allerdings nicht moglich
(Didier et al. 1991b). Zudem ist dieses Verfahren zeitaufwendig, kostspielig und
erfordert viel Erfahrung (Didier et al. 1995a).

1.8.1.2. Kultureller Nachweis
Erstmals wurde 1960 {iber eine Vermehrung von E. cuniculi in inkubierten
Hiihnereiern berichtet (Iino 1960). Wenige Jahre spiter konnte der Erreger

erfolgreich in Choriod-Plexus-Zellen von Kaninchen vermehrt werden (Shadduck

1969).

Mittlerweile liegen in der Literatur diverse Nachweise iiber die Anzucht in
unterschiedlichen Zellkulturen vor, darunter Embryozellen von Mausen (Bismanis

1970) und Hunden (Cox und Pye 1975), Choroid-Plexus-Zellen von Kaninchen
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(Shadduck 1969; Vavra et al. 1972) und Schafen (Mohn und @degaard 1977),
Lungenzellen von Katzen (Waller 1975), Nierenzellen von Kaninchen (Montrey et
al. 1973; Waller 1975; Hamilton und Cox 1981), Hunden, Rindern (Waller 1975),
Hamstern (Montrey et al. 1973) und Affen (De Groote et al. 1995; Mohindra et al.
2002), Gliazellen von Kaninchen, Médusen und Hamstern (Montrey et al. 1973)
sowie menschliche Fibroblasten (Desser et al. 1992; Mathis et al. 1997).

1.8.1.3. Polymerasekettenreaktion
Mit diesem Verfahren konnen ausgewihlte DNA-Sequenzen gezielt vervielféltigt
werden. Der Ablauf besteht grundsétzlich aus 3 Schritten: der Denaturierung, der

Primerhybridisierung und der Elongation.

Bevor diese Schritte durchgefiihrt werden konnen, muss die zu amplifizierende
DNA aus dem vorliegenden Probenmaterial, beispielweise mit Hilfe einer
speziellen DNA-bindenden Silikamembran (z. B. QIAmp DNA Mini Kit™),

isoliert werden.

Dann wird bei der eigentlichen Polymerasekettenreaktion der als Matrize
vorliegende DNA-Doppelstrang durch Erhitzung denaturiert und dadurch in
Einzelstrange aufgetrennt. AnschlieBend folgt die Primerhybridisierung, auch als
Annealing bezeichnet, bei der sich spezifische Primer an die 3" Enden der
komplementidren DNA-Einzelstringe anlagern. Bei der nachfolgenden Elongation
werden durch DNA-Polymerase (meist die sog. Tag-Polymerase) komplementére
Nukleotide angefiigt, um so wiederum DNA-Doppelstringe zu erhalten.
AnschlieBend werden diese Doppelstringe durch erneutes Erhitzen wieder in
Einzelstringe zerlegt und es folgt somit ein erneuter Reaktionszyklus. Durch die
Wiederholung dieser Zyklen werden die Matrizen und somit die Ziel-DNA im
Optimalfall mit jedem Zyklus verdoppelt.

Die amplifizierten Produkte der Polymerasekettenreaktion konnen schlieBlich auf
Agarosegel aufgetragen und mittels Elektrophorese aufgetrennt werden. Sichtbar
gemacht werden konnen sie dabei beispielsweise durch Ethidiumpromid, wodurch

sie im UV-Licht fluoreszieren.

Mit der Polymerasekettenreaktion konnen auch kleinste Mengen an DNA
amplifiziert und erfasst werden. Je nach verwendetem Protokoll kénnen die

Erregerspezies differenziert sowie die Subtypen von E. cuniculi identifiziert werden
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(Vossbrinck et al. 1993; Didier et al. 1995b).

Neben der konventionellen PCR werden fiir eine bessere Sensitivitit vor allem
nested- oder real-time PCRs fiir die Detektion von E. cuniculi eingesetzt (Csokai et

al. 2009b; Leipig et al. 2013).

1.8.1.3.1. Linse
Linsenmaterial eignet sich wegen des meist sehr hohen Erregergehaltes sehr gut,
um FE. cuniculi mittels konventioneller PCR als auslosendes Agens einer

phakoklastischen Uveitis zu detektieren (Kiinzel et al. 2008; Csokai et al. 2009b).

1.8.1.3.2. Urin

Der PCR-Nachweis aus dem Urin ist aufgrund der intermittierenden
Sporenausscheidung des Erregers nur im positiven Falle beweisend. Jass et al.
(2006) konnten lediglich bei 39,5 % der Tiere, welche eine neurologische Form der
Encephalitozoonose aufwiesen, Erreger-DNA im Urin feststellen. Csokai et al.
(2009b) konnten nur bei 29,5 % serokonvertierter Kaninchen oder Kaninchen mit
bestitigter Infektion durch Sporennachweis Erreger-DNA im Urin nachweisen.
Kiinzel et al. (2008) konnten den Erreger in keiner von 32 Urinproben ausmachen.
Es gilt generell zu bedenken, dass die Sporen erst ca. 5 Wochen nach der Infektion
iiber den Urin ausgeschieden werden (Cox et al. 1979; Jeklova et al. 2010a). Da
Kaninchen sowohl mit als auch ohne klinische Symptomatik Sporen ausscheiden,
ist der Nachweis auBerdem nicht beweisend fiir eine klinische Manifestation

(Csokai et al. 2009b).

1.8.1.3.3. Kot
Aus den Faeces von Kaninchen konnte E. cuniculi bereits erfolgreich mittels PCR
nachgewiesen werden (Valencakova et al. 2008; Kimura et al. 2013; Askari et al.

2015; Deng et al. 2020).

1.8.1.3.4. Liquor

Der Erregernachweis aus Liquor mittels PCR hat sich als ungeeignet fiir die
Diagnostik von E. cuniculi herausgestellt (Jass et al. 2006; Kiinzel et al. 2008;
Csokai et al. 2009b; Jeklova et al. 2010a; Jeklova et al. 2020). Csokai et al. (2009b)
konnten in ihrer Studie bei keiner von 25 Liquorproben serokonvertierter

Kaninchen oder Kaninchen mit bestétigter Infektion durch Sporennachweis
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positive Testergebnisse verbuchen. Damit {ibereinstimmend gelangen auch Kiinzel
et al. (2008) bei der Untersuchung von 12 Liquorproben, Jeklova et al. (2010a) bei
der Untersuchung von 14 Liquorproben sowie nachfolgend weiteren 5
Liquorproben (Jeklova et al. 2020) mittels PCR kein Erregernachweis. Jass et al.
(2006) konnten lediglich bei 2 von 19 Liquorproben positive Ergebnisse
verzeichnen, obwohl 11 dieser 19 Kaninchen histopathologische Anzeichen einer

Encephalitozoonose aufwiesen.

1.8.1.3.5. Organmaterial

Fiir den Nachweis mittels PCR post mortem aus Organmaterial werden vor allem
das Gehirn und die Nieren, die Hauptzielorgane des Erregers (Cox et al. 1979),
verwendet. Nach den Untersuchungen von Csokai et al. (2009b) gelingt der
Nachweis von Erreger-DNA  moglicherweise aufgrund der hdoheren

Sporenkonzentration aus dem Gehirn héaufiger als aus den Nieren.

Aus anderem Organmaterial (Herz, Lunge, Leber, Milz) gelingt der Nachweis
hingegen deutlich seltener (Csokai et al. 2009b). Eine Biopsie der Nieren mittels
Laparoskopie konnte eine mogliche Option zur Untersuchung von Organmaterial
ante mortem bieten (Keeble 2011), allerdings wird dies bisher nicht im Rahmen der

gingigen Diagnostik durchgefiihrt.

In einer Studie von Leipig et al. (2013) zeigte sich die real-time PCR aus

Organmaterial im Vergleich zu Immunohistochemie und Histologie liberlegen.

Csokai et al. (2009b) konnten mittels einer nested-PCR aus Organmaterial gute
Ergebnisse, besonders bei chronischen Infektionen, erzielen, wobei sich bei ihren
Untersuchungen die histologische Untersuchung in Kombination mit
Spezialfarbung als die sensitivste Methode fiir den Erregernachweis post mortem
erwies. Falsch-negative PCR-Ergebnisse aus Organmaterial konnten aufgrund einer
sehr geringen Sporenkonzentration und/oder einer ungleichméBigen Verteilung im
zu untersuchenden Gewebe auftreten. Ein weiterer Grund konnte eine sich noch in

der Frithphase befindliche Infektion darstellen (Csokai et al. 2009b).

1.8.2. Indirekte Nachweisverfahren
Indirekte Nachweisverfahren werden hauptsichlich fiir die Diagnostik ante mortem

eingesetzt.
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1.8.2.1. Serologischer Nachweis

Der serologische Nachweis von Antikorpern kann mittels
Immunfluoreszenzantikdrpertest (IFAT), Enzyme-linked Immunosorbent Assay
(ELISA), Carbon Immunoassay (CIA), Immunoperoxidasetest (IP),
Komplementbindungsreaktion (KBR) oder Western Blot (WB) erfolgen.

Aktuell werden der IFAT und der ELISA, welche gut miteinander korrelieren, am

héiufigsten als serologische Testverfahren angewendet (Boot et al. 2000).

Vereinzelt kommt es vor, dass Kaninchen serologisch negativ getestet werden,
obwohl histologisch dennoch Sporen von E. cuniculi vorzufinden sind (Csokai et
al. 2009b; Hein et al. 2014). Ursachen konnten eine fiir eine Serokonversion zu
geringe Aufnahme an Sporen, eine noch nicht begonnene Antikorperproduktion
(Csokai et al. 2009b) oder immunsuppressive Effekte anderweitiger Erkrankungen,
welche eine Antikdrperproduktion verhindern, sein (Csokai et al. 2009b; Hein et al.
2014). Auch eine Bindung aller Antikorper durch den Erreger konnte eine Rolle
spielen (Hein et al. 2014).

1.8.2.1.1. Immunfluoreszenzantikorpertest

1971 wurde der IFAT von Chalupsky et al. zum indirekten Nachweis von E.
cuniculi-Antikorpern entwickelt (Chalupsky et al. 1971). Antikorper des Typs IgG
und IgM konnen mittels IFAT detektiert werden.

Fiir die Durchfiihrung werden Objekttrager (in der Regel spezielle Objekttrager mit
Vertiefungen als Reaktionsfelder) mit Sporen von E. cuniculi beschichtet. Die
Sporen trocknen an den Objekttrdger an und werden fixiert. Anschliefend werden
die zu testenden serologischen Proben in unterschiedlichen Verdiinnungsstufen auf
die Vertiefungen des Objekttragers bzw. die Sporen aufgetragen und inkubiert.
Antikdrper der zu testenden Probe binden dabei an das Antigen (die Sporen des
Erregers). Nicht gebundene Antikorper werden bei einem nachfolgenden
Waschschritt entfernt. Im néchsten Schritt werden fluoreszinmarkierte, sekundére
Antikper hinzugegeben, welche an die Antigen-Antikdrperkomplexe binden. Die
Beurteilung  erfolgt nach  einem  weiteren =~ Waschschritt — mittels
Fluoreszenzmikroskop. Im positiven Fall stellen sich die Sporen gelb-griin
fluoreszierend dar. Die hochste noch als positiv zu bewertende Verdiinnungsstufe

wird als Ergebnis (Titer) aufgefiihrt (Chalupsky et al. 1973; Cox und Pye 1975).
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Der IFAT gilt als ein zuverldssiges und einfach durchfiihrbares Testverfahren mit
einer hohen Sensitivitdt (Cox und Pye 1975; Cox und Gallichio 1977; Hein et al.
2014) und Spezifitit (Kiinzel et al. 2014; Cray et al. 2020).

1.8.2.1.2. Enzyme-linked Immunosorbent Assay
Mittels ELISA konnen E. cuniculi-Antikorper des Typs IgG und IgM nachgewiesen

werden.

1981 entwickelten Cox et al. (1981) einen ELISA zur Detektion von Antikdrpern
des Typs IgG gegen E. cuniculi. Als vorteilhaft beschreiben die Autoren dabei
besonders die einfache Praktikabilitit, da kein spezielles Equipment oder
Mikroskop dafiir notwendig ist. Im Vergleich mit einem indirekten
Immunfluoreszenztest konnte auBerdem eine hohere Sensitivitdt des Testverfahrens
festgestellt werden; die letztendlichen Ergebnisse beider Verfahren glichen sich

jedoch (Cox et al. 1981).

Fiir die Durchfiihrung des Testverfahrens werden Lochplatten verwendet, an deren
Oberfliche der Vertiefungen erregerspezifische Antigene gebunden sind.
Verschiedene Verdiinnungsstufen des zu untersuchenden Serums werden in die
Vertiefungen der Platte pipettiert und inkubiert. Bei einem nachfolgenden
Waschschritt wird das Serum mit den nicht gebundenen Antikdrpern entfernt.
Anschliefend werden sekunddre Antikorper, welche z. B. mit dem Enzym
Meerrettich-Peroxidase markiert sind, hinzugegeben und inkubiert. Durch einen
weiteren Waschschritt werden ungebundene sekundire Antikorper entfernt. Nach
der Zugabe eines Enzymsubstrats fiihrt das gebundene Enzym bei positiven Proben
zu einem Farbumschlag, dessen Intensitit proportional zur gebundenen
Antikorpermenge ist. Die Intensitit des Farbumschlags kann mit Hilfe eines

Spektrophotometers gemessen werden (Cox et al. 1981).

1.8.2.1.3. Carbon Immunoassay

Der Carbon Immunoassay wird auch als Tusche-Test oder India-Ink-
Immunoreaktion bezeichnet. Erstmals wurde solch ein Testverfahren 1971 zum
Nachweis von humanen Enterobacteriaceae konzipiert (Geck 1971) und
anschlieend 1977 von Waller zum Nachweis von Antikorpern gegen E. cuniculi

entsprechend abgewandelt (Waller 1977).

Das Testprinzip basiert darauf, dass eine Schwarztusche an IgG bindet und dieses
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somit sichtbar macht. Fir die Durchfilhrung wird ein Ausstrich einer
Antigensuspension angefertigt, getrocknet und fixiert. Danach wird je ein Tropfen
Schwarztusche sowie verdiinntes Serum aufgetragen. Der Ausstrich wird
anschlielend fiir 5 Minuten in eine feuchte Kammer gegeben. Nachfolgend wird

die tiberschiissige Tusche bei einem Waschschritt entfernt.

Die Auswertung erfolgt mit Hilfe eines Lichtmikroskops. Bei einem positiven
Nachweis zeigt sich eine Schwarzfirbung durch Anlagerung von

Kohlenstoffpartikeln der Tusche, welche die Antikorper umgeben (Waller 1977).

Kellett und Bywater (1978) modifizierten dieses Testverfahren dahingehend, dass
sie alle genannten Komponenten (Antigensuspension, Tusche,
Antikdrpersuspension) direkt im feuchten Zustand miteinander vermengten und

nach kurzer Reaktionszeit, ohne Bendtigung einer feuchten Kammer, auswerteten.

Das Testverfahren ist schnell und unkompliziert, auBerdem korreliert es sehr gut
mit dem IFAT (Waller 1977; Boot et al. 2000; Hein et al. 2014) und ELISA
(Dipineto et al. 2008). Allerdings werden lediglich Antikorper des Typs IgG
nachgewiesen (Waller 1977).

1.8.2.1.4. Immunoperoxidasetest

Der Immunoperoxidasetest wurde von Gannon im Jahre 1978 entwickelt. Das
Testprinzip gleicht dem des IFAT. Anstelle fluoreszierender Antikdrper wird Anti-
Kaninchen-IgG, konjugiert an Meerrettich-Peroxidase fiir den Nachweis
verwendet, welches nach Zugabe von Wasserstoffperoxid als Substrat im positiven
Fall zu einem Farbumschlag fiihrt. Fiir die Auswertung wird lediglich ein
Lichtmikroskop bendétigt. Im positiven Fall farben sich die Sporen dunkelbraun.
Das Testverfahren wird als sensitiv und vergleichbar mit dem IFAT beschrieben,

jedoch gilt die Spezifitit der Sporenfarbung als nicht hoch (Gannon 1978).

