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I. EINLEITUNG 

Bei Wildtieren ist über Infektionskrankheiten, im Vergleich zu Menschen und 

Haustieren, bisher verhältnismäßig wenig bekannt. Da das Bewusstsein für die 

Rolle der Tierwelt als Quelle infektiöser Krankheiten für 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 begünstigt eine rasche 

Ausbreitung von Zoonosen. Frühzeitige epidemiologische Untersuchungen sind 

daher hilfreich und notwendig, um Mensch und Tier gegenseitig vor von sich 

ausbreitenden Infektionserregern zu schützen (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 intrazellulären Infektionserreger, der den Mikrosporidien angehört. Sein 

äußerst 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 Vögeln verbreitet, wird jedoch als potentieller Zoonoseerreger gelegentlich 

auch bei immunsupprimierten Menschen nachgewiesen.  

Über die sylvatischen Zyklen von Encephalitozoon-Spezies ist bisher nur wenig 

bekannt. Epidemiologische Untersuchungen sind daher erforderlich, um 

diesbezüglich 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 eingeschätzt werden, ob Wildkaninchen ein 

Erregerreservoir und somit eine potenzielle Infektionsquelle für andere Wildtiere, 

Haustiere sowie den Menschen darstellen.
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II. LITERATURÜBERSICHT 

1. Encephalitozoon cuniculi 

1.1. Systematische Einordnung 

E. cuniculi wurde erstmals 1922 von Wright und Craighead beschrieben. Sie 

entdeckten den Erreger zufällig im Rahmen einer experimentellen Forschung als 

auslösendes Agens einer motorischen Paralyse bei jungen Kaninchen und 

vermuteten in ihm ein Zwischenstadium eines protozoischen Parasiten (Wright und 

Craighead 1922). 

Ein Jahr später 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 daraufhin 

Encephalitozoon cuniculi. Zunächst 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 Zugehörigkeit 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 für ein 

jüngeres Synonym der Gattung Nosema hielten (Weiser 1964; Lainson et al. 1964). 

Weitere Erkenntnisse hinsichtlich der Morphologie und des Entwicklungszyklus 

des Erregers führten jedoch 1971 zur Rückbenennung 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 anschließend empfohlen, den Stamm mit dem 

Begriff Microsporidia zu bezeichnen (Sprague und Becnel 1998). Zukünftige 

Änderungen bezüglich der taxonomischen Einordnung der Art sind auf Grundlage 

molekularbiologischer Untersuchungen durchaus denkbar. 

Lange Zeit wurden Mikrosporidien als primitive, ursprüngliche 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 

pilzähnlicher Chitinasen (Hinkle et al. 1997) und Trehalose (Undeen und Vander 

Meer 1999) sowie durch phylogenetische Analysen, u. a. von α- und β-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 α- und β-Untereinheiten 

der Pyruvat-Dehydrogenase E1 (Fast und Keeling 2001), bestärkt. Im Jahre 2001 

konnten Katinka et al. mit der Genomsequenz von E. cuniculi die erste vollständige 

Genomsequenz einer Mikrosporidienspezies überhaupt publizieren. Auch die 

daraus gewonnenen Erkenntnisse stützen die Einordnung der Mikrosporidien in das 

Reich der Pilze (Katinka et al. 2001). Bislang wurden ungefähr 220 Gattungen mit 

etwa 1700 Arten von Mikrosporidien beschrieben (Han et al. 2021).  

1.2. Entwicklung und Morphologie 

Mikrosporidien weisen einen obligat intrazellulären Lebenszyklus auf. Der 

Lebenszyklus umfasst das Stadium der Merogonie und der nachfolgenden 

Sporogonie, aus der schließlich die reifen Sporen resultieren (Vávra 1976; Vávra 

und Larsson 1999). Die Vermehrung von E. cuniculi erfolgt einwirtig und asexuell 

(Vivarès und Méténier 2001).   

Die Sporen stellen das infektiöse und das einzige außerhalb der Wirtszelle 

überlebensfähige Stadium der Mikrosporidien dar (Vávra und Larsson 1999). Bei 

E. cuniculi sind sie oval (Lainson et al. 1964) bis elliptisch (Schottelius et al. 2000) 

geformt und messen gemäß den Angaben von Visvesvara et al. 1.8 - 4 µm x 1 - 1.5 

µm (Visvesvara et al. 1999). Umgeben werden sie von einer Sporenwand, 

bestehend aus einer äußeren, 20-30 nm dicken, elektronendichten Schicht 

(Exospore) und einer inneren, 25-35 nm dicken, elektronendurchlässigen Schicht 

(Endospore) (Bigliardi et al. 1997; Visvesvara et al. 1999). Während die 

Sporenwand die Spore mit einer gleichmäßigen Dicke von ungefähr 50-60 nm 

umgibt, zeigt sie sich im Bereich der anterior gelegenen Ankerscheibe mit nur 30 

nm deutlich dünner (Pakes et al. 1975; Bigliardi et al. 1997). Im Inneren der Spore 

liegt die Plasmamembran der Sporenwand an (Bigliardi et al. 1997). Sie umschließt 
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die inneren Bestandteile der Spore (Pakes et al. 1975). Zu diesen Bestandteilen 

zählen der Kern, welcher das Genom von lediglich 2,9 Megabasenpaaren umfasst 

(Katinka et al. 2001), das infektiöse Sporoplasma, Ribosomen und der sogenannte 

Extrusionsapparat, bestehend aus Polfaden, Ankerscheibe, Polaroplast und 

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

 

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, verläuft von dort aus in Richtung der inneren 

Sporenwand und liegt dieser mit 5-7 gleichmäßigen 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 infektiöses 

Sporoplasma in deren Zytoplasma zu injizieren (Lom und Vavra 1963; Weidner 

1972; Pakes et al. 1975). Ausgelöst wird dieser Vorgang vermutlich durch 

verschiedene äußere Stimuli, wie beispielweise Änderungen des pH-Wertes oder 

der Ionenkonzentration. Unabhängig von der Art der Stimulation wird 

angenommen, dass Mikrosporidien gleichermaßen auf einen solchen Reiz mit einer 

Erhöhung 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 führt 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). Während der proliferativen 

Phase, der sogenannten Merogonie, entwickeln sich aus dem Sporoplasma zunächst 

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 Außenseite der Plasmamembran der sodann als Sporonten 

bezeichneten Entwicklungsstadien, was als Zeichen für den Übergang in die 

sogenannte Sporogonie gilt (Lainson et al. 1964; Hamilton et al. 1977; Vávra und 

Larsson 1999). Bei der Sporogonie differenzieren sich die Sporonten zu 

Sporoblasten, aus denen schließlich 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 Vergrößerung 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 hauptsächlich über die orale Aufnahme von Sporen. Nach 

der Aufnahme gelangen die Sporen in den Darm, wo sie das dortige Epithel 

infizieren, um anschließend über das darmassoziierte lymphatische Gewebe die 

Blutbahn zu erreichen. Über das Blut gelangt der Erreger zu diversen Organen - 

entweder als freie Spore oder innerhalb infizierter Monozyten (Marcato und 

Rosmini 1986). Nach frühestens 2 Wochen können 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 (Jeklová et al. 2019; 

Jeklova et al. 2020). 

Nach den Untersuchungen von Cox et al. (1979) stellen im Frühstadium einer 

Infektion Nieren, Lunge und Leber, in selteneren Fällen auch das Herz, die 

Zielorgane von E. cuniculi dar. 14 Wochen nach der Infektion wird der Erreger 

hauptsächlich noch in Gehirn und Nieren, den Hauptprädilektionsorganen, 

vorgefunden (Cox et al. 1979). Jeklova et al. (2020) konnten über einen Zeitraum 

von 8 Wochen nach experimenteller Infektion das Persistieren des Erregers in 

mehreren Organen beobachten (Jeklova et al. 2020). Histopathologische Läsionen 

treten im Gewebe der Nieren früher auf als im Gehirn (Cox und Gallichio 1978; 

Cox et al. 1979).  

Im Gehirn kann der Erreger frühestens 2 Wochen p. i. vorgefunden werden, wobei 

sich mit fortlaufender Infektion die Wahrscheinlichkeit eines Nachweises erhöht 

(Jeklova et al. 2020). Auch wenn sich die Ergebnisse verschiedener 

Untersuchungen hinsichtlich der Lokalisation histologischer Läsionen im 

Zentralnervensystem teilweise unterscheiden, so stimmen sie doch meist insofern 

überein, als dass das Cerebrum mit am häufigsten betroffen ist (Shadduck et al. 

1979; Scharmann et al. 1986; Eröksüz et al. 1999; Csokai et al. 2009a; Rodríguez-

Tovar et al. 2016; Özkan und Alcigir 2018; Morsy et al. 2020). Veränderungen 

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; 

Eröksüz et al. 1999; Csokai et al. 2009a; Rodríguez-Tovar et al. 2016; Özkan und 

Alcigir 2018; Morsy et al. 2020), dem Zwischenhirn (Scharmann et al. 1986), dem 

Cerebellum (Scharmann et al. 1986; Csokai et al. 2009a; Özkan und Alcigir 2018) 

und dem Rückenmark (Scharmann et al. 1986; Csokai et al. 2009a) beschrieben. 

Bei den Veränderungen des Hirngewebes zeigen sich typischerweise nicht-eitrige, 

multifokale granulomatöse (Meningo-)Enzephalitiden mit Gliose und 

perivaskulären lymphozytären Infiltrationen (Cox und Gallichio 1977; Rodríguez-

Tovar et al. 2016; Özkan und Alcigir 2018; Morsy et al. 2020). Gliaknoten mit 

zentraler Nekrose, neuronaler Degeneration und Neuronophagie können 

vorgefunden werden (Morsy et al. 2020). In den nekrotischen Zentren von 

Granulomen können sich Sporen des Erregers ansammeln (Cox und Gallichio 1977; 

Leipig et al. 2013). Des Weiteren können sich Sporen frei im Gewebe oder 
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innerhalb von Pseudozysten befinden (Cox und Gallichio 1977; Rodríguez-Tovar 

et al. 2016; Morsy et al. 2020). Makroskopisch stellen sich die meningealen und 

zerebralen Gefäße gelegentlich hyperämisch dar. Außerdem können Teile des 

Gehirns ödematisiert sein (Özkan und Alcigir 2018).  

In den Nieren manifestiert und vermehrt sich E. cuniculi vor allem in den 

Tubulusepithelzellen. Reife Sporen können durch Ruptur der dort lokalisierten 

sporenhaltigen Pseudozysten in das Tubuluslumen und in das interstitielle 

Nierengewebe freigesetzt werden. Erreicht der Erreger die Sammelrohre, kann 

dieser über den Urin ausgeschieden werden beziehungsweise 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 granulomatöse Nephritis 

mit Makrophagen- und Lymphozyteninfiltrationen sowie Fibrosen (Flatt und 

Jackson 1970; Eröksüz et al. 1999; Rodríguez-Tovar et al. 2016; Rodríguez-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 Vergrößerung und Aufhellung der Nieren zu erkennen (Morsy et al. 

2020). Histologisch können zudem degenerative, nekrotische Veränderungen des 

Tubulusepithels und der Sammelrohre festgestellt werden (Özkan und Alcigir 2018; 

Morsy et al. 2020).  

Jeklová et al. (2019) konnten den Erreger nach experimenteller oraler Infektion 

adulter Kaninchen in diversen ophthalmologischen Strukturen (periokuläres 

Bindegewebe, Sklera, Kornea, Chorioidea, Iris, Retina), darunter auch in der Linse, 

nachweisen. Dies deutet darauf hin, dass für eine Infektion der Linse nicht nur der 

intrauterine oder hämatogene Infektionsweg in Frage kommt (Jeklová et al. 2019). 

