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1 Einleitung 

Toxoplasma (T.) gondii und Eimeria (E.) tenella sind weltweit verbreitete einzellige Parasiten des 

Stammes Apicomplexa (MCDOUGALD 1998, DUBEY 2010). T. gondii wurde bereits in nahezu allen 

Säugetieren und vielen Vogelarten einschließlich Hühnern beschrieben (DUBEY et al. 1998, TENTER et 

al. 2000, BANGOURA et al. 2011) und ist als Zoonoseerreger von zentraler Bedeutung. Ungefähr ein 

Drittel der Weltbevölkerung soll nach Schätzungen mit T. gondii infiziert sein, wobei die meisten 

Infektionen asymptomatisch verlaufen (HILL und DUBEY 2002, MONTOYA und LIESENFELD 2004, 

WEISS und DUBEY 2009). T. gondii besitzt einem fakultativ heteroxen Entwicklungszyklus, wobei 

ausschließlich Vertreter aus der Familie der Feliden, unter denen die Hauskatze die bedeutendste 

epidemiologische Rolle spielt, als Endwirt dienen (MILLER et al. 1972, TENTER et al. 2000). Das Huhn 

(Gallus gallus) gilt als empfänglich, aber relativ resistent gegenüber der klinischen Manifestation der 

Toxoplasmose (DUBEY 2010). Sehr hohe T. gondii-Seroprävalenzen bis zu 100 % wurden weltweit in 

Freilandhaltungen und kleinen Hinterhofhaltungen nachgewiesen (DUBEY 2010). Dies unterstreicht 

die Annahme, dass Hühner vor allem in diesen Haltungsformen eine bedeutende Rolle in der 

Epidemiologie von T. gondii spielen und als guter Indikator für Bodenkontaminationen mit T. gondii 

angesehen werden können (DUBEY 2010). Das Huhn stellt außerdem eine potentielle Infektionsquelle 

für den Menschen dar, wenn z. B. Geflügelfleisch nicht ausreichend durcherhitzt wird und die Gefahr 

einer Übertragung durch Gewebszysten von T. gondii gegeben ist. 

E. tenella zählt neben Eimeria (E.) acervulina zu den am häufigsten vorkommenden Eimerienspezies in 

Hühnerhaltungen mit Prävalenzen von 61 – 77 % im europäischen Raum (HAUG et al. 2008, GYÖRKE 

et al. 2013). Eimerien sind generell durch eine hohe Wirtsspezifität (JOHNSON 1923, MCDOUGALD und 

FITZ-COY 2013) gekennzeichnet, wobei das Huhn für z. B. E. tenella und E. acervulina den einzig 

natürlichen Wirt darstellt. E. tenella-Infektionen sind durch blutige Durchfälle, verringerte 

Gewichtszunahmen und eine deutlich erhöhte Mortalität gekennzeichnet, wobei das Zäkum die 

Prädilektionsstelle des Erregers darstellt. E. acervulina gilt als schwach pathogen, befällt vorwiegend 

das Duodenum und führt zu einer schlechteren Futterverwertung (MC DOUGALD und FITZ-COY 2013). 

Als Hauptverursacher der Hühnerkokzidiose nimmt E. tenella eine Schlüsselrolle ein, welche geschätzt 

jährlich mehr als drei Milliarden US-Dollar weltweit verursacht (WILLIAMS 1999, DALLOUL und 

LILLEHOJ 2006, BLAKE und TOMLEY 2014). Diese sind zum Teil den hohen Einbußen infolge 

Produktionsverluste in der Broilerindustrie geschuldet, fließen aber auch in die Prophylaxe und 

Behandlung betroffener Bestände (BLAKE und TOMLEY 2014). Die Kontrolle der Kokzidiose bleibt 

aufgrund hoher Erregerprävalenzen, einer ausgeprägten Persistenz der Oozysten in der Umwelt sowie 

das zunehmende Auftreten von Antikokzidia-Resistenzen eine Herausforderung für die 

Pharmaindustrie und landwirtschaftliche Betriebe (PEEK und LANDMAN 2011, BLAKE und TOMLEY 

2014). Es ist außerdem bekannt, dass E. tenella als Wegbereiter für verschiedene Sekundärinfektionen 

gilt (MCDOUGALD 1998) und im Feld häufig mit anderen Eimerienspezies vergesellschaftet ist 

(WILLIAMS et al. 1996, HAUG et al. 2008, GYÖRKE et al. 2013).  