1.8.2.1.5. Komplementbindungsreaktion

Wosu et al. (1977) schildern die Komplementbindungsreaktion als einfache und
zuverldssige Nachweismethode flir E. cuniculi. Bei der Durchfithrung werden
Sporen des Erregers mit unterschiedlichen Verdiinnungsstufen der zu testenden
Serumproben gemeinsam mit Komplement inkubiert. Bilden sich hierbei Antigen-
Antikorper-Komplexe, wird das beigefiigte Komplement verbraucht. In einem

nichsten Schritt werden Schaf-Erythrozyten sowie gegen diese gerichtete
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Antikorper hinzugegeben.

Sind im zu testenden Serum keine Antikdrper gegen E. cuniculi enthalten, kommt
es nicht zur Bildung von Antigen-Antikorper-Komplexen. Folglich steht in diesem
Fall ausreichend Komplement fiir die Hamolyse der Schaf-Erythrozyten zur
Verfligung. Sind in der Serumprobe Antikorper gegen E. cuniculi enthalten, erfolgt
die Bildung von Antigen-Antikdrper-Komplexen, wodurch die Hémolyse der

Schaf-Erythrozyten in diesem Fall ausbleibt (Wosu et al. 1977).

1.8.2.1.6. Western Blot

Fiir die Durchfiihrung des Western Blot werden E. cuniculi-Proteine auf einem
Polyacrylamidgel mit Hilfe von Gel-Elektrophorese in Proteinbanden aufgetrennt.
Dann werden diese Banden elektrophoretisch mittels eines Blottingsystems auf eine
Nitrozellulosemembran transferiert. Unspezifische Bindungsstellen werden
blockiert. Anschlieend folgt eine Inkubation mit den zu testenden Proben. Die
Nitrozellulosemembran wird nach einem Waschschritt entweder mit
Meerrettichperoxidase-konjugiertem Anti-Kaninchen-IgG oder -IgM inkubiert.
Nach einem weiteren Waschschritt kénnen positive Banden durch Zugabe von
Peroxidase-Substrat identifiziert werden. Besonders aufgrund des hohen Arbeits-
und Zeitaufwandes ist dieses Verfahren derzeit anderen Techniken fiir die
alltdgliche Diagnostik unterlegen, allerdings liefert es einen wichtigen Ansatz, die
humorale Reaktion im Laufe einer Infektion genauer zu untersuchen (Desoubeaux

etal. 2017).

1.8.2.1.7. Intrakutantest

Der Intrakutantest fiir den Nachweis von E. cuniculi wurde 1972 von Pakes et al.
entwickelt. Das Testprinzip basiert auf einer allergischen Reaktion vom Spittyp
(Typ IV), welche durch intrakutane Applikation von E. cuniculi-Sporen ausgelost
wird (Pakes et al. 1972). Bei einem positiven Nachweis kommt es innerhalb von 3
Tagen zu einer Hyperdmie und Verdickung im Bereich der Injektionsstelle (Waller
1977). Heutzutage wird dieses Testverfahren nicht mehr fiir die routineméBige

Diagnostik verwendet.

1.8.2.1.8. Nachweis aus Liquor
Aus dem Liquor lassen sich nicht nur die Sporen von E. cuniculi mittels PCR oder

AntikOrper mittels der beschriebenen serologischen Verfahren nachweisen, sondern
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es lassen sich auch die Zellzahl, die Zelldifferenzierung sowie der Proteingehalt
bestimmen. Diese Parameter konnen auf eine Infektion mit E. cuniculi hinweisen.
Die Entnahme des Liquors erfolgt unter Vollnarkose. Die Zisterna magna wird
dafiir bei den auf der Seite liegenden Kaninchen, deren Kopf im 90 Grad Winkel
zur Wirbelsdule gebeugt wird, punktiert. Eine erhohte Leukozytenzahl und ein
erhohter Proteingehalt konnen im Vergleich zu gesunden Individuen festgestellt
werden. Auch eine lymphomonozytire Pleozytose kann vorliegen. Alle diese
dargestellten Verdanderungen sind nicht spezifisch, da auch eine virale, protozoische
oder immunvermittelte Enzephalitis zu dhnlichen Verdnderungen im Liquor fiihren

konnte (Jass et al. 2008).

1.9. Therapie
Eine vollstindige Eradikation von E. cuniculi ist nach heutigem Forschungsstand
nicht mdglich. Viele unterschiedliche Arzneimittel wurden bereits hinsichtlich ihrer

in-vitro-Wirksamkeit gegen den Erreger erprobt.

Waller (1979) testete verschiedene Antibiotika auf ihre Wirksamkeit, wobei keines
der Antibiotika das Wachstum von E. cuniculi vollstindig hemmen konnte. Den
noch am groBten inhibitorischen Effekt zeigte Chloroquine, gefolgt von
Oxytetrazyklin, Spiramycin, Dimetridazol, Sulfadoxin + Trimethoprim,

Chloramphenicol und Sulfonamid.

Beauvais et al. (1994) konnten bei ihren Untersuchungen eine
Wachstumshemmung des Erregers von iiber 90 % bei der Anwendung von
Albendazol, Fumagilin, 5-Fluorouracil und Sparfloxacin erzielen. Chloroquine,
Pefloxycin, Azithromycin und Rifabutin zeigten zumindest in hohen

Konzentrationen eine gewisse Wirkung.

Franssen et al. (1995) konnten mit Fumagillin, Thiabendazol, Albendazol,
Oxibendazol und Propamidinisethionat eine Hemmung der Sporenbildung

erreichen.

Sobottka et al. (2002) konnten die Anzahl an parasitiren Herden unter Einsatz der

Chitin-Synthase-Inhibitoren Polyoxin D und Nikkomycin Z signifikant mindern.

Der Vergleich der Studien wird durch die unterschiedlichen Studiendesigns
erschwert. Da eine vollstindige Erregereliminierung bislang nicht moglich ist,

sollte die Therapie auf eine Verringerung der Sporenbildung und -vermehrung
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sowie auf die Verminderung von sporenbedingten Entziindungsreaktionen
abzielen. Gleichzeitig sollten Begleiterkrankungen und schwere neurologische

Symptome behandelt werden (Latney et al. 2014).

Albendazol wurde im Rahmen der AIDS Pandemie als wirksames Medikament bei
Infektionen mit Mikrosporidien bei Menschen eingesetzt (De Groote et al. 1995)
und entsprechend auch bei Kaninchen angewandt. Allerdings wurde schlielich
festgestellt, dass Albendazol eine embryotoxische sowie teratogene Wirkung bei
Kaninchen und Ratten entfalten kann (Kotler und Orenstein 1999). Daher wird
seitdem auf ein anderes Benzimidazol, Fenbendazol, zurlickgegriffen, welches laut
den Untersuchungen von Suter et al. (2001) mit einer tdglich einmaligen oralen
Verabreichung von 20 mg/kg Korpermasse iiber einen Zeitraum von 4 Wochen gute
Wirksamkeit hinsichtlich der Vorbeugung und Behandlung von Infektionen mit E.

cuniculi bei Kaninchen zeigt.

Sieg et al. (2012) konnten bei ihren Untersuchungen beziiglich des Einsatzes von
Fenbendazol eine erhohte Uberlebensquote an Tag 10 der Behandlung, eine
Besserung der neurologischen Symptome und einen signifikanten Effekt auf das
Langzeitiiberleben feststellen. Abu-Akkada und Oda (2016) konnten keinen
signifikanten therapeutischen Effekt im Hinblick auf die klinische Symptomatik
unter der Anwendung von Fenbendazol verzeichnen, dafiir aber einen gewissen

praventiven Schutz vor einer experimentellen Infektion mit E. cuniculi.

Bei den meisten in der Literatur beschriebenen Therapieprotokollen werden ein
Benzimidazol, ein Antibiotikum und ein Glukokortikoid kombiniert (Harcourt-
Brown und Holloway 2003; Kiinzel et al. 2008; Sieg et al. 2012). Teilweise werden
zudem unterstiitzende MaBBnahmen, wie beispielsweise eine Infusionstherapie oder
Vitaminsubstitution, entsprechend der vorherrschenden klinischen Symptomatik,
vorgenommen (Ewringmann und Gobel 1999; Harcourt-Brown und Holloway
2003; Kiinzel et al. 2008; Sieg et al. 2012). Harcourt-Brown und Holloway (2003)
beschreiben bei Fillen mit schweren vestibuldren Symptomen auflerdem den

Einsatz von Prochloperazin und Midazolam.

Bei einer Augenmanifestation werden die Therapieprotokolle durch eine lokale
Behandlung mit antibiotika- und glukokortikoidhaltigen Augenpriparaten (sowie
teilweise einer vorherigen chirurgischen Intervention) ergédnzt (Ewringmann und

Gobel 1999; Harcourt-Brown und Holloway 2003; Kiinzel et al. 2008).
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Kiinzel et al. (2008) tberpriiften in ihren Untersuchungen die therapeutische
Wirksamkeit einer Kombination aus Fenbendazol, Oxytetrazyclin oder
Enrofloxacin (bei Kaninchen mit Nierenversagen) und Dexamethason oder
Prednison. 54,2 % der Kaninchen, welche eine neurologische Symptomatik
aufzeigten, konnten unter Anwendung dieser Therapie erfolgreich behandelt
werden. Allerdings mussten fast alle Kaninchen, welche unter Nierenversagen
litten, euthanasiert werden, oder sie verstarben von selbst. Alle Kaninchen mit einer

Augenmanifestation liberlebten (Kiinzel et al. 2008).

Sieg et al. (2012) konnten bei ihrer Studie keine signifikanten Unterschiede
hinsichtlich der kurzfristigen oder langfristigen Uberlebenszeit sowie der
Verringerung von neurologischen Symptomen unter der Anwendung von
Dexamethason verzeichnen. Zudem besteht bei der Anwendung von
Glukokortikoiden die Gefahr einer steroid-induzierten Immunsuppression, welche
eine klinische Manifestation begiinstigen kann (Jeklova et al. 2010a). Aufgrund der
aktuellen Forschungslage wird der Einsatz von Glukokortikoiden nicht mehr
empfohlen. Latney et al. (2014) schlagen anstelle von Glukokortikoiden den
Finsatz von  NSAIDs (nonsteroidal antiinflammatory  drugs) als
entziindungshemmende Komponente einer Therapie vor. Klinische Studien hierzu

fehlen bislang.

AuBert sich eine Infektion mit E. cuniculi in einer okulidren Form, kann neben einer
systemischen und lokalen medikamentosen Therapie eine Phakoemulsifikation

(Felchle und Sigler 2002) oder Enukleation (Wolfer et al. 1993) notwendig sein.

1.10. E. cuniculi bei Wildkaninchen

Weltweit gibt es zahlreiche Studien, die die Prdvalenz von E. cuniculi bei
domestizierten Kaninchen untersucht haben (Magalhdes et al. 2022). Bei
Hauskaninchen in Deutschland wurden hierbei Privalenzen zwischen 41-45 %
ermittelt (Neuwirt 1988; Meyer-Breckwoldt 1996; Ewringmann und Gébel 1999;
Hein et al. 2014). Bei Wildkaninchen wurden im Vergleich deutlich weniger
Studien durchgefiihrt (Tabelle 3, Tabelle 4).
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Tabelle 3: Pravalenzen von E. cuniculi bei wildlebenden Kaninchen basierend
auf serologischen Untersuchungsverfahren

(CIA: Carbon Immunoassay, IFAT: Immunfluoreszenzantikérpertest, ELISA: Enzyme-

linked Immunosorbent Assay)

Land Art Test Stich- positiv Autor (Jahr)
proben
N %
UK Wildkaninchen CIA 3 3 100 | Wilson (1979a)

Australien Wildkaninchen IFAT 823 0 0 Cox et al. (1980)

Neuseeland Wildkaninchen IFAT 57 0 0 Cox et al. (1980)

UK Wildkaninchen IFAT 175% 0 0 Cox und Ross (1980)

Deutschland | Wildkaninchen IFAT 155 28 18,1 | Neuwirt (1988)

Frankreich Wildkaninchen IFAT 204 8 3,9 | Chalupsky et al. (1990)

Deutschland | Wildkaninchen CIA 100 0 0 Meyer-Breckwoldt
(1996)

Australien Wildkaninchen IFAT 81 20 | 24,7 | Thomas et al. (1997)

Slowakei Wildkaninchen ELISA 47%* 21 | 44,7 | Balent et al. (2004)

UK Wildkaninchen ELISA 27 0 0 Blevins (2007)

UK Wildkaninchen IFAT 60 0 0 Bose et al. (2015)

* 94 davon als Jungtier gefangen und 2-3 Monate in Gefangenschaft gehalten vor der Testung

** Wildkaninchen fiir die Wiederansiedlung

Tabelle 4: Privalenzen von E. cuniculi bei wildlebenden Kaninchen basierend
auf molekularbiologischen Untersuchungsverfahren (PCR)

(PCR: Polymerasekettenreaktion)

Land Art Test Stich- positiv Autor (Jahr)
proben
N %
Italien Ostliches PCR 144 14 | 9,72 | Zanet et al. (2013)
Baumwoll-
schwanz-
kaninchen
Spanien Wildkaninchen PCR 383 0 0 Martinez-Padilla et al.
(2020)
Spanien Wildkaninchen PCR 50%* 2 4 Baz-Gonzalez et al.
(2022)
Spanien Wildkaninchen PCR 438 0 0 (Rego et al. 2023)

* 20 der Wildkaninchen stammen von landwirtschaftlichen Betrieben

Erginzend konnten bei zwei Studien aus Spanien an 34 Wildkaninchen (Espinosa
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et al. 2020) und aus England an 62 Wildkaninchen (Lamalle et al. 2023) mittels
histologischer Untersuchungen bei keinem der Tiere E. cuniculi-Sporen in den
untersuchten Geweben nachgewiesen werden. In der spanischen Studie wurden alle
Organe der Wildkaninchen untersucht, in der englischen Studie nur die Nieren der
Wildkaninchen. In beiden Studien wurden die Gewebeproben mit Himatoxylin und
Eosin gefarbt und unter einem Lichtmikroskop untersucht (Espinosa et al. 2020;
Lamalle et al. 2023). Auch mit einer zusdtzlichen Gram Firbung bei
Gewebeschnitten mit pathologischen Auffalligkeiten gelang kein Sporennachweis

(Lamalle et al. 2023).

Bei einem weiteren Vertreter der Ordnung der Hasenartigen, dem Feldhasen,
konnten in Tschechien, Osterreich, der Slowakei und der Tiirkei E. cuniculi-

Antikdrper nachgewiesen werden (Bartova et al. 2015; Ozkan et al. 2021).

In Deutschland wurden Wildkaninchen in der Vergangenheit im Rahmen von zwei

serologischen Studien auf E. cuniculi untersucht (Tabelle 3).

Bei der ersten Untersuchung aus dem Jahre 1988 wurden 155 Wildkaninchen,
welche auf zwei Grundstiicken im Norden Miinchens aufgefunden wurden, auf E.
cuniculi untersucht und es konnte serologisch eine Prdvalenz von 18,1 %
festgestellt werden (Neuwirt 1988). Bei einer spéteren Untersuchung im Jahre
1996, bei der 100 Wildkaninchen von verschiedenen Orten im Norden
Deutschlands (Hannover, Raum Wolfsburg, nérdlich von Hamburg, Norderney)
auf den Erreger untersucht wurden, konnte jedoch kein einziges Tier serologisch
positiv getestet werden (Meyer-Breckwoldt 1996). Anhand dieses Ergebnisses kam
der Autor zu der Ansicht, dass Wildkaninchen deutschlandweit keine Bedeutung
hinsichtlich der Verbreitung von E. cuniculi zukommt. Gleichzeitig erwédhnte dieser
allerdings, dass die Ergebnisse der Untersuchung eventuell verfélscht sein konnten,
da an einer Encephalitozoonose erkrankte Wildkaninchen mdglichweise verenden
oder von Prédatoren erlegt werden, wodurch sie nicht unter die untersuchten

Individuen gelangten (Meyer-Breckwoldt 1996).

PCR-Untersuchungen bei Wildkaninchen aus Deutschland fehlen bisher

vollstindig.