An den Augen zeigen sich Veränderungen typischerweise in Form einer 

(phakoklastischen) Uveitis und Katarakten. Die Veränderungen treten meist uni-, 

teilweise aber auch bilateral auf (Ewringmann und Göbel 1999; Harcourt‐Brown 

und Holloway 2003; Künzel et al. 2008; Csokai et al. 2009a; Morsy et al. 2020). 

Histologische Läsionen werden an der Kornea, dem Ziliarkörper, der Linse, der Iris 

und der Retina beobachtet (Özkan und Alcigir 2018; Morsy et al. 2020). Es können 

Ulzerationen des Epithels, Nekrosen des Endothels oder auch Korneaödeme 

auftreten. An der Linsenkapsel kann es zu Brüchen der Linsenfasern und Nekrosen 
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des Linsenepithels kommen. Die Iris kann ödematisieren und Degenerationen des 

posterioren Epithels aufweisen. Auch Retinaatrophien und –ablösungen wurden 

beobachtet (Morsy et al. 2020).  

Histologische Veränderungen konnten bei Kaninchen zudem auch in der Leber 

(Cox et al. 1979; Wicher et al. 1991; Fuentealba et al. 1992; Eröksüz et al. 1999; 

Csokai et al. 2009a; Jeklova et al. 2010a; Leipig et al. 2013; Rodríguez-Tovar et al. 

2016; Morsy et al. 2020; Jeklova et al. 2020), der Lunge (Cox et al. 1979; Wicher 

et al. 1991; Eröksüz 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 Läsionen liefert keinen Beweis dafür, dass E. 

cuniculi tatsächlich ursächlich für eine klinische Symptomatik ist. Es können auch 

schwerwiegende Läsionen vorliegen, ohne dass das Tier klinische Auffälligkeiten 

zeigt (Csokai et al. 2009a).  

1.4. 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 Immunität eine entscheidende Rolle für den 

Schutz vor Encephalitozoon-Infektionen spielt. 

Makrophagen sind ein wichtiges Bindeglied zwischen dem angeborenen und dem 

erworbenen Immunsystem. Sie sind Teil der initialen Immunantwort, da sie an den 

potenziellen Eintrittspforten von Erregern lokalisiert sind. Das Eindringen von 

Krankheitserregern wie E. cuniculi wird von den lokalen Makrophagen zügig durch 

diverse Rezeptoren, darunter sogenannte Mustererkennungsrezeptoren (PRRs), 

erkannt. Dabei könnte es sich um die Toll-like Rezeptoren TLR 2 und TLR 4 

handeln. Diese aktivieren den spezifischen Transkriptionsfaktor NF-κB und regen 

die Sekretion von Chemokinen an, während weitere Makrophagen rekrutiert 

werden. Das Erkennen des Erregers durch Makrophagen bewirkt zudem eine 

Produktion von Verteidigungsmediatoren, einschließlich Zytokinen und reaktiven 

Sauerstoff- und Stickstoffspezies (Didier 1995; Texier et al. 2010). Mikrosporidien 

wie E. cuniculi sind in der Lage, diese Schutzreaktion zu umgehen, während die 

Makrophagen indes den Erreger wie ein trojanisches Pferd durch den Körper 

transportieren und somit neue Zellen infiziert werden können (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 Begünstigung des Überlebens und der Vermehrung des 

Erregers innerhalb der Makrophagen eine entscheidende Rolle (Dalboni et al. 

2021). Zudem ermöglicht 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 intrazellulären 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 Mäuse, welche mit CD4+ T-

Lymphozyten-depletierten naiven BALB/c Splenozyten rekonstituiert wurden, eine 

intraperitoneale Infektion mit E. cuniculi bewältigen, während SCID Mäuse, 

welche hingegen mit CD8+ T-Lymphozyten-depletierten naiven BALB/c 

Splenozyten rekonstituiert wurden, letztlich der Infektion erlagen (Braunfuchsová 

et al. 2001; Salát et al. 2006). Damit übereinstimmend erlagen auch Knockout-

Mäuse mit herbeigeführtem genetischem Mangel an CD8+ T-Zellen der 

intraperitonealen Infektion, während Knockout-Mäuse mit genetischem Mangel an 

CD4+ T-Zellen die Infektion überlebten (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 Mäusen festgestellt werden, dass bei einer oralen Infektion mit E. cuniculi, 

welche gleichzeitig auch den natürlichen Infektionsweg darstellt, eine Depletion 

der CD8 + T-Zellen allein nicht zu einem letalen Krankheitsverlauf führt. Jedoch 

bewirkt eine Depletion von sowohl CD8+ T-Zellen als auch CD4+ T-Zellen bei 

einer oralen Infektion eine ausgeprägte Symptomatik und führt schließlich zum 

Tode. Dies deutet darauf hin, dass sowohl CD8+ T-Zellen als auch CD4+ T-Zellen 

eine protektive Rolle bei der oralen Infektion spielen (Braunfuchsová et al. 2002; 

Moretto et al. 2004).  

Ergänzend zu diesen Beobachtungen bei Tieren ist bei HIV-infizierten Menschen 
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vermutlich die verminderte CD4+ T-Lymphozytenanzahl mit ausschlaggebend  

hinsichtlich der Anfälligkeit für eine Mikrosporidien-Infektion (Asmuth et al. 1994; 

Han et al. 2021). 

Des Weiteren spielen diverse Zytokine, darunter IFN-γ und IL-12, eine wichtige 

Rolle bei der Abwehr des Erregers (Braunfuchsová et al. 1999; Khan und Moretto 

1999; Salát et al. 2004). So konnte exemplarisch der Transfer von CD4+ T-Zellen 

immunkompetenter Mäuse das Überleben von peroral mit E. cuniculi infizierten 

SCID Mäusen verlängern, während das Überleben durch den Transfer von CD4+ 

T-Lymphozyten IFN-γ-defizienter Mäuse nicht verlängert wurde (Salát et al. 2008). 

Auch eine durch monoklonale Antikörper herbeigeführte Depletion von IFN-γ oder 

IL-12, dem für die Induktion von IFN-γ wichtigen Zytokin, führt zum Versterben 

bei infizierten C57BL/6 Mäusen (Khan und Moretto 1999). 

Im Rahmen der humoralen Immunabwehr können Infektionen mit E. cuniculi eine 

starke Antikörperantwort auslösen (Jeklova et al. 2020). Nach oraler Infektion 

konnte bei Mäusen der Anstieg von IgA, IgM und IgG beobachtet werden (Sak und 

Ditrich 2005). Allerdings konnten Antikörper athymische BALB/c Mäuse nicht vor 

dem Versterben durch eine Infektion mit E. cuniculi schützen, woraus sich ableiten 

lässt, dass Antikörper alleine nicht ausreichen, um eine Infektion mit dem Erreger 

zu überstehen (Schmidt und Shadduck 1983).  

Der Zeitpunkt der Antikörperbildung ist mitunter abhängig 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 ausschließliche Nachweis von Antikörpern des Isotyps 

IgM dient als Hinweis auf ein frühes akutes Infektionsgeschehen. Lassen sich 

sowohl Antikörper des Isotyps IgM als auch des Isotyps IgG feststellen, spricht dies 

für eine akute Infektion. Sind lediglich Antikörper des Isotpys IgG vorhanden, gilt 

dies als ein Indiz für eine latente oder chronische Infektion (Cox et al. 1979; 

Kunstýř et al. 1986). Allerdings konnten Jeklova et al. ein Persistieren von sowohl 

IgG als auch IgM über 18 Wochen dokumentieren (Jeklova et al. 2010a), wodurch 

die tatsächliche Aussagekraft vorsichtig zu beurteilen ist.  
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Tabelle 1: Infektionsweg und erstmaliger Antikörpernachweis bei Kaninchen 

(i. z. = intrazerebral, s. c. = subkutan, i. v. = intravenös, p. o. = per os; i. t. = 

intratracheal; i. r. = intrarektal; i. o. = intraokular; p. i. = post infectionem; - 

= nicht untersucht/nachweisbar/aufgeführt) 

 

Zu bedenken gilt, dass ein hoher Antikörpertiter keinen Beweis dafür liefert, dass 

E. cuniculi ursächlich für das Auftreten einer klinischen Symptomatik ist. 

Antikörpertiter können nach einer Infektion monatelang hoch sein und über Jahre 

mit schwankenden Werten persistieren, ohne dass die betroffenen Tiere je klinisch 

auffällig 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 Antikörper auf. Nach Scharmann et al. (1986) können maternale 

Antikörper nach einem vorherigen kontinuierlichen Abfall maximal bis zur 6.-7. 

Lebenswoche nachgewiesen werden. Ein bei Jungtieren ab der 8. Lebenswoche 

oftmals steil ansteigender Serumantikörpertiter spricht daher für eine akute 

Infektion (Scharmann et al. 1986). 

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) 

i. v. 7 - - Waller et al. (1978) 

p. o. 14-21 - - Waller et al. (1978) 

p. o. 17 - - Cox et al. (1979) 

i. v. 10 - - Cox et al. (1979) 

i. t. 17 - - Cox et al. (1979) 

i. v. 13-28 17-31 - Kunstýř et al. (1986) 

i. r. 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)  
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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 

Todesfällen 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 hauptsächlich bei immunsupprimierten Personen auf (siehe Kapitel 6). 

Auch der Erreger selbst führt 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 

häufiger 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 Säugetierarten einschließlich Menschen, aber auch bei Vögeln 

nachgewiesen. Es ist insbesondere bei Kaninchen von einer weltweiten Verbreitung 

auszugehen. Zu den Säugetierarten, bei denen E. cunciuli-Infektionen 

nachgewiesen wurden, zählen unter anderem Hasenartige, Nagetiere (z. B. Mäuse, 

Ratten, Hamster, und Meerschweinchen), Carnivore (z. B. Hunde, Katzen und 

Füchse), Pferde, Wiederkäuer, 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. Stämme nach 

dem jeweiligen Wirt, aus dem sie erstmals isoliert wurden. Dementsprechend 

werden sie auch als „Kaninchenstamm“ (I), „Mausstamm“ (II), „Hundestamm“ 

(III) und „Menschenstamm“ (IV) bezeichnet (Didier et al. 1995b; Talabani et al. 

2010). Alle vier Genotypen weisen lediglich eine geringe Wirtsspezifität auf. So 

konnten beispielsweise bei Kaninchen neben Infektionen mit dem Genotyp I auch 

natürliche 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 Übereinstimmung mit der ITS-Sequenz des Mausstamms 

(II), bei der Western-Blot-Analyse konnten allerdings geringfügige 

Antigenunterschiede im Vergleich zu den bisherigen Isolaten des Stammes aus 

Mäusen und Blaufüchsen beobachtet werden (Müller-Doblies et al. 2002). 

Eine Methode als Alternative für die ITS-Genotypisierung von E. cuniculi basiert 

auf der Anwendung von zwei PCR-Tests, die auf der Grundlage eines 

Längenpolymorphismus und der Sequenzvielfalt der Gene für das Protein des 

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

1.6. Übertragungswege  

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

Kaninchen infizieren sich hauptsächlich über 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 über die Faeces (Kimura et al. 2013; 

Rodríguez-Tovar et al. 2016) ausgeschieden. Dementsprechend stellt 

beispielsweise mit Sporen kontaminiertes Futter oder Einstreu eine potenzielle 

Infektionsquelle dar (Wilson 1979b). Die Sporen können unter geeigneten 

Bedingungen bis zu 2 Jahre lang in der Umwelt überdauern. Eine entscheidende 

Rolle spielen hierbei Temperatur und Feuchtigkeit (Waller 1979; Koudela et al. 

1999; Li et al. 2003). Hohe Temperaturen (60-70° C) können bereits nach wenigen 

Minuten dazu führen, dass in Wasser gelöste Sporen ihre Infektiosität verlieren. 