Aufgrund der hohen T. gondii- als auch E. tenella-Erregerprävalenzen im Huhn, liegt die Vermutung 

nahe, dass Koinfektionen mit diesen beiden Pathogenen häufig im Feld vorkommen. Es ist möglich, 

dass es bei einer Koinfektion mit diesen beiden Kokzidien zu einer wechselseitigen Beeinflussung des 
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Immunsystems kommt, da beide Erreger verwandte Antigene und ähnliche Invasionsmechanismen 

besitzen. Eine spezifische Kreuzimmunität wird allerdings sehr wahrscheinlich nicht vorliegen, da diese 

nicht einmal zwischen verschiedenen Eimerienspezies besteht (ROSE 1987). Trotz der anzunehmenden 

hohen Häufigkeit im Feld sind in der bisher veröffentlichten Literatur keine Untersuchungen zu 

Koinfektionen mit T. gondii und Eimerien im Huhn beschrieben. Lediglich ein Bericht von MASON et al. 

(2015) stellte eine Assoziation von T. gondii-Infektionen mit relativ schwerwiegenden Eimeria stiedae-

Infektionen in Wildkaninchen aus Schottland fest.  

Im ersten Teil dieser Arbeit wurden in einer experimentellen In-vivo-Koinfektionsstudie mögliche 

Wechselwirkungen zwischen T. gondii- und Eimeria spp.-Infektionen auf das Immunsystem des Huhnes 

untersucht. Dabei wurden verschiedene klinische Parameter wie Körpergewichtszunahmen, die E. 

tenella-Oozystenausscheidung, Schwere der Darmläsionen und die Verteilung von T. gondii in 

ausgewählten Geweben erhoben. Im zweiten Teil der vorliegenden Arbeit dienten In-vitro-Versuche 

zur Evaluation der T. gondii-Wirtszell-Interaktion und potentieller Zielzellen von T. gondii in einer 

lebensnahen Hühnerblutzellmischkultur. 

  



Literaturübersicht 

3 
 

2 Literaturübersicht  

2.1 Toxoplasma gondii  

2.1.1 Taxonomie 

Toxoplasma (T.) gondii wurde erstmalig von NICOLLE und MANCEAUX (1908) in Gewebe eines 

nordafrikanischen Hamster-ähnlichen Nagetiers, dem Gundi, beschrieben. Initial glaubten die beiden 

Wissenschaftler, dass es sich um Leishmania handle, erkannten aber bald, dass sie einen neuen 

Organismus entdeckt hatten und benannten ihn anhand seiner Morphologie (toxo = Bogen; plasma= 

Leben) und Wirtes (Ctenodactylus gundi) als Toxoplasma gondii (NICOLLE und MANCEAUX 1909). 

Nahezu zur gleichen Zeit entdeckte SPLENDORE (1908) ebenfalls den Parasiten in einem Hasen aus 

Brasilien, benannte ihn aber nicht. 

Toxoplasmen wurden in den folgenden Jahren sowohl bei verschiedenen Tierarten als auch beim 

Menschen beschrieben und nach ihrer Wirtsherkunft benannt (TENTER et al. 2000). SABIN (1939) 

widerlegte allerdings, dass es sich um verschiedene Spezies innerhalb der Gattung Toxoplasma 

handelte. Anhand des Vorhandenseins eines Komplexes spezifischer Organellen, dem sogenannten 

Apikalkomplex, wird T. gondii zum Stamm der Apicomplexa, genauer der Unterklasse Coccidia gezählt. 