Meyer-Breckwoldt (1996) sowie Keeble und Shaw (2006) duBerten aufgrund der

meist hohen Privalenzen unter den Hauskaninchen die Vermutung, dass der Erreger
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womoglich von Hauskaninchen auf Wildkaninchen tibertragen wird. Grund fiir die
im Vergleich zu Hauskaninchen niedrigeren Prdvalenzen bei Wildkaninchen
konnte auch eine geringere Populationsdichte darstellen, da hohe Privalenzen im
Zusammenhang mit Uberbesatz und damit vermutlich hoherem Infektionsdruck
durch Urinkontamination bei domestizierten Kaninchen festgestellt werden
konnten (Gannon 1980). Andere Forscher vermuteten im Gegensatz dazu, dass
Wildkaninchen das natiirliche Reservoir des Erregers sind, da E. cuniculi bei
Wildkaninchen nachgewiesenen wurde, bei denen ein Kontakt mit Hauskaninchen

praktisch ausgeschlossen werden konnte (Chalupsky et al. 1990).

1.11. Zoonotische Bedeutung
Laut einer Literaturiibersicht gelten mindestens 17 Mikrosporidienarten als

humanpathogen, darunter auch E. cuniculi (Stentiford et al. 2016).

Der Mensch kann sich mit allen der vier Genotypen von E. cuniculi infizieren
(Mathis et al. 2005; Sokolova et al. 2011). Vermutlich bleiben jedoch viele
Mikrosporidien-Infektionen unerkannt oder werden bei der Diagnostik nicht

beriicksichtigt (Didier und Weiss 2011).

Erstmals wurde 1959 ein Fall einer E. cuniculi-Infektion bei einem 9 jahrigen, aus
Japan stammenden Jungen, beschrieben (Matsubayashi et al. 1959). Eine genaue
Encephalitozoon-Artenunterscheidung war zu dieser Zeit noch nicht moglich,
weshalb der Fall aus heutiger Sicht nicht eindeutig auf E. cuniculi zuriickzufiihren

ist (Mathis et al. 2005).

Besonders mit dem Aufkommen der AIDS-Pandemie erlangten Mikrosporidien
erhohte Aufmerksamkeit. So wurden Infektionen mit E. cuniculi vor allem bei HIV-
infizierten, aber auch bei anderweitig vorerkrankten bzw. immunsupprimierten
Menschen festgestellt (Mathis et al. 2005). Zu den Symptomen, welche bei
Menschen im Zusammenhang mit einer E. cuniculi-Infektion auftreten konnen,
zdhlen u. a. Durchfall, Bauchschmerzen, persistierender Husten, Hepatitis,
Peritonitis, Leberversagen, Nierenversagen, disseminierte Erkrankungen mit

Fieber, Endokarditis und viele weitere Krankheitserscheinungen (Han et al. 2021).

Diverse serologische Studien zeigen, dass Antikorper gegen E. cuniculi sowohl
unter immunsupprimierten als auch immunkompetenten Menschen verbreitet sind

(Singh et al. 1982; Hollister und Canning 1987; Morales et al. 1995; Pospisilova et
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al. 1997; Kucerova-Pospisilova und Ditrich 1998; Halanova et al. 2003; Pan et al.
2015; Abu-Akkada et al. 2015). Die Vermutung liegt daher nahe, dass eine
Exposition zu E. cuniculi hiufig ist und sich daraus bei immunkompetenten

Menschen in aller Regel asymptomatische Infektionen ergeben (Mathis et al. 2005).

Da die Sporen des Erregers unter geeigneten Bedingungen viele Monate in der
Umwelt infektids bleiben konnen (Waller 1979; Koudela et al. 1999), bedarf es fiir
eine Ubertragung nicht zwingend eines direkten Kontaktes zu einem infizierten
tierischen oder menschlichen Individuum (Mathis et al. 2005). Eine orale
Aufnahme von Sporen iiber kontaminierte Nahrungsmittel und Wasser konnte eine
wichtige Rolle bei der horizontalen Ubertragung spielen (Mathis et al. 2005; Han
et al. 2021). E. cuniculi konnte bereits in verschiedenen tierischen Produkten wie
Fleisch (Reetz 1993; Zanet et al. 2013), Milch (Kvac¢ et al. 2016; Veckova et al.
2021) und Eiern (Reetz 1994) nachgewiesen werden.

Die Sporen des Erregers iiberstehen die Fermentation von Fleischprodukten,
welche fiir gewdhnlich ungekocht konsumiert werden (Sak et al. 2019). Auerdem
konnte nachgewiesen werden, dass E. cuniculi die Kédseverarbeitung (Pasteurisation
und Koagulation) ebenso wie die Pasteurisation von Milch {ibersteht und somit
Milch, Frisch- und Weichkése eine potenzielle Infektionsquelle fiir den Menschen
darstellen konnten (Kva¢ et al. 2016; Veckova et al. 2021). Auch in Hiihnereiern
konnte der Erreger detektiert werden, weshalb auch diese als mogliche

Infektionsquelle zu beriicksichtigen sind (Reetz 1994).

Weltweit liegen einige Berichte iiber Infektionen und damit einhergehenden
Erkrankungen beim Menschen durch E. cuniculi vor. Teilweise wird im Rahmen
der Anamnese der vorangegangene Kontakt zu (Haus-)Tieren beleuchtet, um
mogliche Infektionsquellen ausfindig zu machen. Bei E. cuniculi-Nachweisen des
Genotyps I in der Schweiz konnte bei zwei von sechs Patienten ein Kontakt zu
Kaninchen in der Vergangenheit festgestellt werden (Mathis et al. 1997; Weber et
al. 1997). Bei einer HIV-infizierten Patientin wurde unter anderem anhand der
klinischen Symptomatik und der beruflich bedingten Exposition (Tétigkeit als
Hundefriseurin) eine Infektion mit dem Genotyp III von E. cuniculi stark vermutet
(Weitzel et al. 2001). Auch bei einem Patienten, der sich mit dem Genotyp I infiziert
hatte, wurde gemutmalft, dass die beruflich bedingte Exposition zu Staub von Gras,

welches von Nagetieren kontaminiert wurde, ursdchlich fiir die Infektion sein
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konnte (Ditrich et al. 2011). Bei einem Patienten, bei dem eine
Lungentransplantation  durchgefiihrt wurde wund anschlieBend weitere
schwerwiegende gesundheitliche Probleme auftraten, konnte post mortem eine
disseminierte E. cuniculi-Infektion festgestellt werden. Der Patient war zuvor
Viehziichter gewesen und hatte im Rahmen dessen zudem Kontakt zu Hiitehunden
(Levine et al. 2013). Bei einem Kind konnte nach Kontakt zu Hundewelpen mit
offensichtlicher Encephalitozoonose eine Antikorperkonversation festgestellt
werden (Mc Innes und Steward 1991). Bei einer amerikanischen Patientin, welche
aufgrund ihrer schweren Vorerkrankung eine Knochenmarkstransplantation
erhalten hatte, konnte E. cuniculi Genotyp III im Zusammenhang mit einer
respiratorischen Erkrankung nachgewiesen werden und es konnte belegt werden,
dass sie in der Vergangenheit unter anderem Hunde als Haustier hielt (Teachey et
al. 2004; Orenstein et al. 2005). Bei zwei erkrankten Vogelbesitzern aus Polen
konnte E. cuniculi Genotyp II nachgewiesen werden. Da der Nachweis ebenso bei
den gehaltenen Vogeln gelang, wird eine direkte Ubertragung von den Vgeln auf

die Besitzer vermutet (Kicia et al. 2022).

2. Encephalitozoon hellem

E. hellem wurde erstmals im Jahre 1990 als Ursache fiir Keratokonjunktividen bei
AIDS-Patienten beschrieben (Didier et al. 1991a; Yee et al. 1991). Morphologisch
und ultrastrukturell lassen sich E. hellem und E. cuniculi nicht unterscheiden.
Immunologische und molekularbiologische Testmethoden ermdglichen jedoch die

Differenzierung der beiden Mikrosporidienarten (Didier et al. 1991a).

2.1. Wirtsspektrum und Genotypen

Bei Tieren ist E. hellem am weitesten unter den Vogeln verbreitet und konnte bereits
bei Wild- als auch bei Ziervégeln nachgewiesen werden. Der Erreger wurde jedoch
gelegentlich auch bei Sdugetieren, einschlieBlich Nagetieren, Fleischfressern und
Affen, festgestellt (Hinney et al. 2016). Bei Hasenartigen wurde eine natiirliche
Infektion mit E. hellem bisher nur im Nierengewebe eines europdischen Feldhasen
nachgewiesen, der gleichzeitig mit E. intestinalis infiziert war (Bosschere et al.
2007). Da es sich bei E. hellem um einen potentiellen Zoonoseerreger handelt,
treten Infektionen auch bei Menschen, insbesondere wenn immunsupprimierende

Krankheiten vorliegen, auf (Mathis et al. 2005).
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Drei verschiedene Genotypen (Genotyp 1, 2, 3) von E. hellem wurden von Mathis
et al. auf Grundlage molekulargenetischer Analysen der ITS-Region des rDNA-
Gens beschrieben (Mathis et al. 1999). Anschliefend konnten Xiao et al. den
Genotyp 1 in 1A, 1B und 1C und den Genotyp 2 in 2A und 2B unterteilen, indem
sie zusitzlich den Genlokus des Polarfadenproteins und das Gen der kleinen
Untereinheit der rRNA analysierten. Es wurde zudem empfohlen, den Genotyp 3 in

2C umzubenennen (Xiao et al. 2001a).

2.2. Klinische Symptomatik bei Tieren und Menschen
Die klinische Symptomatik wurde in der Literatur vor allem bei Vogeln

beschrieben, da der Erreger iberwiegend bei dieser Tiergruppe vorkommt.

E. hellem-Infektionen bei Vogeln konnen eine Vielzahl klinischer Symptome
verursachen, die mild bis todlich verlaufen konnen (Black et al. 1997; Phalen et al.
2006). Die meisten Infektionen verlaufen jedoch vermutlich asymptomatisch
(Barton et al. 2003; Lee et al. 2011). Bei Wellensittichkiiken wurden eine verstarkte
Verkiimmerung und eine hohe Sterblichkeit beobachtet (Black et al. 1997). Bei
Autopsien infizierter Vogel wurden Anomalien wie ein erheblicher
Muskelschwund, ein Verlust von Kdérperfett und Lisionen, insbesondere in den
Nieren, der Leber, den Déarmen und den Augen, festgestellt (Snowden und Phalen
2004). Klinische Manifestationen beim Menschen treten, wie bei E. cuniculi,
vorwiegend bei immunsupprimierten Personen auf. Es wurde insbesondere iiber
Keratokonjunktividen, aber auch {iber Nephritis, Pneumonie, Bronchitis und

disseminierte Erkrankungen mit Nierenversagen berichtet (Han et al. 2021).

Zu Kklinischen Erscheinungen von E. hellem bei Kaninchen wie auch zum
Vorkommen dieser Mikroskopidienart bei Wildkaninchen fehlen Kenntnisse bisher

nahezu vollstindig, so dass hier ein groBBer Forschungsbedarf besteht.
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Simple Summary: Microsporidia are a group of fungus-related eukaryotes with worldwide distri-
bution. The microsporidian species Encephalifozoon cuniculi and E. hellem occur in mammals, birds
and even humans. Knowledge of their relevance in wild rabbits is very limited so far. Thus, the
aim of the present study was to investigate the occurrence of E. cuniculi and E. hellem in wild rabbit
populations in southern Germany (Bavaria). Therefore, blood and organ samples of 158 wild rabbits
were investigated by serological and PCR-based assays. Antibodies to E. cuniculi were detected in 24
of the 158 (15.2%) wild rabbits, while DNA of E. cuniculi was found in 7 (4.4%) and DNA of E. hellem
was found in 3 (1.9%). Sequencing identified E. cuniculi genotype 1. This study provides the first
E. cuniculi genotype determination in free-living wild rabbits worldwide and the first evidence of
E. hellem in rabbits worldwide. Wild rabbits should, therefore, be regarded as a reservoir for both
pathogens and as a source of infection for domestic rabbits, other animals and humans.

Abstract: Encephalitozoon cuniculi and Encephalitozoon hellem are fungus-related, obligate intracellular
pathogens belonging to the microsporidia. Both microorganisms occur in mammals, birds and even
humans, thus revealing a zoonotic potential. Knowledge of their relevance in wild rabbits is very
limited so far. Thus, the aim of the present study was to investigate the occurrence of E. cuniculi and E.
hellem in wild rabbit populations in southern Germany (Bavaria). Therefore, blood and organ samples
(brain/kidney) of 158 wild rabbits were investigated by immunofluorescence and PCR-based assays.
Antibodies to E. cuniculi were detected in 24 of the 158 (15.2%) wild rabbits, while DNA of E. cuniculi
was found in 7 (4.4%) and DNA of E. hellem: was found in 3 (1.9%). Sequencing identified E. cuniculi
genotype 1. This study provides the first E. cuniculi genotype determination in free-living wild rabbits
worldwide and the first evidence of E. hellem in rabbits worldwide. Wild rabbits should, therefore, be
regarded as a reservoir for both pathogens and, on the basis of molecular evidence from kidney tissue
and presumed urine excretion, also as a source of infection for E. cuniculi for animals and humans.

Keywords: microsporidia; wildlife; Lagomorpha; zoonotic; IFAT; PCR

1. Introduction

Encephalitozoon cuniculi and Encephalitozoon hellem are obligate intracellular, spore-
forming pathogens belonging to the group of microsporidia. E. cuniculi was first described
by Wright and Craighead in 1922. They discovered it by chance during experimental
research as the causative agent of motor paralysis in young rabbits [1]. The pathogen is
mainly associated with rabbits, but it has a very broad host range and may occur in many
other mammals including humans, as well as in birds [2—4].

So far, four different genotypes of E. cuniculi have been identified, which may be
differentiated based on molecular genetic investigations of the ITS region of the rRNA gene.
Those genotypes are called “rabbit strain” (type I), “mouse strain” (type II), “dog strain”
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(type III) and “human strain” (type IV) [5,6], but are of low host-specificity. For example, in
rabbits, natural infections with genotypes I, I and IIl have been detected [7,8]. In humans,
in addition to further genotype IV [6], infections with all of the other three genotypes were
also identified, revealing a zoonotic potential independent of the genotype involved [3,9].

Horizontal infections with E. cuniculi occur primarily through oral ingestion of spores,
which are excreted intermittently by infected animals or humans, mainly via the urine but
also with faeces [10,11]. The oral route with ingestion of contaminated food and water is
the most probable route of transmission of microsporidian spores to humans [3,12].

Infections with E. cuniculi in rabbits are usually clinically asymptomatic, but immuno-
suppression may lead to clinical signs and even death [13]. After ingestion, the spores
enter the intestine, where they infect the epithelium and then reach the bloodstream via the
gut-associated lymphoid tissue. Via the blood, the pathogen reaches various organs—either
as a free spore or within infected monocytes [14]. The final predilection sites are the brain
and the kidneys [10]. In addition, ocular transmission of the pathogen during the intrauter-
ine period is possible [15]. Cerebral infection typically results in non-suppurative, focal
to multifocal granulomatous (meningo-) encephalitis [16-19]. In the kidneys, E. cuniculi
multiplies primarily in the tubular epithelial cells. Histologically, the kidneys typically
show focal, multifocal or segmental non-suppurative granulomatous interstitial nephritis
with macroscopic scarring due to fibrosis [17-21]. Clinically, infections manifest in neu-
rological symptoms (vestibular dysfunction, e.g., head tilt, ataxia, nystagmus, rotations
around the longitudinal axis), signs of renal insufficiency (non-specific symptoms such as
apathy, anorexia, weight loss, polydypsia, polyuria) or ocular signs (phacoclastic uveitis,
consecutive cataracts) [22-24]. Clinical manifestation in humans usually occurs in immuno-
compromised individuals only. Diarrhea and abdominal pain, hepatitis, peritonitis, liver
failure, renal failure, disseminated disease with fever, persistent cough and endocarditis
have been described [12].

E. hellem was first described in humans in 1990 as a cause of keratoconjunctivitis in
AIDS patients [25,26]. Morphologically and ultrastructurally, E. hellem and E. cuniculi do
not differ. However, immunological and molecular testing methods make it possible to
distinguish between the two species [25]. In animals, E. hellem is most widespread among
birds, both wild and companion birds, but the pathogen has also been occasionally detected
in mammals, including rodents, carnivores and monkeys [4]. In Lagomorpha, natural
infection with E. hellem has only been detected in the kidney tissue of a single European
brown hare so far, which was simultaneously infected with E. intestinalis [27].