Niedrige Temperaturen und Frost überstehen 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 natürlich infizierte 

Kaninchen Sporen ausscheiden können, 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 (Horváth et 

al. 1999), intravenös (Waller et al. 1978; Kunstýř et al. 1986) , subkutan (Waller et 

al. 1978), rektal (Wicher et al. 1991; Fuentealba et al. 1992) und okulär (Jeklova et 

al. 2010a) mit dem Erreger infiziert werden. Jeklova et al. (2010a) gehen davon aus, 

dass die okuläre Infektion, obwohl sie nicht als üblicher Infektionsweg angesehen 

wird, bei Kaninchen durchaus von Relevanz sein könnte. Dies sei damit zu 

begründen, dass vor allem bei domestizierten Kaninchen sowohl die männlichen 

als auch die weiblichen Tiere durch Verspritzen ihres Urins ihr Revier markieren 

(Harcourt-Brown 2002), wodurch okuläre wie auch orale Infektionen möglich 

erscheinen (Jeklova et al. 2010a).   

Auch die vertikale Übertragung des Erregers gilt mittlerweile als bewiesen. 

Jungtiere können sich bereits transplazentar über das Muttertier infizieren (Baneux 

und Pognan 2003; Ozkan et al. 2019). Des Weiteren wird eine Übertragung des 

Erregers durch Arthropoden (Nelson 1967; Ribeiro und Guimarães 1998) und 

Geschlechtsverkehr (Yost 1958; Kücken et al. 1990) diskutiert. Da auch bei 

Meerschweinchen Infektionen mit E. cuniculi nachgewiesen wurden (Chalupský et 

al. 1979; Gannon 1980; Boot et al. 1988; Wilczyńska et al. 2023), können 

Kaninchen und Meerschweinchen bei einer gemeinsamen Haltungsform eine 

gegenseitige potenzielle Infektionsquelle darstellen. 

Karnivore infizieren sich hauptsächlich oral über den Verzehr von infizierten 

Beutetieren (Barker 1974). 

1.7. Klinische Symptomatik beim Kaninchen 

Häufig verlaufen Infektionen mit E. cuniculi asymptomatisch. Durch Stressoren 

(wie zum Beispiel Änderungen der Haltungsbedingungen) und Immunsuppression 

kann es allerdings zum Auftreten klinischer Symptomatik bis hin zu letalen 

Krankheitsverläufen kommen (Meyer-Breckwoldt 1996; Leng et al. 1999; Jeklova 

et al. 2010a).  

Die Klinik der Encephalitozoonose beim Kaninchen lässt sich grundsätzlich in drei 

verschiedene Symptomkomplexe, entsprechend den Hauptprädilektionsorganen 

des Erregers, einteilen: Anzeichen einer Erkrankung des zentralen Nervensystems, 

Anzeichen einer Nierenerkrankung und Anzeichen einer Augenerkrankung. Auch 

eine Kombination der genannten Krankheitsformen ist möglich (Ewringmann und 
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Göbel 1999; Künzel et al. 2008). Manche Autoren erwähnen zusätzlich 

anderweitige Symptome wie beispielsweise Veränderungen 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 häufigsten auftretende klinische 

Erscheinungsbild der Encephalitozoonose beim Kaninchen dar.  

Meist zeigen die Tiere dabei plötzlich einsetzende Symptome einer vestibulären 

Dysfunktion. Hierzu zählen: Kopfschiefhaltung, Ataxie, Nystagmus, 

Kreisbewegungen und Rotationen um die Längsachse (Meyer-Breckwoldt 1996; 

Ewringmann und Göbel 1999; Harcourt‐Brown und Holloway 2003; Künzel et al. 

2008).  

Bei den Untersuchungen von Ewringmann und Göbel (1999) zeigten die Tiere am 

häufigsten eine Ataxie, gefolgt von Kopfschiefhaltung und Nystagmus. Seltener 

traten verzögerte Pupillarreflexe, Paresen und Krampfanfälle auf. Bei den 

Untersuchungen von Meyer-Breckwoldt (1996) sowie Harcourt‐Brown und 

Holloway (2003) zeigte sich als Hauptsymptom eine Kopfschiefhaltung. Im 

weiteren Krankheitsverlauf konnten bei einigen Tieren anfallsartige Rotationen um 

die Längsachse, welche vor allem durch Berührung oder Erschütterung provoziert 

werden konnten, sowie ein deutlicher Nystagmus beobachtet werden. Die Futter- 

und Wasseraufnahme erfolgt auch bei Tieren mit ausgeprägter Kopfschiefhaltung 

selbstständig (Meyer-Breckwoldt 1996). 

Als weitere neurologische Symptome können Krampfanfälle (bis hin zu tonisch-

klonischen Krämpfen, teils mit Opisthotonus), Paresen und Paralysen, Kopfzittern, 

Schwanken und Nicken mit dem Kopf in Ruhe beobachtet werden. Teilweise treten 

auch Verhaltensänderungen wie Aggressionen, Springen oder Rennen gegen 

Käfiggitter oder Wände sowie Automutilationen (Beißen in Beine und Rücken) auf 

(Ewringmann und Göbel 1999; Harcourt‐Brown und Holloway 2003; Künzel et al. 

2008). 

1.7.2. Nieren 

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

Nierenschädigung und einer daraus resultierenden chronischen Niereninsuffizienz.  
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Die auftretenden Symptome sind dabei meist unspezifisch und äußern sich durch 

Apathie, Anorexie, Exsikkose, Polydypsie, Polyurie, Harninkontinenz, 

Hautirritationen durch frequentierten Harnabsatz und Gewichtsverlust 

(Ewringmann und Göbel 1999; Harcourt‐Brown und Holloway 2003; Künzel et al. 

2008). Bei den Untersuchungen von Ewringmann und Göbel (1999) konnten bei 

einzelnen Tieren röntgenologisch Mineralisationsstörungen des Skeletts, bedingt 

durch eine sekundäre renale Osteodystrophie, festgestellt werden, welche teilweise 

pathologische Frakturen nach sich zogen.  

1.7.3. Augen 

Meist treten Veränderungen an den Augen unilateral, in seltenen Fällen aber auch 

bilateral auf (Ewringmann und Göbel 1999; Harcourt‐Brown und Holloway 2003; 

Künzel 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 häufig über das Auftauchen 

einer “weißen Masse” im Auge bemerkt wird (Ewringmann und Göbel 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 ausgeprägte Iritis mit Gefäßinjektion 

festgestellt werden (Ewringmann und Göbel 1999). Die phakoklastische Uveitis 

tritt häufig bei jüngeren Tieren auf (Giordano et al. 2005; Künzel et al. 2008). Meist 

zeigen die betroffenen Kaninchen keine weiteren klinischen Auffälligkeiten 

(Ewringmann und Göbel 1999; Felchle und Sigler 2002; Giordano et al. 2005; 

Künzel et al. 2008). Neben Uveitiden werden Katarakte als häufigste 

Veränderungen beschrieben (Harcourt‐Brown und Holloway 2003; Giordano et al. 

2005; Künzel et al. 2008; Morsy et al. 2020). Harcourt‐Brown und Holloway (2003) 

ergänzen hierzu außerdem das Hypopyon.  

Als weitere mögliche Befunde bei der ophthalmologischen Untersuchung können 

konjunktivale und episklerale Hyperämien, Anisokorie mit Miosis, Konjunktivitis, 

Keratokonjunktivitis mit Korneaödem, Korneaulzera sowie Synechien auftreten 

(Ewringmann und Göbel 1999; Felchle und Sigler 2002; Giordano et al. 2005). Der 

Pupillenlichtreflex kann beeinträchtigt sein (Felchle und Sigler 2002). Bei 

einzelnen Tieren wird von einem vollständigen Visusverlust berichtet 

(Ewringmann und Göbel 1999).  



II. Literaturübersicht 17 

 

1.8. Diagnostik 

Die sichere Diagnose einer Encephalitozoonose, insbesondere ante mortem, erweist 

sich als äußerst schwierig. In der Regel wird für die Diagnosefindung eine 

Kombination aus Serologie, klinischen, neurologischen und ophthalmologischen 

Untersuchungen sowie der Ausschluss möglicher Differenzialdiagnosen genutzt 

(Künzel und Joachim 2010).  

1.8.1. Direkte Nachweisverfahren 

Mit direkten Nachweisverfahren lässt sich der Erreger, besonders post mortem, in 

Geweben, Körperflüssigkeiten 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), Körperflüssigkeiten 

oder Kot (Rodríguez-Tovar et al. 2016) beobachtet. Es gilt allerdings zu bedenken, 

dass auch bei serologisch positiven Kaninchen mit histologischen Veränderungen 

in Gehirn und Nieren teilweise keine Sporen vorzufinden sind (Cox und Gallichio 

1977; Shadduck et al. 1979; Eröksüz et al. 1999; Csokai et al. 2009a; Leipig et al. 

2013). Andererseits können Sporen auch ohne das Vorhandensein einer 

Entzündungsreaktion in Organen festgestellt werden (Cox und Gallichio 1977; 

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

Lichtmikroskopisch kann der Erreger mit Hilfe spezieller Färbetechniken darstellt 

werden. Die Detektion von Sporen unter Einsatz von Routinefärbungen wie 

Hämatoxylin-Eosin gestaltet sich, vor allem wenn Gewebeschädigungen oder 

Entzündungsreaktionen vorliegen, schwierig. Leicht kann es außerdem zu einer 

Verwechslung mit anderen Mikroorganismen wie Bakterien, Protozoen oder Pilzen 

kommen (Rodríguez-Tovar et al. 2017).  

Zu den am häufigsten verwendeten speziellen Färbetechniken gehört die 

modifizierte Trichrom-Färbung nach Weber. Bei dieser Färbetechnik werden die 

Sporen mit dem Farbstoff Chromotrop R2 angefärbt, der diese rosarot erscheinen 

lässt, während sich Bakterien blassgrün färben (Weber et al. 1992). 

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

Spezialfärbungen miteinander: Alzianblau, Calcofluor-white, Giemsa, Gram, 
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Grocott, Hämatoxylin-Eosin, Luna, Luxol-Fast-Blue, Masson Trichrom, 

modifizierte Trichchromfärbung, periodic acid-Schiff, van Gieson, Warthin-Starry 

und Ziehl-Neelsen. Laut den Autoren eignen sich für die Untersuchung mit dem 

Lichtmikroskop die modifizierte Trichromfärbung und Gramfärbung, für die 

Untersuchung mittels Ultraviolettmikroskopie die Calcofluor-white-Färbung am 

besten für den Nachweis von E. cuniculi-Sporen im Gewebe (Rodríguez-Tovar et 

al. 2017).  

Für 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-grün dar (Cox und Pye 1975). 

Bis heute gilt, vor allem in der Humanmedizin, der Nachweis von Mikrosporidien 

mit dem Elektronenmikroskop aus Gewebe oder Körperflüssigkeiten als 

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

Für den Nachweis aus Gewebe werden die zuvor entsprechend aufbereiteten Proben 

in einen speziellen Kunststoff eingebettet. Aus den Kunststoffblöcken können 

anschließend mit einem Mikrotom Ultradünnschnitte angefertigt werden, welche 

auf einen Objektträger aufgebracht und mit dem Elektronenmikroskop untersucht 

werden (Hamilton und Cox 1981).  

Mit dem Elektronenmikroskop lassen sich Ultrafeinstrukturen beurteilen, wodurch 

eine Differenzierung von Mikrosporidienspezies möglich ist. Eine 

Artenunterscheidung von E. cuniculi und E. hellem ist allerdings nicht möglich 

(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 über eine Vermehrung von E. cuniculi in inkubierten 

Hühnereiern berichtet (Iino 1960). Wenige Jahre später konnte der Erreger 

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

1969). 

Mittlerweile liegen in der Literatur diverse Nachweise über die Anzucht in 

unterschiedlichen Zellkulturen vor, darunter Embryozellen von Mäusen (Bismanis 

1970) und Hunden (Cox und Pye 1975), Choroid-Plexus-Zellen von Kaninchen 
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(Shadduck 1969; Vávra et al. 1972) und Schafen (Mohn und Ødegaard 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, Mäusen 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 können ausgewählte DNA-Sequenzen gezielt vervielfältigt 

werden. Der Ablauf besteht grundsätzlich aus 3 Schritten: der Denaturierung, der 

Primerhybridisierung und der Elongation.  

Bevor diese Schritte durchgeführt werden können, muss die zu amplifizierende 

DNA aus dem vorliegenden Probenmaterial, beispielweise mit Hilfe einer 

speziellen DNA-bindenden Silikamembran (z. B. QIAmp DNA Mini KitTM), 

isoliert werden.  

Dann wird bei der eigentlichen Polymerasekettenreaktion der als Matrize 

vorliegende DNA-Doppelstrang durch Erhitzung denaturiert und dadurch in 

Einzelstränge aufgetrennt. Anschließend folgt die Primerhybridisierung, auch als 

Annealing bezeichnet, bei der sich spezifische Primer an die 3´ Enden der 

komplementären DNA-Einzelstränge anlagern. Bei der nachfolgenden Elongation 

werden durch DNA-Polymerase (meist die sog. Taq-Polymerase) komplementäre 

Nukleotide angefügt, um so wiederum DNA-Doppelstränge zu erhalten. 

Anschließend werden diese Doppelstränge durch erneutes Erhitzen wieder in 

Einzelstränge 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 können schließlich auf 

Agarosegel aufgetragen und mittels Elektrophorese aufgetrennt werden. Sichtbar 

gemacht werden können sie dabei beispielsweise durch Ethidiumpromid, wodurch 

sie im UV-Licht fluoreszieren. 

Mit der Polymerasekettenreaktion können auch kleinste Mengen an DNA 

amplifiziert und erfasst werden. Je nach verwendetem Protokoll können 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 für eine bessere Sensitivität vor allem 

nested- oder real-time PCRs für 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 E. cuniculi mittels konventioneller PCR als auslösendes Agens einer 

phakoklastischen Uveitis zu detektieren (Künzel 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 

bestätigter Infektion durch Sporennachweis Erreger-DNA im Urin nachweisen. 

Künzel 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 

über 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 außerdem nicht beweisend für 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 für die 

Diagnostik von E. cuniculi herausgestellt (Jass et al. 2006; Künzel 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 bestätigter Infektion durch Sporennachweis 
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positive Testergebnisse verbuchen. Damit übereinstimmend gelangen auch Künzel 

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 

Für 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 möglicherweise aufgrund der höheren 

Sporenkonzentration aus dem Gehirn häufiger 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 könnte eine mögliche Option zur Untersuchung von Organmaterial 

ante mortem bieten (Keeble 2011), allerdings wird dies bisher nicht im Rahmen der 

gängigen Diagnostik durchgeführt. 

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

Organmaterial im Vergleich zu Immunohistochemie und Histologie überlegen.  

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 

Spezialfärbung als die sensitivste Methode für den Erregernachweis post mortem 

erwies. Falsch-negative PCR-Ergebnisse aus Organmaterial könnten aufgrund einer 

sehr geringen Sporenkonzentration und/oder einer ungleichmäßigen Verteilung im 

zu untersuchenden Gewebe auftreten. Ein weiterer Grund könnte eine sich noch in 

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

1.8.2. Indirekte Nachweisverfahren 

Indirekte Nachweisverfahren werden hauptsächlich für die Diagnostik ante mortem 

eingesetzt. 
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1.8.2.1. Serologischer Nachweis 

Der serologische Nachweis von Antikörpern kann mittels 

Immunfluoreszenzantikörpertest (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 

häufigsten 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 könnten eine für eine Serokonversion zu 

geringe Aufnahme an Sporen, eine noch nicht begonnene Antikörperproduktion 

(Csokai et al. 2009b) oder immunsuppressive Effekte anderweitiger Erkrankungen, 

welche eine Antikörperproduktion verhindern, sein (Csokai et al. 2009b; Hein et al. 

2014). Auch eine Bindung aller Antikörper durch den Erreger könnte eine Rolle 

spielen (Hein et al. 2014).  

1.8.2.1.1. Immunfluoreszenzantikörpertest 

1971 wurde der IFAT von Chalupsky et al. zum indirekten Nachweis von E. 

cuniculi-Antikörpern entwickelt (Chalupsky et al. 1971). Antikörper des Typs IgG 

und IgM können mittels IFAT detektiert werden.  

Für die Durchführung werden Objektträger (in der Regel spezielle Objektträger mit 

Vertiefungen als Reaktionsfelder) mit Sporen von E. cuniculi beschichtet. Die 

Sporen trocknen an den Objektträger an und werden fixiert. Anschließend werden 

die zu testenden serologischen Proben in unterschiedlichen Verdünnungsstufen auf 

die Vertiefungen des Objektträgers bzw. die Sporen aufgetragen und inkubiert. 

Antikörper der zu testenden Probe binden dabei an das Antigen (die Sporen des 

Erregers). Nicht gebundene Antikörper werden bei einem nachfolgenden 

Waschschritt entfernt. Im nächsten Schritt werden fluoreszinmarkierte, sekundäre 

Antiköper hinzugegeben, welche an die Antigen-Antikörperkomplexe binden. Die 

Beurteilung erfolgt nach einem weiteren Waschschritt mittels 

Fluoreszenzmikroskop. Im positiven Fall stellen sich die Sporen gelb-grün 

fluoreszierend dar. Die höchste noch als positiv zu bewertende Verdünnungsstufe 

wird als Ergebnis (Titer) aufgeführt (Chalupský et al. 1973; Cox und Pye 1975). 
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Der IFAT gilt als ein zuverlässiges und einfach durchführbares Testverfahren mit 

einer hohen Sensitivität (Cox und Pye 1975; Cox und Gallichio 1977; Hein et al. 

2014) und Spezifität (Künzel et al. 2014; Cray et al. 2020).  

1.8.2.1.2. Enzyme-linked Immunosorbent Assay 

Mittels ELISA können E. cuniculi-Antikörper des Typs IgG und IgM nachgewiesen 

werden. 

1981 entwickelten Cox et al. (1981) einen ELISA zur Detektion von Antikörpern 

des Typs IgG gegen E. cuniculi. Als vorteilhaft beschreiben die Autoren dabei 

besonders die einfache Praktikabilität, da kein spezielles Equipment oder 

Mikroskop dafür notwendig ist. Im Vergleich mit einem indirekten 

Immunfluoreszenztest konnte außerdem eine höhere Sensitivität des Testverfahrens 

festgestellt werden; die letztendlichen Ergebnisse beider Verfahren glichen sich 

jedoch (Cox et al. 1981). 

Für die Durchführung des Testverfahrens werden Lochplatten verwendet, an deren 

Oberfläche der Vertiefungen erregerspezifische Antigene gebunden sind. 

Verschiedene Verdünnungsstufen des zu untersuchenden Serums werden in die 

Vertiefungen der Platte pipettiert und inkubiert. Bei einem nachfolgenden 

Waschschritt wird das Serum mit den nicht gebundenen Antikörpern entfernt. 

Anschließend werden sekundäre Antikörper, welche z. B. mit dem Enzym 

Meerrettich-Peroxidase markiert sind, hinzugegeben und inkubiert. Durch einen 

weiteren Waschschritt werden ungebundene sekundäre Antikörper entfernt. Nach 

der Zugabe eines Enzymsubstrats führt das gebundene Enzym bei positiven Proben 

zu einem Farbumschlag, dessen Intensität proportional zur gebundenen 

Antikörpermenge ist. Die Intensität 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 

anschließend 1977 von Waller zum Nachweis von Antikörpern 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. Für die Durchführung wird ein Ausstrich einer 

Antigensuspension angefertigt, getrocknet und fixiert. Danach wird je ein Tropfen 

Schwarztusche sowie verdünntes Serum aufgetragen. Der Ausstrich wird 

anschließend für 5 Minuten in eine feuchte Kammer gegeben. Nachfolgend wird 

die überschüssige Tusche bei einem Waschschritt entfernt. 

Die Auswertung erfolgt mit Hilfe eines Lichtmikroskops. Bei einem positiven 

Nachweis zeigt sich eine Schwarzfärbung durch Anlagerung von 

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

Kellett und Bywater (1978) modifizierten dieses Testverfahren dahingehend, dass 

sie alle genannten Komponenten (Antigensuspension, Tusche, 

Antikörpersuspension) direkt im feuchten Zustand miteinander vermengten und 

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

Das Testverfahren ist schnell und unkompliziert, außerdem 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 Antikörper 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 Antikörper wird Anti-

Kaninchen-IgG, konjugiert an Meerrettich-Peroxidase für den Nachweis 

verwendet, welches nach Zugabe von Wasserstoffperoxid als Substrat im positiven 

Fall zu einem Farbumschlag führt. Für die Auswertung wird lediglich ein 

Lichtmikroskop benötigt. Im positiven Fall färben sich die Sporen dunkelbraun. 

Das Testverfahren wird als sensitiv und vergleichbar mit dem IFAT beschrieben, 

jedoch gilt die Spezifität der Sporenfärbung als nicht hoch (Gannon 1978). 

1.8.2.1.5. Komplementbindungsreaktion 

Wosu et al. (1977) schildern die Komplementbindungsreaktion als einfache und 

zuverlässige Nachweismethode für E. cuniculi. Bei der Durchführung werden 

Sporen des Erregers mit unterschiedlichen Verdünnungsstufen der zu testenden 

Serumproben gemeinsam mit Komplement inkubiert. Bilden sich hierbei Antigen-

Antikörper-Komplexe, wird das beigefügte Komplement verbraucht. In einem 

nächsten Schritt werden Schaf-Erythrozyten sowie gegen diese gerichtete 
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Antikörper hinzugegeben.  

Sind im zu testenden Serum keine Antikörper gegen E. cuniculi enthalten, kommt 

es nicht zur Bildung von Antigen-Antikörper-Komplexen. Folglich steht in diesem 

Fall ausreichend Komplement für die Hämolyse der Schaf-Erythrozyten zur 

Verfügung. Sind in der Serumprobe Antikörper gegen E. cuniculi enthalten, erfolgt 

die Bildung von Antigen-Antikörper-Komplexen, wodurch die Hämolyse der 

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

1.8.2.1.6. Western Blot 

Für die Durchführung 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. Anschließend 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 können positive Banden durch Zugabe von 

Peroxidase-Substrat identifiziert werden. Besonders aufgrund des hohen Arbeits- 

und Zeitaufwandes ist dieses Verfahren derzeit anderen Techniken für die 

alltägliche Diagnostik unterlegen, allerdings liefert es einen wichtigen Ansatz, die 

humorale Reaktion im Laufe einer Infektion genauer zu untersuchen (Desoubeaux 

et al. 2017). 

1.8.2.1.7. Intrakutantest 

Der Intrakutantest für den Nachweis von E. cuniculi wurde 1972 von Pakes et al. 

entwickelt. Das Testprinzip basiert auf einer allergischen Reaktion vom Spättyp 

(Typ IV), welche durch intrakutane Applikation von E. cuniculi-Sporen ausgelöst 

wird (Pakes et al. 1972). Bei einem positiven Nachweis kommt es innerhalb von 3 

Tagen zu einer Hyperämie und Verdickung im Bereich der Injektionsstelle (Waller 

1977). Heutzutage wird dieses Testverfahren nicht mehr für die routinemäßige 

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 

Antikörper 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 können auf eine Infektion mit E. cuniculi hinweisen. 