Three different genotypes (genotypes 1, 2 and 3) of E. hellem have been described by
Mathis et al. based on molecular genetic analyses of the ITS region of the rDNA gene [28].
Subsequently, Xiao et al. were able to subdivide genotype 1 into 1A, 1B and 1C and
genotype 2 into 2A and 2B by additionally analysing the gene locus of the polar tube
protein and the gene of the small subunit of the rRNA; it has been recommended to rename
genotype 3 as 2C [29].

E. hellem infections in birds may cause a variety of clinical symptoms ranging from mild
to fatal [30,31]. However, most infections are probably asymptomatic [32,33]. Increased
stunting and high mortality have been observed in budgerigar chicks [30]. Necropsy of
infected birds revealed abnormalities such as significant muscle wasting, loss of body
fat and lesions, especially in the kidneys, liver, intestines and eyes [34]. Clinical mani-
festations in humans, as with E. cuniculi, occur predominantly in immunocompromised
individuals. Keratoconjunctivitis in particular, but also nephritis, pneumonia, bronchitis
and disseminated disease with renal failure have been reported [12].

Since hunted European wild rabbits (Oryctolagus cuniculus) in Germany and elsewhere
are partially intended for consumption and usually enter the human food chain without
prior hygiene control in accordance with country-specific legislation, there is a need to
identify possible zoonotic agents such as E. cuniculi and E. hellem. In the past, the serological
prevalence of E. cuniculi in domestic rabbits was found to vary between 7.7 [35] and
81.7% [36] worldwide. However, significantly fewer studies have been conducted in wild
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rabbits, and there is no current data on E. cuniculi and a complete lack of data on E. hellem
for Central Europe. Previous serologic studies on E. cuniculi in Germany on wild rabbits
have shown contradictory results. The first study in southern Germany in 1988 showed a
seroprevalence of 18.1% in 155 wild rabbits investigated [37], but in a subsequent study in
northern Germany in 1996, none of 100 wild rabbits tested positive [38]. Molecular studies
to detect the nucleic acids of the pathogens had not yet been carried out in wild rabbits in
Germany so far.

The aim of this study was, therefore, to gain updated insight into the prevalence of
E. cuniculi using serological and molecular assays and to investigate the occurrence of E.
hellem in wild rabbits in Germany for the first time in order to assess whether wild rabbits
represent a reservoir for both pathogens and thus a potential source of infection.

2. Materials and Methods
2.1. Ethics

The Ethics Committee of the Faculty of Veterinary Medicine at LMU Munich approved
this study, and no ethical concerns were raised (reference number 317-30-06-2022). Most
of the samples were collected from legally hunted wild rabbits during the hunting seasons.
Three samples originated from wild rabbits from a shelter that died or had to be euthanised
due to severe disease independently of the current investigation. One of the samples came
from a wild rabbit that had been found freshly dead, presumably after an accident with a car.

2.2. Study Area and Sample Collection

This study was conducted between 2021 and 2023. A total of 158 European wild
rabbits (Oryetolagus cuniculus) originating from all seven administrative districts of Bavaria, a
federal state located in the south of Germany, were sampled (Figure 1). Data on age (juvenile
(<200 days [39], not fully grown)/adult), gender, location of origin and sampling year were
recorded for each wild rabbit included in the investigation (Table 1, Supplementary Table S1).

Table 1. Age and gender of the sampled European wild rabbits and sampling year.

Number of Rabbits
Age
Juvenil 36
Adult 122
Sex
Male 88
Female 70
Sampling year
2021 7
2022 126
2023 25

Brain, kidney and blood samples were taken from each individual. Only rabbits with
both blood and tissue samples available were included in this study. Sampling was either
performed by the hunters themselves immediately after the hunt according to previous
instructions, or the carcasses were provided whole and tissue and blood samples were taken
in the laboratory. The fresh clinical samples or the carcasses were generally submitted to the
laboratory within 1-3 days. For 46 of the 158 carcasses/samples, however, no immediate
transfer could take place due to logistical circumstances, thus they were frozen at —18 °C
by the hunters in the meantime.

Tissue samples were placed in sterile plastic containers (125 mL) and blood samples
were collected in 4 mL serum tubes. The tissue samples were stored at —20 °C until analysis.
The serum tubes were centrifuged after clotting, and the supernatant was pipetted off and
transferred to sterile 1.5 mL Eppendorf tubes. The Eppendorf tubes containing the serum
samples were stored at —20 °C until used for E. cuniculi antibody testing.
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circle diameters. Areas in which wild rabbits were tested seropositive for E. cuniculi are marked
in red, while areas in which all tested wild rabbits were seronegative are marked in dark gray.
Areas in which E. cuniculi DNA has been detected in wild rabbits using molecular testing methods
are highlighted with a yellow triangle. Areas in which E. hellemm DNA has been detected using
molecular testing methods are highlighted with a light green triangle. Maps were taken from d-
maps.com (https://d-maps.com/carte.php?num_car=6121&lang=de, https:/ /d-maps.com/carte.
php?num_car=17879&lang=de, https:/ /d-maps.com/carte.php?num_car=2233&lang=de; accessed
on 1 August 2024).

2.3. Indirect Immunofluorescence Antibody Test

The indirect immunofluorescence antibody test (IFAT) for the detection of E. cuniculi
antibodies was carried out according to Chalupsky et al. [40] by a commercial company
(SYNLAB.vet GmbH, Augsburg, Germany). Both IgG and IgM antibodies were tested.
The highest serum dilution level evaluated as positive was given as a titer. Titers of
>1:80 were considered positive for both antibody isotypes. Possible associations between
seropositivity and the age or gender of the rabbits were verified using the Chi-Square test.

2.4. DNA Extraction

A total of 500 mg of brain or kidney tissue was added to 150 uL of sterile phosphate-
buffered saline (pH 7.2) and then homogenised with the aid of SiLibeads Typ ZS 1.4-1.6 mm
(Sigmund Lindner GmbH, Warmensteinach, Germany) using a vibrating mill (Retsch, Haan,
Germany) for 5 min with a frequency of 30 Hz. A total of 200 mg of the homogenised
tissue material was weighed into a microcentrifuge tube, mixed with 600 uL of sterile
phosphate-buffered saline (pH 7.2) by pulse-vortexing and then clarified by centrifugation
at 16,200 x g for 2 min. Nucleic acid was extracted from 200 uL of the supernatant using
the IndiSpin® Pathogen Kit (Indical Bioscience GmbH, Leipzig, Germany) according to the
manufacturer’s instructions, except that proteinase K digestion was performed at 56 °C for
one hour instead of 20-25 °C for 15 min.

2.5. Real-Time PCR

The extracted DNA was tested for E. cuniculi and E. hellem in a duplex real-time PCR
analysis, as described before by Leipig et al. [41], using the E. cuniculi forward primer
MSP-3 (5-TTGCGATGAAGGACGAAGG-3), the E. hellem forward primer MSP-4 (5'-
TGATGAAGGACGAAGG-3'), a reverse primer (MSP-5: 5'-TCTTGCGAGCGTACTATCC-
3') and the molecular beacon fluorescent probes for E. cuniculi (MSP-83: 5'-FAM-CGCGATC-
GACTGGACGGGACNGTGTGTGTTGTCCATGAGAAAGATCGCG-BHQ-1-3") and E. hellem
(MSP-54: 5'-HEX-CGCGATCGACTGGACGGGACTGTTTTAGTGTTGTCCGAGAGAAAGA-
TCGCG-BHQ-1-3'). Primers and probes were synthesised by Metabion (Planegg, Germany).

Real-time PCR was performed using 2.5 u AllTaqg DNA polymerase (Qiagen, Hilden,
Germany), 0.5 uM MSP-3, 0.5 uM MSP-4, 1 uM MSP-5, 0.5 uM MSP-S3, 1 uM MSP-54,
0.25mM, each, dNTPs, 2.5 pg bovine serum albumin, 5.5 mM MgCl,, 1x key buffer (Qiagen,
Hilden, Germany) and 2.5 uL of DNA in a total volume of 25 pL. The real-time PCR assay
was performed using a G8830A AriaMx Real-time PCR System (Agilent Technologies, Santa
Clara, CA, USA) using an initial denaturation for 15 min at 95 °C, followed by fifty cycles
of denaturation for 30 s at 95 °C, annealing for 60 s at 53 °C and elongation for 30 s at 72 °C.
Samples that vielded Ct values calculated by the Aria data analysis software and revealed a
sigmoid shape of the fluorescence curve were then further analysed in conventional nested
PCR assays for confirmation and genotyping.

2.6. Nested PCR I

In order to confirm the results of the real-time PCR assay obtained for E. cuniculi
and E. hellem and thus to identify the species, a nested PCR I was performed accord-
ing to Katzwinkel-Wladarsch et al. [42] with minor modifications. The primers used
were generic microsporidia primers. For the first round, forward primer MSP-1 (5'-
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TGAATGKGTCCCTGT-3') and reverse primer MSP-2a (5'-TCACTCGCCGCTACT-3') were
applied, and in the second round, forward primer MSP-3 (5’ GGAATTCACACACCGCCCG-
TCRYTAT-3') and reverse primer MSP-4a (5'-CCAAGCTTATGCTTAAGTYMAARGGGT-
3'). The primers were synthesised by Metabion (Planegg, Germany).

The first PCR round contained 1.25 u AllTaq DNA polymerase (Qiagen, Hilden,
Germany), 0.5 uM of each respective primer, 0.25 mM, each, dNTPs, 1.0 mM MgCl,, 1x
key buffer (Qiagen, Hilden, Germany) and 2.5 uL DNA in a total volume of 25 pL.

The second PCR round contained 1.25 u AllTag DNA polymerase (Qiagen, Hilden,
Germany), 0.5 uM of each respective primer, 0.25 mM, each, dNTPs, 0.5 mM MgCl,, 1x
key buffer (Qiagen, Hilden, Germany) and 1 pL of the first PCR round in a total volume of
25 uL. The nested PCR assay was performed using a SensoQuest LabCycler (SensoQuest
GmbH, Gottingen, Germany). For both rounds, identical temperature profiles were used.
The initial denaturation was carried out for 2 min at 96 °C, followed by fifty cycles of
denaturation for 60 s at 92 °C, annealing for 60 s at 58 °C, elongation for 90 s at 72 °C and a
final extension step for 7 min at 72 °C.

PCR products were visualised under UV light after electrophoresis in 2% agarose gels
with ethidium bromide.

2.7. Nested PCR 11

The nested PCR IT aimed at determining the genotypes of E. cuniculi involved. All sam-
ples for which real-time PCR had previously yielded Ct values for E. cuniculi were included.
The first round of the nested PCR assay was performed according to Asakura et al. [43] with
minor changes, using the E. cuniculi forward primer F2 (5'-TCCTAGTAATAGCGGCTGAC-
3') and the E. cuniculi reversed primer int580r (5'-TTTCACTCGCCGCTACTCAG-3), which
was originally designed by Didier et al. [5]. Primers were synthesised by Metabion (Planegg,
Germany). The PCR reaction contained 0.625 u AllTag DNA polymerase (Qiagen, Hilden,
Germany), 0.2 uM of each primer, 0.2 mM, each, dNTPs, 1x key buffer (Qiagen, Hilden,
Germany) and 2.5 pL of DNA in a total volume of 25 pL. The PCR assay was performed
with an initial denaturation for 2 min at 95 °C, followed by thirty-five cycles of denaturation
for 30 s at 94 °C, annealing for 30 s at 56 °C, elongation for 30 s at 72 °C and a final extension
step for 5 min at 72 °C.

For the second round of nested PCR 11 E. cuniculi, forward primer BcF3 (5'-AAGATGA-
CGCACTGGACGAA-3') and reverse primer EcR3 (5-GTGCACACCGCACACAATTC-3')
were designed for the present study based on the identification of rDNA genomic regions
conserved for the varying E. cuniculi genotypes. Primers were synthesised by Metabion
(Planegg, Germany). The PCR reactions contained 0.625 u AllTag DNA polymerase (Qiagen,
Hilden, Germany), 0.25 uM of each primer, 0.2 mM, each, dNTPs, 1x key buffer (Qiagen,
Hilden, Germany), 1 pL of the first PCR round in a total volume of 25 uL. The initial
denaturation was carried out for 2 min at 95 °C, followed by forty cycles of denaturation
for 55 at 95 °C, annealing for 15 s at 53 °C and elongation for 10 s at 72 °C.

PCR products were visualised under UV light after electrophoresis in 2% agarose gels
with ethidium bromide.

2.8. Sequencing

PCR products of expected sizes were extracted from agarose gel using the QiaQuick gel
extraction kit (Qiagen, Hilden, Germany) and sequenced by Sanger’s method at Eurofins
Genomics (Ebersberg, Germany) from both sides, using the respective PCR primers of
the second PCR rounds. The BLAST search tool provided by the National Centre for
Biotechnology Information (http:/ /blast.ncbinlm.nih.gov/Blast.cgi; access date: 3 May
2024) was used to determine the identity of the PCR products. To determine the genotype
of E. cuniculi sequence alignments were carried out using CLUSTAL W, which is included
in the DNAMAN software package (Lynnon Corporation, Quebec, QC, Canada), including
sequences for the different E. cuniculi genotypes deposited in the NCBI GenBank.
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3. Results
3.1. Indirect Immunofluorescence Antibody Test for E. cuniculi

Serum samples obtained from 24 of the 158 wild rabbits (15.2%) were positive for
antibodies against E. cuniculi. No association was found between seropositivity and age
(X% (1, N = 158) = 1.116, p = 0.29)) or gender (X2 (1, N = 158) = 0.06, p = 0.80)) using the
Chi-Square test.

In 12 of the samples, both IgM and IgG antibodies were found. As shown in Table 2,
only IgG antibodies were detected in 10 samples, while only IgM antibodies were found
in 2 samples. In 19 serum samples, low titres of 1:80 were detected. Higher titres ranging
from 1:160 to >1:1280 were found in five samples (Table 2). Wild rabbits originating from 7
of the 17 locations in Bavaria included in this study tested positive (Table 2, Figure 1).

Table 2. Results of indirect immunofluorescence antibody test for E. cuniculi with titres for IgG and IgM.

Locations

Rabbit No. (Adiiiziatative THEHHOH) IgG Titre IgM Titre
2 Munich 1:80 -
3 Munich - 1:80
9 Munich >1:1280 1:320
13 Freising 1:640 1:80
17 Munich 1:80 -
34 Bamberg 1:160 -
37 Bamberg 1:80 -
45 Passau 1:80 1:80
46 Passau - 1:80
52 Munich 1:1280 -
53 Munich 1:320 1:80
56 Munich 1:80 1:80
62 Munich 1:80 1:80
63 Munich 1:80 -
97 Munich 1:80 -

102 Munich 1:80 1:80
103 Munich 1:80 1:80
106 Munich 1:80 -
109 Munich 1:80 -
121 Munich 1:80 1:80
133 Ingolstadt 1:80 1:80
138 Eichstatt 1:80 1:80
145 Eichstitt 1:80 1:80
148 Eichstitt 1:80 -

3.2. Genome detection by Real-Time PCR

Real-time PCR revealed Ct values for E. cuniculi in 10 of the 158 (6.3%) and for E. hellem
in 4 of the 158 (2.5%) wild rabbits (Supplementary Tables S2 and S3). The Ct values for E.
cuniculi ranged between 27.67 and 45.98, and those for E. hellem were between 42.93 and
48.23. Only the Ct values of those samples for which the curves showed a sigmoid shape
were taken into account.

Positive reactivities for E. cuniculi were found in both the brain and the kidneys of
2 rabbits (Nos. 9 and 118) as well as in the brains only of 3 rabbits (Nos. 75, 79 and 155) and
in the kidneys only of 5 rabbits (Nos. 66, 68, 97, 134 and 157) (Supplementary Table S2).

Regarding the 4 rabbits with Ct values for E. hellem-positive reactions, 1 rabbit (No. 118)
originated from both the brain and kidney samples, while in 2 rabbits (Nos. 97 and 150),
the kidney samples only, and in 1 rabbit (No. 109) the brain sample revealed fluorescence
signals (Supplementary Table S3).

A total of 2 of the rabbits showed Ct values for both E. cuniculi and E. hellem, 1 rabbit
(No. 118) in the brain and kidney samples and the other (No. 97) in the kidney sample.
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3.3. Nested PCRs and Sequencing

Samples from rabbits that gave Ct values in the real-time PCR were subsequently
analysed with nested PCRs for confirmation and genotyping.

The nested PCRs I yielded PCR products of the expected size for E. cuniculi in 7 of
the 10 rabbits that had previously yielded Ct values in the real-time PCR (Supplementary
Table S2, Supplementary Figure S1). For E. hellem, products of the expected size were
obtained in three of the four rabbits that previously gave Ct values in the real-time PCR
(Supplementary Table S3, Supplementary Figure 52).

Using nested PCR 11, in 1 rabbit (No. 9), E. cuniculi genotype 1 characterised by three
5-GTTT-3' repeats in the ITS DNA sequence, [5] was found. Identical sequences were
obtained from both brain and kidney samples of this rabbit. The sequences are available in
GenBank under the accession numbers PQ214196 and PQ214197. For the remaining PCR
products of nested PCR I and 11, including those of E. hellem, direct Sanger sequencing did
not result in evaluable nucleotide sequences, probably because of the low DNA amount or
bad DNA quality of the PCR product. The genotype of E. hellem involved could thus not be
determined.

4. Discussion

In the current study, antibodies against E. cuniculi were detected in 15.2% of the wild
rabbits tested, which is comparable to the results of the first investigation in southern
Germany [37]. In that previous study, published in 1988, 18.1% of the wild rabbits tested
positive. However, the wild rabbits analysed at that time came from only two properties
in Munich, which limited the significance of the results [37]. The current results show
that the pathogen is circulating in various areas of Bavaria and, considering the former
study, indicate the endemic occurrence of E. cuniculi in the wild rabbit population, at least
in southern Germany. Whether this endemic occurrence also extends to other regions in
Germany is still unclear, as in another study including wild rabbits from the northern part
of Germany published in 1996, antibodies against the pathogen were not detected, and it
was therefore assumed that wild rabbits probably do not play a role in the spread of the
pathogen [38]. Further new investigations are thus necessary to answer this question.

In the present study, E. cuniculi genomic DNA was detected in the examined animals
in addition to the presence of antibodies. The current investigation thus represents the first
successful molecular detection of E. cuniculi genomes from organ material of free-living
wild rabbits worldwide and demonstrates that the wild rabbits examined were not only
exposed to the pathogen but were actually infected. In 10 of the 158 (6.3%) wild rabbits, Ct
values for E. cuniculi were obtained in the real-time PCR assay used. These results were
subsequently confirmed by nested PCR in 7 out of the 10 rabbits. In addition, the detection
in the kidney material, in particular, indicates that wild rabbits are not only a reservoir of
the pathogen but, as has been proven in domestic rabbits already [44] are most likely also a
source of infection due to the potential excretion of spores via the urine. Some rabbits within
the present investigation showed Ct values by real-time PCR and did not reveal detectable
antibody titres in the IFAT at the same time. Similar results of lacking antibody detections
have been reported already in the past [45,46]. The potential reasons may only be speculated.
Besides false-negative IFAT results caused by individual serum-inherent inhibition and
false-positive PCR results, which were excluded as far as possible in the current study
by a further confirmatory PCR test, causes may be an as-yet undetectable antibody level,
an insufficient amount of spores ingested for seroconversion [45] or immunosuppressive
effects of other diseases that prevent antibody production [45,46]. Excessive binding of
antibodies by the pathogen could also play a role [46].

Up to the investigation presented here, there have been three prevalence studies on L.
cuniculi in European wild rabbits based on DNA testing, all of which were conducted in
Spain (including Tenerife). In addition, molecular methods have been used in a prevalence
study of Eastern cottontail rabbits in Italy [47]. In one of the three studies from Spain, E.
cuniculi DNA was detected by PCR in 2 of the 50 faecal samples examined [48]. However,
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the positive faecal samples originated from wild rabbits temporarily housed on farms in
close contact with each other, which means that there might have been an increased risk
of transmission. In the same study, E. cuniculi could not be detected in faecal samples
originating from free-living wild rabbits, but other unknown microsporidian species were
detected in five of these rabbits [48]. In the two other studies from Spain (0%, 0/383 [49],
0/438 [50]), DNA from E. cuniculi could not be detected [49,50]. However, only kidney
tissue [49] or faecal samples were analysed [50]. In a former investigation conducted in
Italy [47] on Eastern cottontail rabbits, a lagomorph species introduced for hunting purposes
from North America to Italy in the 1960s, E. cuniculi was detected from organ tissues by
conventional PCR in almost 10% of individuals that were tested. In this study, in addition
to the brain and kidneys, the pathogen was also detected in skeletal muscle [47], which
provides an interesting finding with regard to the potential risk of infection for humans
and animals through the consumption of muscle meat. In histopathological studies on
34 European wild rabbits from Spain [51] and 62 European wild rabbits from England [52],
no spores of E. cuniculi were detected in any of the tissue samples examined. In the study
carried out in Spain, a broad range of organs of the wild rabbits were screened [51]. In the
study carried out in England, only the kidneys were screened [52]. In both studies, the
tissue samples were stained with hematoxylin and eosin (HE) and examined using light
microscopy [51,52].

E. cuniculi genotype 1 (“rabbit strain”) was detected in both the brain and kidney
tissue of one rabbit in the present study. This represents the first description of E. cuniculi
genotypes in free-living wild rabbits. In previous studies on wild rabbits, genotyping
of E. cuniculi was only carried out in one study conducted in Spain from faecal samples.
Genotype 1 was also detected in this study, but only in wild rabbits temporarily housed on
farms, which may have an increased risk of infection and other possible sources of infection
compared to those in the wild [48].

Studies in wild rabbits in which both antibody determination and molecular methods
were used for comparison were not available so far. Our study allowed for the first time a
comparison of both antibody determination and PCR testing to assess whether wild rabbits
are affected by the pathogen and thus pose a potential risk of infection to other animals
and humans.

Antibodies against E. cuniculi were detected in 24 of the 158 wild rabbits in the current
study, in 12 rabbits with both IgG and IgM, in 10 rabbits with exclusively IgG and in
2 rabbits with exclusively IgM (Table 2). Most prevalence studies, both in domesticated and
wild rabbits, are based on the detection of antibodies, partly because this investigation can
easily be performed antemortem. The interpretation of antibody detection is difficult, as it
basically only proves exposure to the pathogen in the first place [53]. Simultaneous testing
of IgG and IgM antibodies can provide an indication of infection status. The exclusive
detection of antibodies of the IgM isotype serves as an indication of an early, acute infection.
If both IgM and IgG isotype antibodies are detected, this indicates an acute infection. If
only antibodies of the IgG isotype are present, this is an indication of a latent/chronic
infection [10,54,55]. In the current study, solely IgM antibodies were detected in two of the
wild rabbits examined, suggesting an early infection. Previous antibody determinations in
wild rabbits were most often tested only for IgG antibodies, possibly leaving early-stage
infections undetected.

Previous global serological studies on E. cuniculi in wild rabbits reported seropreva-
lences ranging from 3.9 to 100% in the UK (100%; 3/3) [56], Germany (18.1%, 28/155) [37],
France (3.9%; 8/204) [57], Australia (24.7%; 20/81) [58] and Slovakia (44.7%; 21/47) [59],
but no seropositive rabbits at all were found in further studies in Australia (0%, 0/823) [60],
New Zealand (0%, 0/57) [60], the UK (0%, 0/175 [61]; 0/27 [62]; 0/60 [63]) and Germany
(0%, 0/100) [38], suggesting that wild rabbits do not generally serve as a reservoir for the
pathogen. In comparison to these varying results in wild rabbits, antibodies are regularly
observed in domestic rabbits, especially pet rabbits, and often with high prevalence [64].
Due to the primarily high seroprevalences among domestic rabbits, some authors have sug-
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gested that the pathogen may be transmitted from domestic rabbits to wild rabbits [38,65].
In contrast, other researchers even suspect that wild rabbits are the natural reservoir of the
pathogen, as they tested wild rabbits as seropositive, in which contact with domestic rabbits
was virtually ruled out [57]. The partially lower seroprevalence in wild rabbits could be
due to a lower population density and a consequently lower infection risk compared to
domestic rabbits, as high prevalence has been found in domestic rabbits, particularly in
connection with overstocking and presumably associated urine contamination [66]. An
additional factor to consider that could limit the prevalence in the wild population is that
wild rabbits with manifest encephalitozoonosis are most likely more susceptible to preda-
tion and, therefore, may not be among the rabbits studied [38]. This would also partially
limit the possibility of diseased rabbits continuing to excrete spores, which in turn could
infect other rabbits.

In the current study, E. cuniculi DNA was detected in the brain and kidneys of only
2 of the 24 rabbits that tested positive for antibodies using IFAT. This could occur due to
very low spore concentration and/or uneven distribution in the tissue under study [45].
It is possible that the animals were still in the early phase of infection or were exposed
to the pathogen but were able to fight off the infection, which may have prevented high
spore numbers and their detection in the organs. Some authors report that spores are less
abundant in the tissues concerned when infection progresses [19,20], which could also lead
to a lower positive rate.

E. hellem is a potential pathogen that occurs mainly in birds and humans, but occa-
sionally also in mammals. In Lagomorpha, both domesticated and wild, natural infection
with E. hellem has so far only been detected in the kidney tissue of a single European
brown hare, which was simultaneously infected with E. intestinalis. The researchers had
not expected to find these pathogens, as the kidney lesions initially indicated an infection
with E. cuniculi [27].

To the best of our knowledge, the present study presents the first successful detection
of E. hellem in rabbits. A total of 4 of the 158 wild rabbits showed Ct values using real-time
PCR. Although the Ct values are relatively high (Supplementary Table S3), the real-time
PCR used is very sensitive, and no non-specific reactions between E. hellem and E. cuniculi
have been documented [41]. The nested PCR used in this investigation also confirmed
these results with corresponding bands in three of the four rabbits visible after agarose gel
electrophoresis. For the identification of E. hellem, only molecular methods were used here,
as there is no established antibody test for this pathogen in rabbits available. In general,
knowledge of E. hellem in rabbits is very limited so far. The few studies published originate
from Spain (including Tenerife). They were also based on molecular testing methods, and
E. hellem could not be detected (0%, 0/383 [49], 0/50 [48], 0/438 [50]).

Further large-scale studies on this pathogen—for both domesticated and wild rabbits—
could provide an important insight into the actual spread of E. hellem and also supply
information on a possible relevance as a pathogen for rabbits.

There were some limitations of the present study that should be mentioned. The
sample areas of this study were distributed as far as possible across different regions of
Bavaria. However, an even distribution of samples was not achieved. Wild rabbits in
Bavaria, as well as in many other states in Germany, have been eradicated or at least
very severely decimated in some areas due to epidemics such as rabbit haemorrhagic
disease or myxomatosis [67]. The largest proportion of the samples, therefore, originated
from the Munich area, as there are still quite large wild rabbit populations in this region.
Nevertheless, many counties could be included in the investigation (Figure 1).

The sample material used from the brain and kidneys is very suitable for testing for E.
cuniculi, but E. hellem has so far been isolated primarily from faecal samples, even if there
is also evidence from organ material [4]. It is, therefore, possible that faeces or intestinal
tissue are more appropriate for the detection of this pathogen and should, therefore, be
additionally included in future investigations. The inclusion of the eyes of the animals
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in the sample material specifically for the detection of E. cuniculi could possibly further
increase the detection rate.

5. Conclusions

The results of this study show that both E. cuniculi and E. hellem are present in wild
rabbits in Bavaria. This study provides the first E. cuniculi genotype determination in
free-living wild rabbits worldwide and, in addition, the first evidence of E. hellem in rabbits
worldwide. Wild rabbits should, therefore, be regarded as a reservoir for both pathogens
and, on the basis of molecular evidence from kidney tissue and presumed urine excretion,
also as a source of infection for E. cuniculi for animals and humans. For domestic rabbits,
the possibility of infection via wild rabbits by outdoor housing or contaminated fresh
feed from meadows arises. For immunocompromised persons (YOPI group) in particular,
hygienic safety precautions should be considered when in contact with wild rabbits, their
food products and excretions. Further studies covering larger parts of Germany would
be desirable to gain deeper insights into the circulation of the pathogens in the wild
rabbit population.
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from these locations; Table 52. Real-time PCR, Ct values of samples tested positive for E. cuniculi
DNA; Table S3. Real-time PCR, Ct values of samples tested positive for E. hellem DNA; Figure S1.
Agarose gel electrophoresis of the second round of nested PCR 1l showing specific PCR products of
E. cuniculi strain (expected size about 0.3 kb); Figure S2. Agarose gel electrophoresis of the second
round of nested PCR I showing specific PCR products of E. hellem strain (expected size about 0.3 kb).
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Supplementary Material 1

Table S1. Location and number of rabbits sampled from these location

?::::i‘:llilstrative district) Number of rabbits investigated
Aichach-Friedberg 8
Ansbach 2
Aschaffenburg 20
Bamberg 17
Eichstitt 15
Erlangen 8
Freising 8
Ingolstadt 4
Landshut 2
Munich 55
Passau 2
Regensburg 1
Schwandorf 8
Schweinfurt 4
Traunstein 2
Wiirzburg 2

Table S2. Real-time PCR, Ct values of samples tested positive for E. cuniculi DNA

Rabbit no. Ct value brain Ct value kidneys
*9 3291 27.67
66 - 30.92
68 - 36.15
75 38.58 -
79 38.50 -
97 - 45.98
118 40.67 39.06
134 - 34.40
155 37.66 .
157 - 38.30

* sequencing revealed genotype 1

Table S3. Real-time PCR, Ct values of samples tested positive for E. hellent DNA

Rabbit no. Ct value brain Ct value kidneys
97 - 4293
109 44.04 -
118 47.86 48.23

150 - 43.03
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Figure S1. Agarose gel electrophoresis of the second round of nested PCR Il showing specific
PCR products of E. cuniculi strain (expected size about 0,3 kb)

brain kidney 100 bp ladder

E -O'Skb

Figure S2. Agarose gel electrophoresis of the second round of nested PCR | showing specific
PCR products of E. hellem strain (expected size about 0,3 kb)

negative
kidney 97 kidney 150  control 100 bp ladder

-03kb




IV. Diskussion 51

IV. DISKUSSION

Im Folgenden wird die im Rahmen der vorliegenden Diskussion erstellte

Publikation Breuninger et al. (2024) zusétzlich libergreifend diskutiert.
1. Untersuchungsmaterial

1.1. Herkunft der Proben

Die 158 Proben der Studie von Breuninger et al. (2024) stammten von Européischen
Wildkaninchen aus verschiedenen Orten Bayerns. Es konnten alle 7
Regierungsbezirke Bayerns in die Beprobung einbezogen werden. Die Proben
verteilten sich auf insgesamt 13 Landkreise (Miinchen, Freising, Traunstein,
Aichach-Friedberg, Bamberg, Ansbach, Passau, Straubing-Bogen, Schwandorf,
Wiirzburg, Schweinfurt, Eichstétt, Landshut und Regensburg) und 4 kreisfreie
Stiadte (Miinchen, Aschaffenburg, Ingolstadt und Erlangen).

Die Verteilung der Proben innerhalb der Regierungsbezirke war ungleichméBig,
was in erster Linie mit dem ebenso unregelmiBigen Vorkommen der
Wildkaninchen zusammenhingt. Des Weiteren konnten Proben nur aus denjenigen
Gebieten bezogen werden, in denen die Bereitschaft fiir die Zurverfiigungstellung

durch die Jagdausiibenden bestand.

Wildkaninchen wurden in den letzten Jahren und Jahrzehnten unter anderem durch
das Auftreten von seuchenhaft verlaufenden Krankheiten wie der Rabbit
Haemorrhagic Disease (RHD) und der Myxomatose deutschlandweit stellenweise
stark dezimiert (Greiser et al. 2023). Auch wurde von einigen Jagern das Auftreten
von massenhaftem Versterben der Wildkaninchen in den Jagdrevieren wihrend der
Durchfiihrung dieser Studie oder in den Jahren zuvor berichtet. Dies hatte
mancherorts ein vollstdndiges Erloschen der ansdssigen Population zur Folge.
Zudem liegt uns ein Nachweis liber einen RHD 2-Ausbruch kurze Zeit nach der
Beprobung in einem der einbezogenen Jagdreviere vor. In Bayern spiegelt sich die
verminderte Anzahl der Wildkaninchen im Vergleich zu fritheren Zeiten auch
anhand der jdhrlichen Streckenzahlen wider. Die Gesamtjahresstrecke der
Wildkaninchen in Bayern betrug laut Statistik des Deutschen Jagdverbands in den
Jahren 2020/2021 lediglich 3.240 Tiere (Deutscher Jagdschutz - Verband e.V.,
Vereinigung der deutschen Landesjagdverbiande 2023). Im Vergleich dazu wurden
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in den Jahren 1990/1991 noch 27.421 Wildkaninchen erlegt (Deutscher Jagdschutz
- Verband e.V., Vereinigung der deutschen Landesjagdverbiande 1992).