Die Entnahme des Liquors erfolgt unter Vollnarkose. Die Zisterna magna wird 

dafür bei den auf der Seite liegenden Kaninchen, deren Kopf im 90 Grad Winkel 

zur Wirbelsäule gebeugt wird, punktiert. Eine erhöhte Leukozytenzahl und ein 

erhöhter Proteingehalt können im Vergleich zu gesunden Individuen festgestellt 

werden. Auch eine lymphomonozytäre Pleozytose kann vorliegen. Alle diese 

dargestellten Veränderungen sind nicht spezifisch, da auch eine virale, protozoische 

oder immunvermittelte Enzephalitis zu ähnlichen Veränderungen im Liquor führen 

könnte (Jass et al. 2008). 

1.9. Therapie 

Eine vollständige Eradikation von E. cuniculi ist nach heutigem Forschungsstand 

nicht möglich. 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 vollständig hemmen konnte. Den 

noch am größten 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 über 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 parasitären 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 vollständige Erregereliminierung bislang nicht möglich ist, 

sollte die Therapie auf eine Verringerung der Sporenbildung und -vermehrung 
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sowie auf die Verminderung von sporenbedingten Entzündungsreaktionen 

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 schließlich 

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, zurückgegriffen, welches laut 

den Untersuchungen von Suter et al. (2001) mit einer täglich einmaligen oralen 

Verabreichung von 20 mg/kg Körpermasse über 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 bezüglich des Einsatzes von 

Fenbendazol eine erhöhte Überlebensquote an Tag 10 der Behandlung, eine 

Besserung der neurologischen Symptome und einen signifikanten Effekt auf das 

Langzeitüberleben feststellen. Abu-Akkada und Oda (2016) konnten keinen 

signifikanten therapeutischen Effekt im Hinblick auf die klinische Symptomatik 

unter der Anwendung von Fenbendazol verzeichnen, dafür aber einen gewissen 

präventiven 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; Künzel et al. 2008; Sieg et al. 2012). Teilweise werden 

zudem unterstützende Maßnahmen, wie beispielsweise eine Infusionstherapie oder 

Vitaminsubstitution, entsprechend der vorherrschenden klinischen Symptomatik, 

vorgenommen (Ewringmann und Göbel 1999; Harcourt‐Brown und Holloway 

2003; Künzel et al. 2008; Sieg et al. 2012). Harcourt‐Brown und Holloway (2003) 

beschreiben bei Fällen mit schweren vestibulären Symptomen außerdem den 

Einsatz von Prochloperazin und Midazolam. 

Bei einer Augenmanifestation werden die Therapieprotokolle durch eine lokale 

Behandlung mit antibiotika- und glukokortikoidhaltigen Augenpräparaten (sowie 

teilweise einer vorherigen chirurgischen Intervention) ergänzt (Ewringmann und 

Göbel 1999; Harcourt‐Brown und Holloway 2003; Künzel et al. 2008).  
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Künzel et al. (2008) überprüften 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 überlebten (Künzel et al. 2008). 

Sieg et al. (2012) konnten bei ihrer Studie keine signifikanten Unterschiede 

hinsichtlich der kurzfristigen oder langfristigen Überlebenszeit 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 begünstigen 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 

Einsatz von NSAIDs (nonsteroidal antiinflammatory drugs) als 

entzündungshemmende Komponente einer Therapie vor. Klinische Studien hierzu 

fehlen bislang. 

Äußert sich eine Infektion mit E. cuniculi in einer okulären Form, kann neben einer 

systemischen und lokalen medikamentösen 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 Prävalenz von E. cuniculi bei 

domestizierten Kaninchen untersucht haben (Magalhães et al. 2022). Bei 

Hauskaninchen in Deutschland wurden hierbei Prävalenzen zwischen 41-45 % 

ermittelt (Neuwirt 1988; Meyer-Breckwoldt 1996; Ewringmann und Göbel 1999; 

Hein et al. 2014). Bei Wildkaninchen wurden im Vergleich deutlich weniger 

Studien durchgeführt (Tabelle 3, Tabelle 4). 
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Tabelle 3: Prävalenzen von E. cuniculi bei wildlebenden Kaninchen basierend 

auf serologischen Untersuchungsverfahren 

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

linked Immunosorbent Assay) 

Land Art Test Stich- 

proben 

positiv 

 

Autor (Jahr) 

 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 Chalupský 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 für die Wiederansiedlung 

Tabelle 4: Prävalenzen von E. cuniculi bei wildlebenden Kaninchen basierend 

auf molekularbiologischen Untersuchungsverfahren (PCR) 

(PCR: Polymerasekettenreaktion) 

Land Art Test Stich- 

proben 

positiv 

 

Autor (Jahr) 

 N % 

Italien Östliches 

Baumwoll-

schwanz-

kaninchen 

PCR 144 14 9,72 Zanet et al. (2013) 

Spanien Wildkaninchen PCR 383 0 0 Martínez-Padilla et al. 

(2020) 

Spanien  Wildkaninchen PCR 50* 2 4 Baz-González et al. 

(2022) 

Spanien Wildkaninchen PCR 438 0 0 (Rego et al. 2023) 

* 20 der Wildkaninchen stammen von landwirtschaftlichen Betrieben 

 

Ergänzend 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 Hämatoxylin und 

Eosin gefärbt und unter einem Lichtmikroskop untersucht (Espinosa et al. 2020; 

Lamalle et al. 2023). Auch mit einer zusätzlichen Gram Färbung bei 

Gewebeschnitten mit pathologischen Auffälligkeiten gelang kein Sporennachweis 

(Lamalle et al. 2023). 

Bei einem weiteren Vertreter der Ordnung der Hasenartigen, dem Feldhasen, 

konnten in Tschechien, Österreich, der Slowakei und der Türkei E. cuniculi-

Antikörper nachgewiesen werden (Bártová et al. 2015; Özkan 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 Grundstücken im Norden Münchens aufgefunden wurden, auf E. 

cuniculi untersucht und es konnte serologisch eine Prävalenz von 18,1 % 

festgestellt werden (Neuwirt 1988). Bei einer späteren Untersuchung im Jahre 

1996, bei der 100 Wildkaninchen von verschiedenen Orten im Norden 

Deutschlands (Hannover, Raum Wolfsburg, nördlich 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 erwähnte dieser 

allerdings, dass die Ergebnisse der Untersuchung eventuell verfälscht sein könnten, 

da an einer Encephalitozoonose erkrankte Wildkaninchen möglichweise verenden 

oder von Prädatoren erlegt werden, wodurch sie nicht unter die untersuchten 

Individuen gelangten (Meyer-Breckwoldt 1996).  

PCR-Untersuchungen bei Wildkaninchen aus Deutschland fehlen bisher 

vollständig. 

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

meist hohen Prävalenzen unter den Hauskaninchen die Vermutung, dass der Erreger 
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womöglich von Hauskaninchen auf Wildkaninchen übertragen wird. Grund für die 

im Vergleich zu Hauskaninchen niedrigeren Prävalenzen bei Wildkaninchen 

könnte auch eine geringere Populationsdichte darstellen, da hohe Prävalenzen im 

Zusammenhang mit Überbesatz und damit vermutlich höherem Infektionsdruck 

durch Urinkontamination bei domestizierten Kaninchen festgestellt werden 

konnten (Gannon 1980). Andere Forscher vermuteten im Gegensatz dazu, dass 

Wildkaninchen das natürliche Reservoir des Erregers sind, da E. cuniculi bei 

Wildkaninchen nachgewiesenen wurde, bei denen ein Kontakt mit Hauskaninchen 

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

1.11. Zoonotische Bedeutung 

Laut einer Literaturübersicht 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 

berücksichtigt (Didier und Weiss 2011).  

Erstmals wurde 1959 ein Fall einer E. cuniculi-Infektion bei einem 9 jährigen, aus 

Japan stammenden Jungen, beschrieben (Matsubayashi et al. 1959). Eine genaue 

Encephalitozoon-Artenunterscheidung war zu dieser Zeit noch nicht möglich, 

weshalb der Fall aus heutiger Sicht nicht eindeutig auf E. cuniculi zurückzuführen 

ist (Mathis et al. 2005).  

Besonders mit dem Aufkommen der AIDS-Pandemie erlangten Mikrosporidien 

erhöhte 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 können,  

zählen 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 Antikörper gegen E. cuniculi sowohl 

unter immunsupprimierten als auch immunkompetenten Menschen verbreitet sind 

(Singh et al. 1982; Hollister und Canning 1987; Morales et al. 1995; Pospísilová et 
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al. 1997; Kučerová-Pospíšilová 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 häufig 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 infektiös bleiben können (Waller 1979; Koudela et al. 1999), bedarf es für 

eine Übertragung nicht zwingend eines direkten Kontaktes zu einem infizierten 

tierischen oder menschlichen Individuum (Mathis et al. 2005). Eine orale 

Aufnahme von Sporen über kontaminierte Nahrungsmittel und Wasser könnte eine 

wichtige Rolle bei der horizontalen Übertragung 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 (Kváč et al. 2016; Vecková et al. 

2021) und Eiern (Reetz 1994) nachgewiesen werden. 

Die Sporen des Erregers überstehen die Fermentation von Fleischprodukten, 

welche für gewöhnlich ungekocht konsumiert werden (Sak et al. 2019). Außerdem 

konnte nachgewiesen werden, dass E. cuniculi die Käseverarbeitung (Pasteurisation 

und Koagulation) ebenso wie die Pasteurisation von Milch übersteht und somit 

Milch, Frisch- und Weichkäse eine potenzielle Infektionsquelle für den Menschen 

darstellen könnten (Kváč et al. 2016; Vecková et al. 2021). Auch in Hühnereiern 

konnte der Erreger detektiert werden, weshalb auch diese als mögliche 

Infektionsquelle zu berücksichtigen sind (Reetz 1994). 

Weltweit liegen einige Berichte über 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 

mögliche 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 (Tätigkeit 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 gemutmaßt, dass die beruflich bedingte Exposition zu Staub von Gras, 

welches von Nagetieren kontaminiert wurde, ursächlich für die Infektion sein 
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könnte (Ditrich et al. 2011). Bei einem Patienten, bei dem eine 

Lungentransplantation durchgeführt wurde und anschließend weitere 

schwerwiegende gesundheitliche Probleme auftraten, konnte post mortem eine 

disseminierte E. cuniculi-Infektion festgestellt werden. Der Patient war zuvor 

Viehzüchter gewesen und hatte im Rahmen dessen zudem Kontakt zu Hütehunden 

(Levine et al. 2013). Bei einem Kind konnte nach Kontakt zu Hundewelpen mit 

offensichtlicher Encephalitozoonose eine Antikörperkonversation 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 Vögeln gelang, wird eine direkte Übertragung von den Vögeln auf 

die Besitzer vermutet (Kicia et al. 2022). 

2. Encephalitozoon hellem 

E. hellem wurde erstmals im Jahre 1990 als Ursache für 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 ermöglichen jedoch die 

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

2.1. Wirtsspektrum und Genotypen 

Bei Tieren ist E. hellem am weitesten unter den Vögeln verbreitet und konnte bereits 

bei Wild- als auch bei Ziervögeln nachgewiesen werden. Der Erreger wurde jedoch 

gelegentlich auch bei Säugetieren, einschließlich Nagetieren, Fleischfressern und 

Affen, festgestellt (Hinney et al. 2016). Bei Hasenartigen wurde eine natürliche 

Infektion mit E. hellem bisher nur im Nierengewebe eines europäischen 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). Anschließend konnten Xiao et al. den 

Genotyp 1 in 1A, 1B und 1C und den Genotyp 2 in 2A und 2B unterteilen, indem 

sie zusätzlich 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 Vögeln 

beschrieben, da der Erreger überwiegend bei dieser Tiergruppe vorkommt. 

E. hellem-Infektionen bei Vögeln können eine Vielzahl klinischer Symptome 

verursachen, die mild bis tödlich verlaufen können (Black et al. 1997; Phalen et al. 