Die grofiten Wildkaninchenvorkommen in Deutschland sind im Nordwesten zu
verzeichnen (Greiser et al. 2023). Die Tiere bevorzugen leichte, sandige Boden, um
ihre Gangsysteme anlegen zu konnen, wobei sie sich als Kulturfolger auch
erfolgreich an das Leben in stidtischen Bereichen angepasst haben, auf ihre
Gangsysteme verzichten und aufgrund des konstanten Nahrungsangebots gehauft

in Parks, Gérten und Friedhéfen vorzufinden sind (Zimmermann 1991).

Die Verteilung der Proben der aktuellen Studie zeigt eine Ballung fiir die kreisfreie
Stadt Miinchen, aus der 54 der insgesamt 158 Proben (34 %) stammten.

Im Vergleich zu einer in Bayern durchgefiihrten serologischen Studie zu E. cuniculi
bei Wildkaninchen aus dem Jahre 1988, bei der alle 155 Proben von lediglich zwei
Grundstiicken im Norden Miinchens stammten (Neuwirt 1988), konnte bei der
aktuellen Studie eine deutlich weitreichendere Verteilung der Proben erzielt
werden, wodurch eine Aussage beziiglich des Vorkommens des Erregers auch in
anderen Gebieten Bayerns moglich ist. Aufgrund der teilweise sehr geringen
Probenanzahl fiir einzelne Orte sind die Nachweise aber in diesen Féllen nicht als
Priavalenzangaben zu werten. In der bislang zweiten Studie aus Deutschland aus
dem Jahre 1996 wurden 100 Wildkaninchen aus verschiedenen Gebieten im Norden
Deutschlands (Raum Hannover, Raum Wolfsburg, ndérdlich von Hamburg, Insel
Norderney) untersucht und keines der Wildkaninchen wurde serologisch positiv auf
E. cuniculi getestet (Meyer-Breckwoldt 1996). GroBere, deutschlandweite Studien
wiéren wiinschenswert, um mogliche regionale Unterschiede beziiglich des

Vorkommens von E. cuniculi beit Wildkaninchen zu erfassen.

1.2. Probenentnahme

Von den 158 Wildkaninchen aus Bayern wurden jeweils eine Blutprobe sowie
Organproben von Gehirn und Nieren entnommen. Es wurden lediglich Tiere in die
Studie einbezogen, von denen sowohl Blut- als auch Organproben vorlagen. Die
Probenentnahme erfolgte entweder personlich vor Ort oder wurde nach
entsprechender vorheriger Anleitung durch die Jager selbst durchgefiihrt. Die
frischen Proben wurden von den Jigern im Durchschnitt innerhalb von 1-3 Tagen
iibergeben (Breuninger et al. 2024). Da das Gehirn nicht leicht zuginglich ist,

wurden bei eigenstindiger Probenentnahme durch die Jagdausiibenden die Kopfe
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der Kaninchen im Ganzen eingereicht und in den Untersuchungsrdaumen der
klinikeigenen Pathologie mittels Trennscheibe gedffnet, um das Gehirn
anschlieend herauszunehmen. Das Blut wurde aus dem Herz bzw. aus den
thorakalen Gefdflen gewonnen. Teilweise wurde Blut direkt aus dem thorakalen
oder abdominalen Raum entnommen, wenn es infolge des Abschusses des Tieres
zu einer dortigen Blutansammlung durch Zerstorung der Gefdfle und Organe kam.
Das Blut wurde in 4 ml Serumrdhrchen gefiillt und anschlieBend zentrifugiert. Das
gewonnene Serum wurde abpipettiert und fiir die Antikdrperuntersuchung mittels
IFAT an das externe Labor SYNLAB.vet GmbH in Augsburg gesandt. Die
Organproben wurden in sterile Behélter gegeben und bei — 20 °C bis zur weiteren

Untersuchung mittels real-time PCR aufbewahrt (Breuninger et al. 2024).

Aufgrund logistischer Gegebenheiten konnte ein Teil der Proben (46/158) nicht
unmittelbar iibergeben werden, weshalb die Proben in diesen Fillen vor Ort von
den Jéagern eingefroren wurden. Im Rahmen des Einfrierens und Auftauens von
Tierkdrpern bzw. Blutproben kommt es zu einer Hdmolyse, wodurch die
Probenqualitit beeinflusst wird. Diese Problematik ist bei Untersuchungen von
Wildtieren hédufig gegeben. In der aktuellen Studie konnten jedoch auch aus stark
hidmolytischen Serumproben erfolgreich Antikdrper nachgewiesen werden. Dies
stimmt mit anderen Studien iiberein, in denen festgestellt werden konnte, dass der
Nachweis von Antikorpern mittels IFAT aus hdmolytischen Proben durchaus

moglich ist (Leutenegger et al. 1999; Miller et al. 2002).

Bei einer Untersuchung von Wildkatzenproben mit einem IFAT konnte bei
hidmolytischen Proben zwar eine verminderte Sensitivitit im Vergleich zu Proben
von guter Qualitit festgestellt werden, welche sich jedoch im Mittel auf weniger als
eine Titerstufe beschrinkte. Mogliche Abweichungen diirften daher weniger als 10
% betragen (Leutenegger et al. 1999). Bei einer Untersuchung von Seeottern mittels
IFAT auf Toxoplasma gondii-Antikdrper wurde das Testverfahren als geeignet
eingestuft und die IFAT-Titer standen nicht in Zusammenhang mit dem Ausmalf
der Serumhdmolyse (Miller et al. 2002). Im Rahmen einer Testung von
Damwildseren auf Mycobacterium bovis-Antikorper mit einem ELISA wurde eine
verminderte Sensitivitit nur bei starker Himolyse beobachtet (Boadella et al. 2012).
In einer Studie zum Suid Herpesvirus 1 konnte festgestellt werden, dass Hamolyse
und wiederholte Gefrier-Auftau-Zyklen von Wildschweinseren die ELISA-

Testreaktionen beeinflussen konnen, was zu einer hoheren Anzahl fraglicher
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Ergebnisse fiihrt (Boadella und Gortazar 2011). Im Gegensatz dazu wurde
berichtet, dass Himolyse und wiederholte Gefrier-Auftauzyklen nur eine geringe
Auswirkung auf die erhaltenen Werte der optischen Dichte eines ELISA haben, der
mit Hausschweinseren durchgefiihrt wurde (Neumann und Bonistalli 2009). Es ist
jedoch schwierig zu beurteilen, welcher Faktor am einflussreichsten ist, wenn die
Auswirkungen der Hamolyse auf die Testergebnisse in Verbindung mit
suboptimalen Lagerungsbedingungen untersucht werden (Casaubon et al. 2013). So
hat sich beispielsweise gezeigt, dass eine lange Probenlagerung bei
Raumtemperatur die Zahl der falsch negativen Ergebnisse aus Korperfliissigkeiten
erhoht, wenngleich sich Antikorper teils auch nach 4 Wochen noch nachweisen
lieBen (Jakubek et al. 2012). Ahnliche Ergebnisse konnten in einer Studie
festgestellt werden, in der die Stabilitdit von Antikorpern aus Blut- und/oder
Gewebefliissigkeit aus Tierkorpern auch nach 11 Tagen noch gegeben war, jedoch
auch in diesem Fall mit einem Anstieg der falsch negativen Ergebnisse mit
zunehmender Lagerzeit (Tryland et al. 2006). In einer weiteren Studie wurde der
Einfluss der Hamolyse auf serologische Tests bei verschiedenen
Wildwiederkduerarten untersucht. Auch hier wurde ein hoheres Risiko falsch
negativer Ergebnisse bei der Anwendung hdmolytischer Proben geschildert, jedoch
wurden die falsch negativen Ergebnisse insgesamt als vernachldssigbar beurteilt

(Casaubon et al. 2013).

Hiamolytische Proben gelten aufgrund von Zytotoxizitdt als problematisch fiir den
Serumneutralisationstest (Garcia-Bocanegra et al. 2011). Auch gelten himolytische
und/oder kontaminierte Proben als nicht geeignet fiir Testverfahren wie
beispielsweise den Serumagglutinationstest oder die Komplementbindungsreaktion

(Koppel et al. 2007).

Neben falsch negativen Ergebnissen muss auch in Erwégung gezogen werden, dass
falsch positive Ergebnisse im Zusammenhang mit hamolytischen Proben auftreten

konnten (Bergeron et al. 2017).

1.3. Stichprobenumfang

Insgesamt wurden 158 Wildkaninchen auf E. cuniculi und E. hellem untersucht. Die
Probenanzahl ldsst keinen Riickschluss auf die exakte Privalenz der gesamten
bayerischen Wildkaninchenpopulation zu. Die Studie wurde so konzipiert, dass

eine Stichprobenmenge gewihlt wurde, die fiir eine vermutete Pravalenz 2 2 %
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erforderlich ist, um mit mindestens 95 %iger Sicherheit mindestens ein infiziertes
Tier zu erfassen. Der Stichprobenumfang wurde daher mit 149 Wildkaninchen
festgelegt; letztlich konnten sogar 158 Waildkaninchen in die Untersuchung

einbezogen werden.

Lediglich fiinf vorangegangene serologische oder molekulardiagnostische Studien
an Wildkaninchen beziiglich E. cuniculi weisen hohere Stichprobenmengen auf. So
wurde die grofite bislang vorgenommene Untersuchung an 823 Wildkaninchen in
Australien durchgefiihrt (Cox et al. 1980). Zu den weiteren Studien mit héheren
Stichprobenzahlen zdhlen eine Studie aus England mit 175 Wildkaninchen (Cox
und Ross 1980), eine Studie aus Frankreich mit 204 Wildkaninchen (Chalupsky et
al. 1990), eine Studie aus Spanien mit 383 Wildkaninchen (Martinez-Padilla et al.
2020) und eine Studie aus Spanien mit 438 Wildkaninchen (Rego et al. 2023). Eine
nahezu gleiche Stichprobenmenge wie in der aktuellen Studie weist die éltere der
beiden vorherigen Studien aus Deutschland auf, bei der 155 Wildkaninchen
untersucht wurden (Neuwirt 1988), wie auch eine Studie aus Italien an Ostlichen
Baumwollschwanzkaninchen mit 144 untersuchten Individuen (Zanet et al. 2013).
Die weiteren bisher an Wildkaninchen durchgefiihrten Studien umfassen
Stichprobenmengen von minimal 3 (Wilson 1979a) bis maximal 100 (Meyer-
Breckwoldt 1996) Tieren. Grundsétzlich sollte der Stichprobenumfang jedoch stets
im Zusammenhang mit den Pridvalenzen beurteilt werden. Bei hohen Privalenzen
konnen bereits kleine Stichprobenmengen aussagekriftig sein, wéihrend bei sehr
niedrigen Prévalenzen entsprechend hohere Stichprobenmengen herangezogen

werden sollten.

Beziiglich E. hellem wurden in der Vergangenheit lediglich drei Studien in Spanien
durchgefiihrt. Zwei der Studien hatten im Vergleich zu der aktuellen Studie hohere
Stichprobenmengen mit jeweils 383 (Martinez-Padilla et al. 2020) und 438 (Rego
et al. 2023) Wildkaninchen. Eine Studie basiert mit 50 Wildkaninchen (Baz-

Gonzalez et al. 2022) auf einer deutlich geringeren Stichprobenmenge.

2. Untersuchungsmethoden

Fiir die Untersuchung der Wildkaninchen auf E. cuniculi wurde in der vorliegenden
Studie eine Antikdrperbestimmung von sowohl IgG als auch IgM mittels IFAT
durchgefiihrt. Fiir E. hellem standen fiir die Routinediagnostik etablierte

serologische Nachweisverfahren leider nicht zur Verfiigung. Aulerdem wurden
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Gehirn und Nieren, die Hauptpradilektionsorgane des Erregers, mittels duplex real-
time PCR (mit Primern und Sonden fiir sowohl E. cuniculi als auch E. hellem) auf
DNA der beiden Mikrosporidienarten untersucht. Zur Bestitigung und
Genotypisierung wurden bei Proben, welche in der real-time PCR Ct-Werte und
sigmoide Kurven ergaben, anschlieBend nested-PCRs durchgefiihrt. Eine
Sequenzierung von PCR-Produkten der real-time PCR war wegen der geringen
GroBBe der Amplifikate aus technischen Griinden nicht erfolgreich (Daten nicht

dargestellt).

Die meisten bisher publizierten Pravalenzstudien bzgl. E. cuniculi, sowohl bei
domestizierten Kaninchen als auch bei Wildkaninchen, beruhen lediglich auf dem
Nachweis von Antikdrpern, was vor allem damit zusammenhingt, dass diese
Untersuchung am lebenden Tier durchgefiihrt werden kann. Die Interpretation des
Antikorpernachweises allein ist jedoch schwierig, da er im Grunde nur die
Exposition gegeniiber dem Erreger beweist. Ein positiver Antikdrpernachweis kann
bei Tieren auftreten, die dem Erreger ausgesetzt waren, die exponiert waren und
sich von der Infektion erholt haben, oder die infiziert sind (mit oder ohne klinische
Symptome) (Latney et al. 2014). Bei Europdischen Wildkaninchen liegen lediglich
drei Privalenzstudien beziiglich E. cuniculi aus Spanien vor, in denen
molekularbiologische Methoden (PCR) fiir den direkten Erregernachweis
verwendet wurden (Martinez-Padilla et al. 2020; Baz-Gonzalez et al. 2022; Rego et
al. 2023). AuBerdem wurden PCRs bei einer Privalenzstudie bei Ostlichen

Baumwollschwanzkaninchen in Italien angewendet (Zanet et al. 2013).

Der IFAT und der ELISA sind gebriuchliche serologische Testverfahren fiir den
Nachweis von Antikorpern gegen E. cuniculi. Die Ergebnisse beider Testverfahren
korrelieren gut miteinander (Boot et al. 2000). Fiir die aktuelle Studie wurde der
IFAT fiir die Antik6rperbestimmung von IgG und IgM gewéhlt. Der IFAT gilt als
zuverldssiges und einfach durchfithrbares Testverfahren mit einer hohen
Sensitivitdt (Cox und Pye 1975; Cox und Gallichio 1977; Hein et al. 2014) und
Spezifitdt (Kiinzel et al. 2014; Cray et al. 2020). Trotzdem kann es in einzelnen
Féllen zu falsch-negativen Testergebnissen kommen. Ursdchlich konnten eine fiir
eine Serokonversion zu geringe Aufnahme an Sporen sein, eine noch nicht
begonnene Antikdrperproduktion (Csokai et al. 2009b) oder immunsuppressive
Effekte anderer Erkrankungen, welche eine Antikdrperproduktion verhindern

(Csokai et al. 2009b; Hein et al. 2014). Auch eine Bindung aller Antikérper durch
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den Erreger konnte eine Rolle spielen (Hein et al. 2014).

Der Nachweis von IgM-Antikdrpern zusitzlich zum Nachweis von IgG-
Antikorpern, kann zumindest einen Hinweis auf die Phase einer Infektion des
Tieres mit E. cuniculi (z. B. frische Infektion versus ldnger bestehende chronische
Phase) liefern (Cox et al. 1979; Kunstyt et al. 1986; Jeklova et al. 2010b). Bisherige
Antikorperbestimmungen bei Wildkaninchen basierten iiberwiegend auf der
Testung von IgG-Antikorpern, wodurch moglicherweise Infektionen in der

Frithphase, in der lediglich IgM-Antikorper gebildet wurden, unentdeckt blieben.

Fiir den Nachweis von Erreger-DNA wurde eine real-time PCR verwendet. Real-
time oder nested-PCRs werden wegen ihrer meist hoheren Sensitivitit fiir den
Nachweis aus Organmaterial priferiert (Csokai et al. 2009b; Leipig et al. 2013).
Konventionelle PCRs haben sich jedoch als geeignet fiir den Nachweis aus der
Linse erwiesen (Kiinzel et al. 2008; Csokai et al. 2009b). Fiir den Nachweis aus
anderweitigem Organmaterial sind sie jedoch meist nicht ausreichend sensitiv
(Csokai et al. 2009b). Zu bedenken ist, dass falsch-negative PCR-Ergebnisse aus
Organmaterial aufgrund einer sehr geringen Sporenkonzentration und/oder einer
ungleichmafigen Verteilung im zu untersuchenden Gewebe auftreten konnen. Ein
weiterer Grund konnte eine sich noch in der Frithphase befindliche Infektion mit
noch geringer Erregerzahl darstellen (Csokai et al. 2009b). Zudem berichteten
einige Autoren, dass mit dem Fortschreiten der Erkrankung weniger Sporen des
Erregers in den betroffenen Geweben vorhanden sind, was zugleich zu einer

geringeren Positivrate fiihren konnte (Flatt und Jackson 1970; Csokai et al. 2009a).

3. Nachweisraten

3.1. Immunfluoreszenzantikorpertest
Mittels IFAT wurde das Serum der Wildkaninchen auf E. cuniculi-Antikorper der
Typen IgG und IgM untersucht.

Bei der Untersuchung des Serums der Wildkaninchen konnten bei insgesamt 24
(15,2 %) der 158 Tiere Antikorper gegen E. cuniculi nachgewiesen werden
(Breuninger et al. 2024). Nachweise von E. cuniculi-Antikorpern bei Europdischen
Wildkaninchen sind bisher in fritheren Studien auch in England (3/3; 100 %)
(Wilson 1979a), Deutschland (und zwar im Norden Miinchens) (28/155; 18,1 %)
(Neuwirt 1988), Frankreich (8/204; 3,9 %) (Chalupsky et al. 1990), Australien
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(20/81; 24,7 %) (Thomas et al. 1997) und der Slowakai (21/47; 44,7%) (Balent et
al. 2004) gelungen. Es ist zu beachten, dass sich die Kaninchen, die in der
slowakischen Studie positiv getestet wurden, in menschlicher Obhut befanden, um
spater in die freie Wildbahn entlassen zu werden (Balent et al. 2004). Dies konnte
das Risiko einer Infektion oder auch die Ausbreitung einer bestehenden Infektion
erhoht haben, weshalb das Ergebnis mdglicherweise nicht auf freilebende
Wildkaninchen in dieser Region iibertragen werden kann. Bei weiteren Studien in
Australien (0/823; 0%) (Cox et al. 1980), Neuseeland (0/57; 0%) (Cox et al. 1980),
England (0/175; 0%) (Cox und Ross 1980) und Norddeutschland (0/100; 0%)
(Meyer-Breckwoldt 1996) konnten keine E. cuniculi-Antikorper detektiert werden.
Vergleichbar ist die ermittelte Pravalenz von 15,2 % der aktuellen Studie mit den
Ergebnissen der ersten Untersuchung aus Miinchen im Jahre 1988, bei der eine

Pravalenz von 18,1 % ermittelt werden konnte (Neuwirt 1988).

Bei 12 (50 %) der 24 serologisch auf E. cuniculi positiv getesteten Wildkaninchen
der aktuellen Studie konnten Antikdrper sowohl des Typs IgG als auch IgM
nachgewiesen werden. Bei weiteren 10 (41,7 %) seropositiven Wildkaninchen
konnten lediglich IgG-Antikorper nachgewiesen werden. Nur bei 2 der 24
seropositiven Tiere (8,3 %) lieBen sich ausschlieflich IgM-Antikoérper feststellen
(Breuninger et al. 2024). Dies stimmt mit anderen Studien bei natiirlich infizierten
domestizierten Kaninchen {iberein, bei denen der alleinige Nachweis von IgM-
Antikérpern am seltensten erfolgte (Jeklova et al. 2010b; Skrbec et al. 2023).
Skrbec et al. (2023) konnten in einer aktuellen Studie 160 Kaninchen positiv auf E.
cuniculi-Antikorper testen. Davon waren insgesamt 74,4 % (119/160) der Tiere
sowohl IgG als auch IgM positiv, 22,5 % (36/160) ausschlieBlich IgG positiv und
nur 3,1 % (5/160) der Tiere ausschlieBlich IgM positiv. Je nach klinischer
Manifestation konnen sich die Angaben hinsichtlich des Nachweises von IgG und
IgM unterscheiden. Skrbec et al. (2023) konnten jedoch bei allen untersuchten Tier-
bzw. Symptomgruppen (klinisch gesund, neurologische Symptome, Symptome des
Harntrakts, Symptome der Augen, Symptome des Gastrointestinaltrakts) am
haufigsten IgG und IgM in Kombination nachweisen. Jeklova et al. (2010b) wiesen
bei Kaninchen mit neurologischen Symptomen, Augensymptomen und multiplen
Symptomen (neurologisch und renal oder neurologisch und okulédr) ebenso am
héaufigsten IgG und IgM kombiniert nach. Bei Kaninchen mit Nierenerkrankungen,

anderweitigen Erkrankungen und klinisch gesunden Tieren wurde jedoch am
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haufigsten ausschlieBlich IgG festgestellt (Jeklova et al. 2010b).

Bei den Antikorpernachweisen der aktuellen Studie wurden bei der iiberwiegenden
Anzahl der getesteten Tiere niedrige Antikorpertiter von 1:80 festgestellt. Hohere
Titer lagen bei 5 Tieren vor (Breuninger et al. 2024). Diese Beobachtung dhnelt der
einer vorangegangenen Studie aus Miinchen mit Wildkaninchen, bei der von 28
positiv getesteten Kaninchen 16 Tiere Titer von 1:64 und niedriger, 7 Tiere Titer
von 1:128 und lediglich 5 Tiere hohere Titer aufwiesen (Neuwirt 1988). Auch in
einer Studie aus Frankreich, bei der 8 von 204 Wildkaninchen seropositiv getestet
wurden, hatten 5 dieser 8 seropositiven Tiere niedrige Titer (1:16 bis 1:32), 2 Tiere
Titer von 1:256 und nur ein Tier einen hoheren Titer von 1:1024 (Chalupsky et al.
1990). In einer Studie von Jeklova et al. (2010a), bei der Kaninchen mit geringen
und hohen Sporenmengen oral und okuldr infiziert wurden, konnte festgestellt
werden, dass die Infektion mit einer geringen Sporenmenge zu einer verzogerten
und geringen IgG-Antikorperreaktion mit einer reduzierten und statistisch nicht
signifikanten IgM-Produktion fiihrt. Eine starke und schnelle Antikdrperreaktion
konnte hingegen bei der Infektion mit hoher Sporenmenge beobachtet werden
(Jeklova et al. 2010a). Ursdchlich fiir die in den Studien {iberwiegend
nachgewiesenen niedrigen AntikOrpertiter konnte also ein niedrigerer
Infektionsdruck unter den Wildkaninchen sein, da diese eine geringere
Populationsdichte im Vergleich zu Haus- oder Laborkaninchen aufweisen kénnten,
welche oftmals aufgrund von Uberbesatz und damit verbundener

Urinkontamination viele Sporen des Erregers aufnehmen (Gannon 1980).

In einer Studie bei Wildkaninchen in Australien wurden allerdings durchweg hohe
Antikorpertiter festgestellt (Thomas et al. 1997). Dies konnte moglicherweise mit
einer hoheren Wildkaninchendichte und -infektionsrate zusammenhingen. Bei
domestizierten Kaninchen sind iiberwiegend moderate (1:640—1:2560) oder hohe
(>1:5120) Antikorpertiter zu beobachten (Csokai et al. 2009b). I[gM-Antikorpertiter
fallen im Verhéltnis zu IgG-Antikorpertitern in der Regel niedriger aus (Cray et al.
2015).

Die Ergebnisse der serologischen Untersuchung zeigen, dass die Wildkaninchen
der vorliegenden Studie dem Erreger in einem nicht zu unterschétzenden Ausmal
ausgesetzt waren. Der Erreger konnte durch kontaminierte Futtermittel und/oder

Wasser von den Wildkaninchen aufgenommen werden. Die Kontamination konnte
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durch Artgenossen, aber auch durch andere Wild- oder Haustiere erfolgen. Dabei
wiére es denkbar, dass die AuBBenhaltung von Hauskaninchen, bei denen der Erreger
bekanntermaflen hiufig vorkommt, womdglich zu einer Infektion der

Wildkaninchen beitragen konnte (Breuninger et al. 2024).

3.2. PCR-Untersuchungen zu E. cuniculi

Bei der Untersuchung von Gehirn und Nieren auf E. cuniculi mittels real-time PCR
ergaben sich bei 10 der 158 Wildkaninchen nach Anwendung der Analysesoftware
des Gerits Ct-Werte und sigmoide Kurvenverldufen der Fluoreszenzsignale. Die
Ct-Werte lagen zwischen 27,67 und 45,98. Bei 2 der 10 Kaninchen ergaben sich
Ct-Werte sowohl von Gehirn- als auch Nierengewebe, bei 3 Kaninchen nur vom
Gehirngewebe, bei 5 Kaninchen nur vom Nierengewebe (Breuninger et al. 2024).
Studien an Wildkaninchen mit dem Einsatz von molekularbiologischen
Untersuchungsmethoden sind bisher rar. In einer Studie aus Spanien konnte in
insgesamt 2 von 50 untersuchten Kotproben mittels nested-PCR E. cuniculi-DNA
nachgewiesen werden. Die positiven Kotproben stammten jedoch von
Wildkaninchen, die in landwirtschaftlichen Betrieben gehalten wurden. Die
Autoren duflerten daher die Vermutung, dass dieser Umstand einen Einfluss auf den
Infektionsstatus der Tiere haben konnte. In derselben Studie konnte E. cuniculi in
Kotproben von freilebenden Wildkaninchen nicht nachgewiesen werden. Jedoch
wurden in 5 dieser Proben andere unbekannte Mikrosporidienarten gefunden (Baz-
Gonzalez et al. 2022). Bei der Bewertung der Ergebnisse zu bedenken ist auerdem,
dass die Sporenausscheidung iiber den Urin und die Faeces intermittierend
stattfindet (Cox et al. 1979; Kimura et al. 2013) und somit nicht immer ein
Nachweis erfolgen kann, woraus eine nur eingeschrinkte Aussagekraft bei der
Verwendung von Kot als Untersuchungsmaterial resultiert. Bei zwei weiteren
Studien aus Spanien konnte E. cuniculi nicht mittels PCR aus Nierengewebe
(Martinez-Padilla et al. 2020) oder Kotproben (Rego et al. 2023) nachgewiesen
werden. In einer Studie aus Italien wurde E. cuniculi bei fast 10 % der untersuchten
Ostlichen Baumwollschwanzkaninchen durch eine konventionelle PCR in
Organproben nachgewiesen. In dieser Studie wurde neben dem Gehirn und den
Nieren auch die Skelettmuskulatur auf den Erreger untersucht. Auch hier wurde der
Erreger gefunden (Zanet et al. 2013), was ein interessantes Ergebnis im Hinblick
auf die potenzielle Moglichkeit einer Infektion von Mensch und Tier durch den

Verzehr von Muskelfleisch darstellt. AuBBerdem konnte bei dieser Studie Erreger-
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DNA deutlich haufiger im Gehirn als in den Nieren und der Skelettmuskulatur
festgestellt werden (Zanet et al. 2013). Gleiches konnte auch im Rahmen einer
Studie an Hauskaninchen festgestellt werden, bei denen Gehirn und Nieren mittels
PCR untersucht wurden und der Nachweis aus dem Gehirn, moglicherweise
aufgrund einer hoheren Sporenkonzentration, haufiger erfolgreich war als aus den
Nieren (Csokai et al. 2009b). Andererseits konnte in einer Studie von Leipig et al.
(2013) E. cuniculi-DNA nahezu mit gleicher Haufigkeit in Gehirn und Nieren von

Hauskaninchen detektiert werden.

In der aktuellen Studie zeigten sich nur bei 2 der 24 serologisch positiven
Wildkaninchen Ct-Werte und sigmoide Kurven mittels real-time PCR. Bei §
Wildkaninchen, bei welchen die real-time PCR positive Reaktionen ergab, konnten
keine Antikorper mittels IFAT nachgewiesen werden (Breuninger et al. 2024).
Dabei ist zundchst immer an falsch positive Reaktionen zu denken, die bei der PCR
durch unspezifische Reaktionen oder durch Kontaminationen entstehen kdnnen.
Um dies auszuschlieBen, wurde, wie weiter unten erldutert, eine unabhéngige PCR
als Bestitigungstest durchgefiihrt. Wie zuvor unter Absatz 1.2. erldutert, konnten
jedoch auch eine fiir eine Serokonversion zu geringe Aufnahme an Sporen, eine
noch nicht begonnene Antikorperproduktion (Csokai et al. 2009b) oder
immunsuppressive  Effekte  anderweitiger =~ Erkrankungen, welche eine
Antikdrperproduktion verhindern, urséchlich sein (Csokai et al. 2009b; Hein et al.
2014). Auch eine Bindung aller Antikorper durch den Erreger konnte eine Rolle
spielen (Hein et al. 2014).

Der Vergleich serologischer und molekularbiologischer Untersuchungsmethoden
bei domestizierten Kaninchen basiert oftmals auf IFAT, CIA oder ELISA und der
PCR-Untersuchung von Urin oder Liquor (Kiinzel et al. 2008; Jeklova et al. 2010a;
Hein et al. 2014), da diese am lebenden Tier durchfiithrbar sind. Studien, bei denen
sowohl eine serologische Untersuchung aus Blut als auch eine PCR von
Organmaterial parallel durchgefiihrt werden, sind daher, insbesondere bei natiirlich
infizierten Kaninchen, selten. Csokai et al. (2009b) untersuchten in einer Studie
Kaninchen unter anderem auf Antikorper mittels IFAT sowie verschiedene Organe
(Gehirn, Nieren, Herz, Leber, Lunge, Milz und Augen) mittels nested-PCR auf E.
cuniculi-DNA. Dabei konnte ein groflerer Anteil der Tiere positiv mit dem IFAT
als mit der PCR getestet werden (Kaninchen mit klinischem Verdacht auf

Encephalitozoonose, n=33, IFAT: 69,7 %, PCR: 63,3 %; Kaninchen ohne klinische
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Anzeichen, n=38, IFAT: 50 %, PCR: 42,1%). Die hochsten Nachweisraten wurden
mittels histologischer Untersuchung mit Hilfe spezieller Féarbeverfahren (Ziehl-
Neelsen, sdurefeste Trichromfarbung) erreicht. Jedoch erwies sich grundsétzlich
bei chronisch infizierten Tieren auch die PCR als geeignete Methode zur
Untersuchung von Organen, insbesondere Gehirnen. Alle Kaninchen, bei denen die
PCR positiv ausfiel, waren auch serologisch positiv (Csokai et al. 2009b). Im
Gegensatz dazu konnte in einer Studie von Baneux und Pognan (2003) ein
Kaninchen mittels PCR positiv getestet werden, welches sowohl serologisch als
auch histologisch keinen Hinweis auf eine Infektion mit E. cuniculi lieferte. Die
Einbindung einer histologischen Untersuchung, zusitzlich zu einer Testung mittels
PCR, wird von einigen Autoren empfohlen (Csokai et al. 2009b; Leipig et al. 2013)
und konnte bei zukiinftigen Untersuchungen auf den Erreger ergéinzend angewandt

werden.

Die Divergenz der Ergebnisse der beiden angewandten Testverfahren der aktuellen
Studie legt nahe, dass die Serologie und der direkte Erregernachweis mittels PCR
moglicherweise differenziert betrachtet werden sollten. Vor allem bei
Hauskaninchen, bei denen im Rahmen der tierdrztlichen Diagnostik lediglich ein
Antikdrpernachweis moglich ist, sollte dennoch hinterfragt werden, ob das Tier
tatsdchlich mit dem Erreger infiziert ist oder ob lediglich aufgrund eines blof3en
Kontaktes zu dem Erreger Antikdrper gebildet wurden, die dann persistiert haben.
Jedoch muss, wie bereits unter Absatz 4.2. aufgefiihrt, beriicksichtigt werden, dass
die Ergebnisse der PCR-Untersuchung der aktuellen Studie womoglich bei
manchen Kaninchen falsch negativ ausfielen, beispielsweise aufgrund einer sehr
geringen Sporenkonzentration und/oder einer ungleichmafligen Verteilung im zu
untersuchenden Gewebe oder einer noch in der Frithphase befindlichen Infektion

(Csokai et al. 2009b).