2006). Die meisten Infektionen verlaufen jedoch vermutlich asymptomatisch 

(Barton et al. 2003; Lee et al. 2011). Bei Wellensittichküken wurden eine verstärkte 

Verkümmerung und eine hohe Sterblichkeit beobachtet (Black et al. 1997). Bei 

Autopsien infizierter Vögel wurden Anomalien wie ein erheblicher 

Muskelschwund, ein Verlust von Körperfett und Läsionen, insbesondere in den 

Nieren, der Leber, den Därmen 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 über 

Keratokonjunktividen, aber auch über Nephritis, Pneumonie, Bronchitis und 

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

Zu klinischen Erscheinungen von E. hellem bei Kaninchen wie auch zum 

Vorkommen dieser Mikroskopidienart bei Wildkaninchen fehlen Kenntnisse bisher 

nahezu vollständig, so dass hier ein großer Forschungsbedarf besteht. 
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IV. DISKUSSION 

Im Folgenden wird die im Rahmen der vorliegenden Diskussion erstellte 

Publikation Breuninger et al. (2024) zusätzlich übergreifend diskutiert. 

1. Untersuchungsmaterial 

1.1.  Herkunft der Proben 

Die 158 Proben der Studie von Breuninger et al. (2024) stammten von Europäischen 

Wildkaninchen aus verschiedenen Orten Bayerns. Es konnten alle 7 

Regierungsbezirke Bayerns in die Beprobung einbezogen werden. Die Proben 

verteilten sich auf insgesamt 13 Landkreise (München, Freising, Traunstein, 

Aichach-Friedberg, Bamberg, Ansbach, Passau, Straubing-Bogen, Schwandorf, 

Würzburg, Schweinfurt, Eichstätt, Landshut und Regensburg) und 4 kreisfreie 

Städte (München, Aschaffenburg, Ingolstadt und Erlangen).  

Die Verteilung der Proben innerhalb der Regierungsbezirke war ungleichmäßig, 

was in erster Linie mit dem ebenso unregelmäßigen Vorkommen der 

Wildkaninchen zusammenhängt. Des Weiteren konnten Proben nur aus denjenigen 

Gebieten bezogen werden, in denen die Bereitschaft für die Zurverfügungstellung 

durch die Jagdausübenden 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 Jägern das Auftreten 

von massenhaftem Versterben der Wildkaninchen in den Jagdrevieren während der 

Durchführung dieser Studie oder in den Jahren zuvor berichtet. Dies hatte 

mancherorts ein vollständiges Erlöschen der ansässigen Population zur Folge. 

Zudem liegt uns ein Nachweis über 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 früheren Zeiten auch 

anhand der jährlichen 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 Landesjagdverbände 2023). Im Vergleich dazu wurden 



IV. Diskussion 52 

 

in den Jahren 1990/1991 noch 27.421 Wildkaninchen erlegt (Deutscher Jagdschutz 

- Verband e.V., Vereinigung der deutschen Landesjagdverbände 1992). 

Die größten Wildkaninchenvorkommen in Deutschland sind im Nordwesten zu 

verzeichnen (Greiser et al. 2023). Die Tiere bevorzugen leichte, sandige Böden, um 

ihre Gangsysteme anlegen zu können, wobei sie sich als Kulturfolger auch 

erfolgreich an das Leben in städtischen Bereichen angepasst haben, auf ihre 

Gangsysteme verzichten und aufgrund des konstanten Nahrungsangebots gehäuft 

in Parks, Gärten und Friedhöfen vorzufinden sind (Zimmermann 1991). 

Die Verteilung der Proben der aktuellen Studie zeigt eine Ballung für die kreisfreie 

Stadt München, aus der 54 der insgesamt 158 Proben (34 %) stammten.  

Im Vergleich zu einer in Bayern durchgeführten serologischen Studie zu E. cuniculi 

bei Wildkaninchen aus dem Jahre 1988, bei der alle 155 Proben von lediglich zwei 

Grundstücken im Norden Münchens stammten (Neuwirt 1988), konnte bei der 

aktuellen Studie eine deutlich weitreichendere Verteilung der Proben erzielt 

werden, wodurch eine Aussage bezüglich des Vorkommens des Erregers auch in 

anderen Gebieten Bayerns möglich ist. Aufgrund der teilweise sehr geringen 

Probenanzahl für einzelne Orte sind die Nachweise aber in diesen Fällen nicht als 

Prävalenzangaben 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, nördlich von Hamburg, Insel 

Norderney) untersucht und keines der Wildkaninchen wurde serologisch positiv auf 

E. cuniculi getestet  (Meyer-Breckwoldt 1996). Größere, deutschlandweite Studien 

wären wünschenswert, um mögliche regionale Unterschiede bezüglich des 

Vorkommens von E. cuniculi bei 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 persönlich vor Ort oder wurde nach 

entsprechender vorheriger Anleitung durch die Jäger selbst durchgeführt. Die 

frischen Proben wurden von den Jägern im Durchschnitt innerhalb von 1-3 Tagen 

übergeben (Breuninger et al. 2024). Da das Gehirn nicht leicht zugänglich ist, 

wurden bei eigenständiger Probenentnahme durch die Jagdausübenden die Köpfe 
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der Kaninchen im Ganzen eingereicht und in den Untersuchungsräumen der 

klinikeigenen Pathologie mittels Trennscheibe geöffnet, um das Gehirn 

anschließend herauszunehmen. Das Blut wurde aus dem Herz bzw. aus den 

thorakalen Gefäßen gewonnen. Teilweise wurde Blut direkt aus dem thorakalen 

oder abdominalen Raum entnommen, wenn es infolge des Abschusses des Tieres 

zu einer dortigen Blutansammlung durch Zerstörung der Gefäße und Organe kam. 

Das Blut wurde in 4 ml Serumröhrchen gefüllt und anschließend zentrifugiert. Das 

gewonnene Serum wurde abpipettiert und für die Antikörperuntersuchung mittels 

IFAT an das externe Labor SYNLAB.vet GmbH in Augsburg gesandt. Die 

Organproben wurden in sterile Behälter 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 übergeben werden, weshalb die Proben in diesen Fällen vor Ort von 

den Jägern eingefroren wurden. Im Rahmen des Einfrierens und Auftauens von 

Tierkörpern bzw. Blutproben kommt es zu einer Hämolyse, wodurch die 

Probenqualität beeinflusst wird. Diese Problematik ist bei Untersuchungen von 

Wildtieren häufig gegeben. In der aktuellen Studie konnten jedoch auch aus stark 

hämolytischen Serumproben erfolgreich Antikörper nachgewiesen werden. Dies 

stimmt mit anderen Studien überein, in denen festgestellt werden konnte, dass der 

Nachweis von Antikörpern mittels IFAT aus hämolytischen Proben durchaus 

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

Bei einer Untersuchung von Wildkatzenproben mit einem IFAT konnte bei 

hämolytischen Proben zwar eine verminderte Sensitivität im Vergleich zu Proben 

von guter Qualität festgestellt werden, welche sich jedoch im Mittel auf weniger als 

eine Titerstufe beschränkte. Mögliche Abweichungen dürften daher weniger als 10 

% betragen (Leutenegger et al. 1999). Bei einer Untersuchung von Seeottern mittels 

IFAT auf Toxoplasma gondii-Antikörper wurde das Testverfahren als geeignet 

eingestuft und die IFAT-Titer standen nicht in Zusammenhang mit dem Ausmaß 

der Serumhämolyse (Miller et al. 2002). Im Rahmen einer Testung von 

Damwildseren auf Mycobacterium bovis-Antikörper mit einem ELISA wurde eine 

verminderte Sensitivität nur bei starker Hämolyse beobachtet (Boadella et al. 2012). 

In einer Studie zum Suid Herpesvirus 1 konnte festgestellt werden, dass Hämolyse 

und wiederholte Gefrier-Auftau-Zyklen von Wildschweinseren die ELISA-

Testreaktionen beeinflussen können, was zu einer höheren Anzahl fraglicher 
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Ergebnisse führt (Boadella und Gortázar 2011). Im Gegensatz dazu wurde 

berichtet, dass Hämolyse und wiederholte Gefrier-Auftauzyklen nur eine geringe 

Auswirkung auf die erhaltenen Werte der optischen Dichte eines ELISA haben, der 

mit Hausschweinseren durchgeführt wurde (Neumann und Bonistalli 2009). Es ist 

jedoch schwierig zu beurteilen, welcher Faktor am einflussreichsten ist, wenn die 

Auswirkungen der Hämolyse 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 Körperflüssigkeiten 

erhöht, wenngleich sich Antikörper teils auch nach 4 Wochen noch nachweisen 

ließen (Jakubek et al. 2012). Ähnliche Ergebnisse konnten in einer Studie 

festgestellt werden, in der die Stabilität von Antikörpern aus Blut- und/oder 

Gewebeflüssigkeit aus Tierkörpern 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 Hämolyse auf serologische Tests bei verschiedenen 

Wildwiederkäuerarten untersucht. Auch hier wurde ein höheres Risiko falsch 

negativer Ergebnisse bei der Anwendung hämolytischer Proben geschildert, jedoch 

wurden die falsch negativen Ergebnisse insgesamt als vernachlässigbar beurteilt 

(Casaubon et al. 2013).  

Hämolytische Proben gelten aufgrund von Zytotoxizität als problematisch für den 

Serumneutralisationstest (García-Bocanegra et al. 2011). Auch gelten hämolytische 

und/oder kontaminierte Proben als nicht geeignet für Testverfahren wie 

beispielsweise den Serumagglutinationstest oder die Komplementbindungsreaktion 

(Köppel et al. 2007). 

Neben falsch negativen Ergebnissen muss auch in Erwägung gezogen werden, dass 

falsch positive Ergebnisse im Zusammenhang mit hämolytischen Proben auftreten 

könnten (Bergeron et al. 2017). 

1.3.  Stichprobenumfang 

Insgesamt wurden 158 Wildkaninchen auf E. cuniculi und E. hellem untersucht. Die 

Probenanzahl lässt keinen Rückschluss auf die exakte Prävalenz der gesamten 

bayerischen Wildkaninchenpopulation zu. Die Studie wurde so konzipiert, dass 

eine Stichprobenmenge gewählt wurde, die für eine vermutete Prävalenz ≥ 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 Wildkaninchen in die Untersuchung 

einbezogen werden.  

Lediglich fünf vorangegangene serologische oder molekulardiagnostische Studien 

an Wildkaninchen bezüglich E. cuniculi weisen höhere Stichprobenmengen auf. So 

wurde die größte bislang vorgenommene Untersuchung an 823 Wildkaninchen in 

Australien durchgeführt (Cox et al. 1980). Zu den weiteren Studien mit höheren 

Stichprobenzahlen zählen eine Studie aus England mit 175 Wildkaninchen (Cox 

und Ross 1980), eine Studie aus Frankreich mit 204 Wildkaninchen (Chalupský et 

al. 1990), eine Studie aus Spanien mit 383 Wildkaninchen (Martínez-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 ältere der 

beiden vorherigen Studien aus Deutschland auf, bei der 155 Wildkaninchen 

untersucht wurden (Neuwirt 1988), wie auch eine Studie aus Italien an Östlichen 

Baumwollschwanzkaninchen mit 144 untersuchten Individuen (Zanet et al. 2013). 

Die weiteren bisher an Wildkaninchen durchgeführten Studien umfassen 

Stichprobenmengen von minimal 3 (Wilson 1979a) bis maximal 100 (Meyer-

Breckwoldt 1996) Tieren. Grundsätzlich sollte der Stichprobenumfang jedoch stets 

im Zusammenhang mit den Prävalenzen beurteilt werden. Bei hohen Prävalenzen 

können bereits kleine Stichprobenmengen aussagekräftig sein, während bei sehr 

niedrigen Prävalenzen entsprechend höhere Stichprobenmengen herangezogen 

werden sollten.  

Bezüglich E. hellem wurden in der Vergangenheit lediglich drei Studien in Spanien 

durchgeführt. Zwei der Studien hatten im Vergleich zu der aktuellen Studie höhere 

Stichprobenmengen mit jeweils 383 (Martínez-Padilla et al. 2020) und 438 (Rego 

et al. 2023) Wildkaninchen. Eine Studie basiert mit 50 Wildkaninchen (Baz-

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

2. Untersuchungsmethoden 

Für die Untersuchung der Wildkaninchen auf E. cuniculi wurde in der vorliegenden 

Studie eine Antikörperbestimmung von sowohl IgG als auch IgM mittels IFAT 

durchgeführt. Für E. hellem standen für die Routinediagnostik etablierte 

serologische Nachweisverfahren leider nicht zur Verfügung. Außerdem wurden 
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Gehirn und Nieren, die Hauptprädilektionsorgane des Erregers, mittels duplex real-

time PCR (mit Primern und Sonden für sowohl E. cuniculi als auch E. hellem) auf 

DNA der beiden Mikrosporidienarten untersucht. Zur Bestätigung und 

Genotypisierung wurden bei Proben, welche in der real-time PCR Ct-Werte und 

sigmoide Kurven ergaben, anschließend nested-PCRs durchgeführt. Eine 

Sequenzierung von PCR-Produkten der real-time PCR war wegen der geringen 

Größe der Amplifikate aus technischen Gründen nicht erfolgreich (Daten nicht 

dargestellt).  

Die meisten bisher publizierten Prävalenzstudien bzgl. E. cuniculi, sowohl bei 

domestizierten Kaninchen als auch bei Wildkaninchen, beruhen lediglich auf dem 

Nachweis von Antikörpern, was vor allem damit zusammenhängt, dass diese 

Untersuchung am lebenden Tier durchgeführt werden kann. Die Interpretation des 

Antikörpernachweises allein ist jedoch schwierig, da er im Grunde nur die 

Exposition gegenüber dem Erreger beweist. Ein positiver Antikörpernachweis 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 Europäischen Wildkaninchen liegen lediglich 

drei Prävalenzstudien bezüglich E. cuniculi aus Spanien vor, in denen 

molekularbiologische Methoden (PCR) für den direkten Erregernachweis 

verwendet wurden (Martínez-Padilla et al. 2020; Baz-González et al. 2022; Rego et 

al. 2023). Außerdem wurden PCRs bei einer Prävalenzstudie bei Östlichen 

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

Der IFAT und der ELISA sind gebräuchliche serologische Testverfahren für den 

Nachweis von Antikörpern gegen E. cuniculi. Die Ergebnisse beider Testverfahren 

korrelieren gut miteinander (Boot et al. 2000). Für die aktuelle Studie wurde der 

IFAT für die Antikörperbestimmung von IgG und IgM gewählt. Der IFAT gilt als 

zuverlässiges und einfach durchführbares Testverfahren mit einer hohen 

Sensitivität (Cox und Pye 1975; Cox und Gallichio 1977; Hein et al. 2014) und 

Spezifität (Künzel et al. 2014; Cray et al. 2020). Trotzdem kann es in einzelnen 

Fällen zu falsch-negativen Testergebnissen kommen. Ursächlich könnten eine für 

eine Serokonversion zu geringe Aufnahme an Sporen sein, eine noch nicht 

begonnene Antikörperproduktion (Csokai et al. 2009b) oder immunsuppressive 

Effekte anderer Erkrankungen, welche eine Antikörperproduktion verhindern 

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

Der Nachweis von IgM-Antikörpern zusätzlich zum Nachweis von IgG-

Antikörpern, kann zumindest einen Hinweis auf die Phase einer Infektion des 

Tieres mit E. cuniculi (z. B. frische Infektion versus länger bestehende chronische 

Phase) liefern (Cox et al. 1979; Kunstýř et al. 1986; Jeklova et al. 2010b). Bisherige 

Antikörperbestimmungen bei Wildkaninchen basierten überwiegend auf der 

Testung von IgG-Antikörpern, wodurch möglicherweise Infektionen in der 

Frühphase, in der lediglich IgM-Antikörper gebildet wurden, unentdeckt blieben.   

Für den Nachweis von Erreger-DNA wurde eine real-time PCR verwendet. Real-

time oder nested-PCRs werden wegen ihrer meist höheren Sensitivität für den 

Nachweis aus Organmaterial präferiert (Csokai et al. 2009b; Leipig et al. 2013). 

Konventionelle PCRs haben sich jedoch als geeignet für den Nachweis aus der 

Linse erwiesen (Künzel et al. 2008; Csokai et al. 2009b). Für 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 

ungleichmäßigen Verteilung im zu untersuchenden Gewebe auftreten können. Ein 

weiterer Grund könnte eine sich noch in der Frühphase 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 führen könnte (Flatt und Jackson 1970; Csokai et al. 2009a). 

3. Nachweisraten 

3.1.  Immunfluoreszenzantikörpertest 

Mittels IFAT wurde das Serum der Wildkaninchen auf E. cuniculi-Antikörper der 

Typen IgG und IgM untersucht.  

Bei der Untersuchung des Serums der Wildkaninchen konnten bei insgesamt 24 

(15,2 %) der 158 Tiere Antikörper gegen E. cuniculi nachgewiesen werden 

(Breuninger et al. 2024). Nachweise von E. cuniculi-Antikörpern bei Europäischen 

Wildkaninchen sind bisher in früheren Studien auch in England (3/3; 100 %) 

(Wilson 1979a), Deutschland (und zwar im Norden Münchens) (28/155; 18,1 %) 

(Neuwirt 1988), Frankreich (8/204; 3,9 %) (Chalupský 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 

später in die freie Wildbahn entlassen zu werden (Balent et al. 2004). Dies könnte 

das Risiko einer Infektion oder auch die Ausbreitung einer bestehenden Infektion 

erhöht haben, weshalb das Ergebnis möglicherweise nicht auf freilebende 

Wildkaninchen in dieser Region übertragen 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-Antikörper detektiert werden. 

Vergleichbar ist die ermittelte Prävalenz von 15,2 % der aktuellen Studie mit den 

Ergebnissen der ersten Untersuchung aus München im Jahre 1988, bei der eine 

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

Bei 12 (50 %) der 24 serologisch auf E. cuniculi positiv getesteten Wildkaninchen 

der aktuellen Studie konnten Antikörper sowohl des Typs IgG als auch IgM 

nachgewiesen werden. Bei weiteren 10 (41,7 %) seropositiven Wildkaninchen 

konnten lediglich IgG-Antikörper nachgewiesen werden. Nur bei 2 der 24 

seropositiven Tiere (8,3 %) ließen sich ausschließlich IgM-Antikörper feststellen 

(Breuninger et al. 2024). Dies stimmt mit anderen Studien bei natürlich infizierten 

domestizierten Kaninchen überein, bei denen der alleinige Nachweis von IgM-

Antikörpern am seltensten erfolgte (Jeklova et al. 2010b; Škrbec et al. 2023). 

Škrbec et al. (2023) konnten in einer aktuellen Studie 160 Kaninchen positiv auf E. 

cuniculi-Antikörper testen. Davon waren insgesamt 74,4 % (119/160) der Tiere 

sowohl IgG als auch IgM positiv, 22,5 % (36/160) ausschließlich IgG positiv und 

nur 3,1 % (5/160) der Tiere ausschließlich IgM positiv. Je nach klinischer 

Manifestation können sich die Angaben hinsichtlich des Nachweises von IgG und 

IgM unterscheiden. Škrbec 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 

häufigsten 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 okulär) ebenso am 

häufigsten IgG und IgM kombiniert nach. Bei Kaninchen mit Nierenerkrankungen, 

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

Bei den Antikörpernachweisen der aktuellen Studie wurden bei der überwiegenden 

Anzahl der getesteten Tiere niedrige Antikörpertiter von 1:80 festgestellt. Höhere 

Titer lagen bei 5 Tieren vor (Breuninger et al. 2024). Diese Beobachtung ähnelt der 

einer vorangegangenen Studie aus München 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 höhere 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 höheren Titer von 1:1024 (Chalupský et al. 

1990). In einer Studie von Jeklova et al. (2010a), bei der Kaninchen mit geringen 

und hohen Sporenmengen oral und okulär infiziert wurden, konnte festgestellt 

werden, dass die Infektion mit einer geringen Sporenmenge zu einer verzögerten 

und geringen IgG-Antikörperreaktion mit einer reduzierten und statistisch nicht 

signifikanten IgM-Produktion führt. Eine starke und schnelle Antikörperreaktion 

konnte hingegen bei der Infektion mit hoher Sporenmenge beobachtet werden 

(Jeklova et al. 2010a). Ursächlich für die in den Studien überwiegend 

nachgewiesenen niedrigen Antikörpertiter könnte also ein niedrigerer 

Infektionsdruck unter den Wildkaninchen sein, da diese eine geringere 

Populationsdichte im Vergleich zu Haus- oder Laborkaninchen aufweisen könnten, 

welche oftmals aufgrund von Überbesatz und damit verbundener 

Urinkontamination viele Sporen des Erregers aufnehmen (Gannon 1980). 

In einer Studie bei Wildkaninchen in Australien wurden allerdings durchweg hohe 

Antikörpertiter festgestellt (Thomas et al. 1997). Dies könnte möglicherweise mit 

einer höheren Wildkaninchendichte und -infektionsrate zusammenhängen. Bei 

domestizierten Kaninchen sind überwiegend moderate (1:640–1:2560) oder hohe 

(≥1:5120) Antikörpertiter zu beobachten (Csokai et al. 2009b). IgM-Antikörpertiter 

fallen im Verhältnis zu IgG-Antikörpertitern 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 unterschätzenden Ausmaß 

ausgesetzt waren. Der Erreger könnte durch kontaminierte Futtermittel und/oder 

Wasser von den Wildkaninchen aufgenommen werden. Die Kontamination könnte 
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durch Artgenossen, aber auch durch andere Wild- oder Haustiere erfolgen. Dabei 

wäre es denkbar, dass die Außenhaltung von Hauskaninchen, bei denen der Erreger 

bekanntermaßen häufig vorkommt, womöglich zu einer Infektion der 

Wildkaninchen beitragen könnte (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 Geräts Ct-Werte und sigmoide Kurvenverläufen 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 äußerten daher die Vermutung, dass dieser Umstand einen Einfluss auf den 

Infektionsstatus der Tiere haben könnte. 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-

González et al. 2022). Bei der Bewertung der Ergebnisse zu bedenken ist außerdem, 

dass die Sporenausscheidung über 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 eingeschränkte Aussagekraft bei der 

Verwendung von Kot als Untersuchungsmaterial resultiert. Bei zwei weiteren 

Studien aus Spanien konnte E. cuniculi nicht mittels PCR aus Nierengewebe 

(Martínez-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 

Östlichen 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 Möglichkeit einer Infektion von Mensch und Tier durch den 

Verzehr von Muskelfleisch darstellt. Außerdem konnte bei dieser Studie Erreger-
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DNA deutlich häufiger 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, möglicherweise 

aufgrund einer höheren Sporenkonzentration, häufiger 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 Häufigkeit 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 8 

Wildkaninchen, bei welchen die real-time PCR positive Reaktionen ergab, konnten 

keine Antikörper mittels IFAT nachgewiesen werden (Breuninger et al. 2024). 

Dabei ist zunächst immer an falsch positive Reaktionen zu denken, die bei der PCR 

durch unspezifische Reaktionen oder durch Kontaminationen entstehen können. 