3.2.1. Genotypisierung von E. cuniculi

Fiir die Genotypisierung wurden im Anschluss an die real-time PCR nested-PCRs
durchgefiihrt. Die nested-PCRs ergaben bei 7 der 10 Kaninchen, die zuvor Ct-Werte
fiir E. cuniculi in der real-time PCR gezeigt hatten, PCR-Produkte der erwarteten
GroBe. Durch Sequenzierung der PCR-Produkte wurde der E. cuniculi Genotyp 1
(,,Kaninchenstamm®) identifiziert. Die Genotypisierung war bei einem Kaninchen

sowohl aus dem Gehirn als auch aus den Nieren erfolgreich (Breuninger et al.
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2024).

Weitere Versuche der Genotypisierung von E. cuniculi gelangen jedoch nicht. Es
konnte sein, dass bei den weiteren Proben Erreger-DNA in zu geringer Menge
und/oder Qualitdt vorgelegen hatte (Breuninger et al. 2024), da die Banden im
Agarosegel eher schwach ausgebildet waren. Zudem konnte unspezifischer

Hintergrund den direkten Sequenzierungsprozess beeintriachtigt haben.

Bei domestizierten Kaninchen wird der Genotyp 1 von E. cuniculi am haufigsten
festgestellt. Neben Infektionen mit dem Genotyp I konnten bei Kaninchen in der
Vergangenheit jedoch auch natiirliche Infektionen mit den Genotypen II und III
nachgewiesen werden (Valencakova et al. 2012; Deng et al. 2020). Bei
Wildkaninchen wurde eine Genotypisierung bisher nur bei einer Untersuchung in
Spanien durchgefiihrt, die in menschlicher Haltung lebten. Hierbei wurde ebenfalls
der Genotyp 1 identifiziert. Fiir die Untersuchung wurden Kotproben verwendet.
Es ist nicht auszuschlieBen, dass das Leben in Menschenhand einen Risikofaktor
fiir den Erwerb einer E. cuniculi-Infektion darstellt. In derselben Untersuchung
konnte E. cunmiculi nicht bei den einbezogenen freilebenden Wildkaninchen

festgestellt werden (Baz-Gonzélez et al. 2022).

Letztlich zeigen die positiven PCR-Nachweise bei 10 der 158 untersuchten
Wildkaninchen dennoch, dass auch Wildkaninchen ein Erregerreservoir und somit
auch eine potenzielle Infektionsquelle darstellen. Menschen konnten sich durch den
Verzehr von Kaninchenfleisch oder -organen infizieren. Gleichermaflen gilt dies
auch fir Pradatoren. Der Kontakt zu Wildkaninchen, zu deren Fleisch bzw.
Organen und Ausscheidungen sollte angesichts der Ergebnisse dieser Studie,
insbesondere von immunsupprimierten Menschen, mit Vorsicht und unter
Einhaltung géingiger HygienemaBnahmen, wie beispielsweise dem Tragen von
Schutzhandschuhen oder griindlichem Hindewaschen, erfolgen.
Wildkaninchenfleisch sollte von den betroffenen Personengruppen nur durchgegart
verzehrt werden. Fiir Hauskaninchen und andere Haustiere, welche in Gebieten
gehalten werden, in denen Wildkaninchen vorkommen, konnte eine Fiitterung mit
kontaminiertem Griinfutter eine mogliche Infektionsquelle darstellen (Breuninger

et al. 2024).

3.3. PCR-Untersuchungen zu E. hellem

Die in der vorliegenden Studie angewandte real-time PCR erlaubt als eine duplex
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real-time PCR (mit Primern und Sonden fiir sowohl E. cuniculi als auch E. hellem)
auch einen Nachweis von E. hellem. Dabei ergaben sich bei 4 Wildkaninchen Ct-
Werte und sigmoide Kurven fiir E. hellem. Bei einem der Kaninchen sowohl aus
Gehirn- als auch Nierengewebe. Bei einem weiteren Kaninchen ausschlieBlich aus
dem Gehirn-, bei zwei Kaninchen ausschlieBlich aus dem Nierengewebe. Die Ct-

Werte lagen zwischen 42,93 und 48,23 (Breuninger et al. 2024).

3.3.1. Genotypisierung von E. hellem

Bei 3 der 4 Wildkaninchen, welche in der real-time PCR Ct-Werte fiir E. hellem
zeigten, ergaben sich anschlieBend mittels nested-PCR Produkte der erwarteten
GroBe, was den Nachweis des Erregers zusitzlich bestitigt. Eine Genotypisierung
war jedoch leider nicht moglich, da die Sequenzierungen nur Sequenzen schlechter
Qualitdt ergaben, die nicht auswertbar waren. Moglicherweise lag im
Ausgangsmaterial Erreger-DNA in zu geringer Menge und/oder Qualitdt vor
(Breuninger et al. 2024). Die Banden der PCR-Produkte im Agarosegel waren
schwach, so dass die Menge vermutlich nicht fiir eine Sequenzierung ausreichte.
Zudem konnte unspezifischer Hintergrund den direkten Sequenzierungsprozess

beeintrachtigt haben.

E. hellem wurde zuvor noch nicht bei Kaninchen nachgewiesen. Zukiinftige
Untersuchungen zu E. hellem, sowohl bei Wildkaninchen als auch bei
Hauskaninchen, wiren wiinschenswert, um weitere Erkenntnisse hinsichtlich der

Verbreitung des Erregers zu erlangen.

4. Erhobene Tierdaten

Von jedem beprobten Wildkaninchen wurden Daten zu Alter (juvenil/adult),
Geschlecht, Herkunftsort und Jahr der Probennahme erhoben. Es konnten keine
signifikanten Assoziationen zwischen Geschlecht oder Alter der Kaninchen und
den serologischen Nachweisen von E. cuniculi festgestellt werden (Breuninger et
al. 2024). Eine Auswertung hinsichtlich des Herkunftsortes und des Jahres der
Beprobung in Bezug auf die Seropositivitit der Kaninchen wurde aufgrund der
ungleichméfigen Probenverteilung nicht durchgefiihrt. Anhand der Antikorper-
Nachweise in den Landkreisen Miinchen, Bamberg, Passau, Freising und Eichstatt
sowie den kreisfreien Stddten Miinchen und Ingolstadt konnte jedoch aufgezeigt

werden, dass der Erreger in unterschiedlichen Gebieten Bayerns zirkuliert.
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In Studien mit domestizierten Kaninchen wurden Korrelationen zwischen dem
Infektionsstatus und verschiedenen Daten der untersuchten Tiere oftmals
betrachtet. Dabei wurde hiufig auch der Kontakt zu Wildkaninchen und anderen
(Wild-)Tieren sowie die Haltung und Fiitterung als mogliche Infektionsquellen
diskutiert. Keeble und Shaw (2006) konnten beispielsweise bei Hauskaninchen
keine Korrelation zwischen einem positiven Antikorpertiter und Geschlecht, Alter,
Haltung (Innen-/Aullenhaltung), Zugang zu Gras oder Kontakt zu Wildkaninchen
sowie zu Haustieren feststellen. Hinsichtlich Geschlecht und Alter ergaben sich
damit iibereinstimmende Ergebnisse auch in anderen Studien (Meyer-Breckwoldt
1996; Okewole 2008; Shin et al. 2014; Berger Baldotto et al. 2015). Andere Studien
zeigen wiederum einen signifikanten Einfluss des Alters, wobei éltere Kaninchen
im Vergleich zu Jungtieren eine hohere Seroprivalenz aufwiesen (Dipineto et al.
2008; Santaniello et al. 2009; Tee et al. 2011; Lonardi et al. 2013). In einer Studie
von Meyer-Breckwoldt (1996) zeigte sich, dass Kaninchen, welche (zeitweise) in
AuBenhaltung lebten oder Kontakt zu anderen Haustieren hatten, deutlich hdufiger
infiziert waren. Auflerdem erkrankten Hauskaninchen, die Kontakt zu Artgenossen
hatten, deutlich haufiger (Meyer-Breckwoldt 1996). Gleiches ergab auch die Studie
von Okewole (2008), bei der eine Korrelation zwischen Seropositivitit und Kontakt
zu Artgenossen oder wildlebenden Tieren festgestellt werden konnte. Eine
Fiitterung mit Gras hatte keinen Einfluss auf den Infektionsstatus (Okewole 2008).
Mikitaipale et al. (2022) konnten ein hoheres Risiko filir Seropositivitit bei
Kaninchen ausmachen, die iiber den ganzen Sommer uneingeschrinkten Zugang

ins Freie hatten.

5. Schlussfolgerung

Die Ergebnisse der Studie zeigen, dass sowohl E. cuniculi als auch E. hellem bei
Wildkaninchen in Bayern vorkommen. Die Studie liefert die weltweit erste
Genotypisierung von E. cuniculi bei freilebenden Wildkaninchen und dariiber
hinaus den ersten Nachweis von E. hellem bei Kaninchen weltweit. Wildkaninchen
sollten daher als Reservoir fiir beide Erreger und, insbesondere beziiglich E.
cuniculi, aufgrund molekularer Nachweise aus dem Nierengewebe und der
vermuteten Urinausscheidung auch als Infektionsquelle fiir Tiere und Menschen
angesehen werden. Fiir Hauskaninchen besteht die Mdglichkeit einer Infektion iiber

Wildkaninchen durch Auflenhaltung oder kontaminiertes Frischfutter von Wiesen.
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Insbesondere immunsupprimierte Personen (Y OPI-Gruppe) sollten bei Kontakt mit
Wildkaninchen oder deren Produkten fiir den menschlichen Verzehr sowie deren

Ausscheidungen géngige HygienemalBnahmen einhalten (Breuninger et al. 2024).

Weitere Studien, die groBere Teile Deutschlands abdecken, wéren wiinschenswert,
um tiefere Einblicke in die Verbreitung der [Erreger in der

Wildkaninchenpopulation zu erhalten.
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V.ZUSAMMENFASSUNG

Encephalitozoon cuniculi und Encephalitozoon hellem sind obligat intrazellulére,

sporenbildende Infektionserreger, die den Mikrosporidien angehoren.

E. cuniculi ist weltweit vorkommend, weist ein sehr breites Wirtsspektrum auf und
wurde bereits bei vielen verschiedenen Sadugetierarten, einschlie8lich Menschen,
sowie bei Vogeln nachgewiesen. Der Erreger ist eine wichtige Ursache fiir ZNS-,
Nieren- und Augenerkrankungen, insbesondere bei immungeschwichten
Hauskaninchen. Als Zoonoseerreger kann FE. cuniculi jedoch auch bei
immunsupprimierten Menschen Krankheiten verursachen. Das Vorkommen von E.
cuniculi bei Wildkaninchen und damit die Rolle von Wildkaninchen als
Infektionsreservoir fiir Hauskaninchen, andere Tiere und — iiber den Verzehr von
Kaninchenfleisch — fiir den Menschen ist weitgehend unbekannt. Dariiber hinaus
ist die Bedeutung von E. hellem, einer nahe verwandten und ebenfalls potentiell

zoonotischen Mikrosporidienart, bei Wildkaninchen bislang unklar.

Ziel dieser Studie war es daher, das aktuelle Vorkommen von E. cuniculi und E.
hellem bei Wildkaninchen in Bayern zu untersuchen. Zwischen 2021 und 2023
wurden 158 Wildkaninchen aus verschiedenen Regionen Bayerns beprobt. Das
Blutserum jedes Individuums wurde mittels indirektem
Immunfluoreszenzantikdrpertest auf spezifische E. cuniculi-Antikorper untersucht.
Dariiber hinaus wurden Gehirn- und Nierengewebe mittels speziesspezifischer
duplex real-time PCR (mit Primern und Sonden fiir E. cuniculi und E. hellem)
untersucht. Antikorper gegen E. cuniculi wurden bei 24 der 158 (15,2 %)
Wildkaninchen nachgewiesen. Bei der real-time PCR ergaben sich bei 10 der 158
(6,3 %) Wildkaninchen Ct-Werte und sigmoide Fluoreszenzkurvenverldufe fiir E.
cuniculi. Nachfolgende nested-PCRs bestitigten dies mit Produkten der erwarteten
GroBe bei 7 dieser 10 Wildkaninchen. Eine Genotypisierung von E. cuniculi konnte
bei einem Kaninchen erfolgreich durchgefiihrt werden und ergab den Genotyp 1
sowohl aus Gehirn- als auch Nierengewebe. Weltweit ist dies die erste
Genotypisierung von E. cuniculi bei freilebenden Wildkaninchen. In der real-time
PCR ergaben sich zudem bei 4 der 158 Wildkaninchen Ct-Werte und sigmoide
Kurven fiir E. hellem. Bei 3 dieser 4 Wildkaninchen bestitigte sich diese positive
Reaktivitdt in einer nachfolgenden nested-PCR durch Produkte in erwarteter GrofS3e.

Die Ergebnisse stellen den ersten Nachweis von E. hellem bei Kaninchen liberhaupt
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dar. Eine Genotypisierung war nicht erfolgreich.

Diese Studie liefert die weltweit erste Genotypisierung von E. cuniculi bei
Wildkaninchen und dariiber hinaus den weltweit ersten Nachweis von E. hellem bei
Kaninchen. Wildkaninchen sollten daher als Reservoir fiir beide Erreger und,
basierend auf molekularbiologischen Nachweisen aus dem Nierengewebe und der
vermuteten Ausscheidung iiber den Urin, auch als Infektionsquelle fiir Tiere und

Menschen fiir E. cuniculi angesehen werden.

Weitere umfassende Studien, die groBBere Teile Deutschlands einbeziehen, wiren
wiinschenswert, um die Verbreitung von E. cuniculi und E. hellem genauer
beurteilen zu konnen und um zu bewerten, inwiefern Wildkaninchen auch in
anderen Regionen als Reservoir und potenzielle Infektionsquelle fiir die Erreger

dienen.
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VI. SUMMARY

Encephalitozoon cuniculi and Encephalitozoon hellem are obligate intracellular,
spore-forming infectious agents belonging to the microsporidia. E. cuniculi occurs
worldwide, has a very broad host spectrum and has already been detected in many
different mammal species, including humans, as well as birds. It is an important
cause of CNS, kidney and eye diseases, especially in immunocompromised
domestic rabbits. However, as a zoonotic pathogen, E. cuniculi can also cause
disease in immunosuppressed humans. The occurrence of E. cuniculi in wild rabbits
and thus the role of wild rabbits as an infection reservoir for domestic rabbits, other
animals and - via the consumption of rabbit meat - for humans is largely unknown.
In addition, the significance of E. hellem, a closely related and also potentially

zoonotic microsporidia species, in wild rabbits is still unknown.

The aim of this study was therefore to investigate the current occurrence of E.
cuniculi in wild rabbits in Bavaria. Between 2021 and 2023, 158 wild rabbits from
different regions of Bavaria were sampled. The blood serum of each individual was
analysed for specific E. cuniculi antibodies using an indirect immunofluorescence
antibody test. In addition, brain and kidney tissues were analysed using species-
specific duplex real-time PCR (with primers for E. cuniculi and E. hellem).
Antibodies against E. cuniculi were detected in 24 of the 158 (15.2 %) wild rabbits.
Real-time PCR revealed Ct values and sigmoid curves for E. cuniculi in 10 of the
158 (6.3 %) wild rabbits. Subsequent nested PCRs confirmed this with products of
the expected size in 7 of these 10 wild rabbits. Genotyping was successfully
performed on one individual, revealing genotype 1 in both brain and kidney tissue.
This is the first time that E. cuniculi has been genotyped in free-living wild rabbits
worldwide. Unexpectedly, real-time PCR revealed Ct values and sigmoid curves
for E. hellem in 4 of the 158 wild rabbits. In 3 of these 4 wild rabbits, this was
confirmed in the subsequent nested PCR by products of the expected size. The
results show the first detection of E. hellem in rabbits worldwide. Genotyping was

not successful.

This study provides the first genotyping of E. cuniculi in wild rabbits worldwide
and, in addition, the first detection of E. hellem in rabbits worldwide. Wild rabbits
should therefore be considered a reservoir for both pathogens and, based on

molecular biological evidence from kidney tissue and the suspected excretion via
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urine, also as a source of infection for animals and humans for E. cuniculi.

Further comprehensive studies involving larger parts of Germany would be
desirable in order to be able to assess the distribution of E. cuniculi and E. hellem
more precisely and to evaluate the extent to which wild rabbits also serve as a

reservoir and potential source of infection of the pathogens in other regions.
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