Um dies auszuschließen, wurde, wie weiter unten erläutert, eine unabhängige PCR 

als Bestätigungstest durchgeführt. Wie zuvor unter Absatz 1.2. erläutert, könnten 

jedoch auch eine für eine Serokonversion zu geringe Aufnahme an Sporen, eine 

noch nicht begonnene Antikörperproduktion (Csokai et al. 2009b) oder 

immunsuppressive Effekte anderweitiger Erkrankungen, welche eine 

Antikörperproduktion verhindern, ursächlich sein (Csokai et al. 2009b; Hein et al. 

2014). Auch eine Bindung aller Antikörper durch den Erreger könnte 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 (Künzel et al. 2008; Jeklova et al. 2010a; 

Hein et al. 2014), da diese am lebenden Tier durchführbar sind. Studien, bei denen 

sowohl eine serologische Untersuchung aus Blut als auch eine PCR von 

Organmaterial parallel durchgeführt werden, sind daher, insbesondere bei natürlich 

infizierten Kaninchen, selten. Csokai et al. (2009b) untersuchten in einer Studie 

Kaninchen unter anderem auf Antikörper mittels IFAT sowie verschiedene Organe 

(Gehirn, Nieren, Herz, Leber, Lunge, Milz und Augen) mittels nested-PCR auf E. 

cuniculi-DNA. Dabei konnte ein größerer 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 höchsten Nachweisraten wurden 

mittels histologischer Untersuchung mit Hilfe spezieller Färbeverfahren (Ziehl-

Neelsen, säurefeste Trichromfärbung) erreicht. Jedoch erwies sich grundsätzlich 

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, zusätzlich zu einer Testung mittels 

PCR, wird von einigen Autoren empfohlen (Csokai et al. 2009b; Leipig et al. 2013) 

und könnte bei zukünftigen Untersuchungen auf den Erreger ergänzend angewandt 

werden. 

Die Divergenz der Ergebnisse der beiden angewandten Testverfahren der aktuellen 

Studie legt nahe, dass die Serologie und der direkte Erregernachweis mittels PCR 

möglicherweise differenziert betrachtet werden sollten. Vor allem bei 

Hauskaninchen, bei denen im Rahmen der tierärztlichen Diagnostik lediglich ein 

Antikörpernachweis möglich ist, sollte dennoch hinterfragt werden, ob das Tier 

tatsächlich mit dem Erreger infiziert ist oder ob lediglich aufgrund eines bloßen 

Kontaktes zu dem Erreger Antikörper gebildet wurden, die dann persistiert haben. 

Jedoch muss, wie bereits unter Absatz 4.2. aufgeführt, berücksichtigt werden, dass 

die Ergebnisse der PCR-Untersuchung der aktuellen Studie womöglich bei 

manchen Kaninchen falsch negativ ausfielen, beispielsweise aufgrund einer sehr 

geringen Sporenkonzentration und/oder einer ungleichmäßigen Verteilung im zu 

untersuchenden Gewebe oder einer noch in der Frühphase befindlichen Infektion 

(Csokai et al. 2009b).  

3.2.1. Genotypisierung von E. cuniculi 

Für die Genotypisierung wurden im Anschluss an die real-time PCR nested-PCRs 

durchgeführt. Die nested-PCRs ergaben bei 7 der 10 Kaninchen, die zuvor Ct-Werte 

für E. cuniculi in der real-time PCR gezeigt hatten, PCR-Produkte der erwarteten 

Größe. 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 

könnte sein, dass bei den weiteren Proben Erreger-DNA in zu geringer Menge 

und/oder Qualität vorgelegen hatte (Breuninger et al. 2024), da die Banden im 

Agarosegel eher schwach ausgebildet waren. Zudem könnte unspezifischer 

Hintergrund den direkten Sequenzierungsprozess beeinträchtigt haben. 

Bei domestizierten Kaninchen wird der Genotyp 1 von E. cuniculi am häufigsten 

festgestellt. Neben Infektionen mit dem Genotyp I konnten bei Kaninchen in der 

Vergangenheit jedoch auch natürliche 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 durchgeführt, die in menschlicher Haltung lebten. Hierbei wurde ebenfalls 

der Genotyp 1 identifiziert. Für die Untersuchung wurden Kotproben verwendet. 

Es ist nicht auszuschließen, dass das Leben in Menschenhand einen Risikofaktor 

für den Erwerb einer E. cuniculi-Infektion darstellt. In derselben Untersuchung 

konnte E. cuniculi nicht bei den einbezogenen freilebenden Wildkaninchen 

festgestellt werden (Baz-González 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 könnten sich durch den 

Verzehr von Kaninchenfleisch oder -organen infizieren. Gleichermaßen gilt dies 

auch für Prädatoren. 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 gängiger Hygienemaßnahmen, wie beispielsweise dem Tragen von 

Schutzhandschuhen oder gründlichem Händewaschen, erfolgen. 

Wildkaninchenfleisch sollte von den betroffenen Personengruppen nur durchgegart 

verzehrt werden. Für Hauskaninchen und andere Haustiere, welche in Gebieten 

gehalten werden, in denen Wildkaninchen vorkommen, könnte eine Fütterung mit 

kontaminiertem Grünfutter eine mögliche 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 für sowohl E. cuniculi als auch E. hellem) 

auch einen Nachweis von E. hellem. Dabei ergaben sich bei 4 Wildkaninchen Ct-

Werte und sigmoide Kurven für E. hellem. Bei einem der Kaninchen sowohl aus 

Gehirn- als auch Nierengewebe. Bei einem weiteren Kaninchen ausschließlich aus 

dem Gehirn-, bei zwei Kaninchen ausschließlich 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 für E. hellem 

zeigten, ergaben sich anschließend mittels nested-PCR Produkte der erwarteten 

Größe, was den Nachweis des Erregers zusätzlich bestätigt. Eine Genotypisierung 

war jedoch leider nicht möglich, da die Sequenzierungen nur Sequenzen schlechter 

Qualität ergaben, die nicht auswertbar waren. Möglicherweise lag im 

Ausgangsmaterial Erreger-DNA in zu geringer Menge und/oder Qualität vor 

(Breuninger et al. 2024). Die Banden der PCR-Produkte im Agarosegel waren 

schwach, so dass die Menge vermutlich nicht für eine Sequenzierung ausreichte. 

Zudem könnte unspezifischer Hintergrund den direkten Sequenzierungsprozess 

beeinträchtigt haben. 

E. hellem wurde zuvor noch nicht bei Kaninchen nachgewiesen. Zukünftige 

Untersuchungen zu E. hellem, sowohl bei Wildkaninchen als auch bei 

Hauskaninchen, wären wünschenswert, 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 Seropositivität der Kaninchen wurde aufgrund der 

ungleichmäßigen Probenverteilung nicht durchgeführt. Anhand der Antikörper-

Nachweise in den Landkreisen München, Bamberg, Passau, Freising und Eichstätt 

sowie den kreisfreien Städten München 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 häufig auch der Kontakt zu Wildkaninchen und anderen 

(Wild-)Tieren sowie die Haltung und Fütterung als mögliche Infektionsquellen 

diskutiert. Keeble und Shaw (2006) konnten beispielsweise bei Hauskaninchen 

keine Korrelation zwischen einem positiven Antikörpertiter und Geschlecht, Alter, 

Haltung (Innen-/Außenhaltung), Zugang zu Gras oder Kontakt zu Wildkaninchen 

sowie zu Haustieren feststellen. Hinsichtlich Geschlecht und Alter ergaben sich 

damit übereinstimmende 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 ältere Kaninchen 

im Vergleich zu Jungtieren eine höhere Seroprävalenz 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 

Außenhaltung lebten oder Kontakt zu anderen Haustieren hatten, deutlich häufiger 

infiziert waren. Außerdem erkrankten Hauskaninchen, die Kontakt zu Artgenossen 

hatten, deutlich häufiger (Meyer-Breckwoldt 1996). Gleiches ergab auch die Studie 

von Okewole (2008), bei der eine Korrelation zwischen Seropositivität und Kontakt 

zu Artgenossen oder wildlebenden Tieren festgestellt werden konnte. Eine 

Fütterung mit Gras hatte keinen Einfluss auf den Infektionsstatus (Okewole 2008). 

Mäkitaipale et al. (2022) konnten ein höheres Risiko für Seropositivität bei 

Kaninchen ausmachen, die über den ganzen Sommer uneingeschränkten 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 darüber 

hinaus den ersten Nachweis von E. hellem bei Kaninchen weltweit. Wildkaninchen 

sollten daher als Reservoir für beide Erreger und, insbesondere bezüglich E. 

cuniculi, aufgrund molekularer Nachweise aus dem Nierengewebe und der 

vermuteten Urinausscheidung auch als Infektionsquelle für Tiere und Menschen 

angesehen werden. Für Hauskaninchen besteht die Möglichkeit einer Infektion über 

Wildkaninchen durch Außenhaltung oder kontaminiertes Frischfutter von Wiesen. 
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Insbesondere immunsupprimierte Personen (YOPI-Gruppe) sollten bei Kontakt mit 

Wildkaninchen oder deren Produkten für den menschlichen Verzehr sowie deren 

Ausscheidungen gängige Hygienemaßnahmen einhalten (Breuninger et al. 2024). 

Weitere Studien, die größere Teile Deutschlands abdecken, wären wünschenswert, 

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 intrazelluläre, 

sporenbildende Infektionserreger, die den Mikrosporidien angehören.  

E. cuniculi ist weltweit vorkommend, weist ein sehr breites Wirtsspektrum auf und 

wurde bereits bei vielen verschiedenen Säugetierarten, einschließlich Menschen, 

sowie bei Vögeln nachgewiesen. Der Erreger ist eine wichtige Ursache für ZNS-, 

Nieren- und Augenerkrankungen, insbesondere bei immungeschwächten 

Hauskaninchen. Als Zoonoseerreger kann E. cuniculi jedoch auch bei 

immunsupprimierten Menschen Krankheiten verursachen. Das Vorkommen von E. 

cuniculi bei Wildkaninchen und damit die Rolle von Wildkaninchen als 

Infektionsreservoir für Hauskaninchen, andere Tiere und – über den Verzehr von 

Kaninchenfleisch – für den Menschen ist weitgehend unbekannt. Darüber 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 

Immunfluoreszenzantikörpertest auf spezifische E. cuniculi-Antikörper untersucht. 

Darüber hinaus wurden Gehirn- und Nierengewebe mittels speziesspezifischer 

duplex real-time PCR (mit Primern und Sonden für E. cuniculi und E. hellem) 

untersucht. Antikörper 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 Fluoreszenzkurvenverläufe für E. 

cuniculi. Nachfolgende nested-PCRs bestätigten dies mit Produkten der erwarteten 

Größe bei 7 dieser 10 Wildkaninchen. Eine Genotypisierung von E. cuniculi konnte 

bei einem Kaninchen erfolgreich durchgeführt 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 für E. hellem. Bei 3 dieser 4 Wildkaninchen bestätigte sich diese positive 

Reaktivität in einer nachfolgenden nested-PCR durch Produkte in erwarteter Größe. 

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

Diese Studie liefert die weltweit erste Genotypisierung von E. cuniculi bei 

Wildkaninchen und darüber hinaus den weltweit ersten Nachweis von E. hellem bei 

Kaninchen. Wildkaninchen sollten daher als Reservoir für beide Erreger und, 

basierend auf molekularbiologischen Nachweisen aus dem Nierengewebe und der 

vermuteten Ausscheidung über den Urin, auch als Infektionsquelle für Tiere und 

Menschen für E. cuniculi angesehen werden. 

Weitere umfassende Studien, die größere Teile Deutschlands einbeziehen, wären 

wünschenswert, um die Verbreitung von E. cuniculi und E. hellem genauer 

beurteilen zu können und um zu bewerten, inwiefern Wildkaninchen auch in 

anderen Regionen als Reservoir und potenzielle Infektionsquelle für 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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