Innerhalb der Ordnung Eimeriida und der Familie der Sarcocystidae ist T. gondii die einzige Art der 

Gattung Toxoplasma (SCHNIEDER 2006). 

2.1.2 Morphologie und Entwicklungszyklus 

T. gondii ist ein weltweit vorkommender Einzeller mit einem fakultativ heteroxen Entwicklungszyklus, 

der nahezu alle Warmblüter und den Menschen infizieren kann (DUBEY et al. 1998, TENTER et al. 

2000). Als Endwirt dienen ausschließlich Vertreter aus der Familie der Feliden, unter denen die 

Hauskatze die bedeutendste epidemiologische Rolle spielt (MILLER et al. 1972, TENTER et al. 2000). 

Eine Erregerübertragung kann sowohl zwischen Endwirten untereinander, von Zwischenwirt zu 

Zwischenwirt, vom Zwischenwirt auf den Endwirt und umgekehrt erfolgen (TENTER et al. 2000). 

Im fakultativ zweiwirtigen Lebenszyklus von T. gondii werden anhand der Morphologie und 

biologischen Eigenschaften drei infektiöse Stadien des Parasiten (Tachyzoiten, Bradyzoiten und 

sporulierte Oozysten) unterschieden (DUBEY et al. 1998), welche nachfolgend detaillierter beschrieben 

werden. Diese Stadien sind sowohl für den End- als auch Zwischenwirt infektiös.  

Tachyzoiten 

Das Stadium des Tachyzoiten (tachy [griechisch]= schnell) wird auch als Trophozoit oder proliferative 

Form bezeichnet und kann grundsätzlich alle kernhaltigen Zellen warmblütiger Tiere und des 

Menschen aktiv befallen (DOBROWOLSKI und SIBLEY 1996, DUBEY et al. 1998). Der Begriff Tachyzoit 

wurde erstmals von FRENKEL (1973) geprägt und spiegelt die schnelle Replikation dieses Stadiums in 

Wirtszellen wider. Sie treten in der Phase der akuten Infektion und bei Reaktivierung einer 

bestehenden Infektion auf. Tachyzoiten haben eine halbmondförmige Gestalt, sind ca. 2 x 6 µm groß 

und beherbergen einen zentral gelegenen Zellkern (DUBEY et al. 1998). Der am Vorderende gelegene 

Apikalkomplex setzt sich aus spezifischen Organellen (Conoid, Rhoptrien, Mikronemen) zusammen, die 

eine bedeutende Rolle für die Anheftung an die Wirtszellmembran und Penetration der Wirtszelle 
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spielen (NICHOLS et al. 1983, CHIAPPINO et al. 1984, DUBEY et al. 1998). Nachdem Tachyzoiten die 

Wirtszelle aktiv invadiert haben, sind sie von einer parasitophoren Vakuole (PV) umgeben und 

beginnen mit einer schnellen asexuellen Replikation, der Endodyogenie (SHEFFIELD und MELTON 

1968, DUBEY et al. 1998). Dieser Vorgang der Zweiteilung wiederholt sich mehrfach, bis die Mutterzelle 

rupturiert, die Tochterzellen entlässt und diese neue Zellen infizieren (DUBEY et al. 1998). Invasions- 

und Wachstumsraten variieren dabei in Abhängigkeit von der Art der Wirtszellen und dem T. gondii-

Stamm (KAUFMAN und MALONEY 1962, APPLEFORD und SMITH 1997). Unter Einfluss der wirtseigenen 

Immunabwehr differenzieren sich Tachyzoiten zu Bradyzoiten (MONTOYA und LIESENFELD 2004, KIM 

und WEISS 2008).  

Bradyzoiten und Gewebszysten 

Der Begriff Bradyzoit (brady [griechisch] = langsam) wurde von FRENKEL (1973) geprägt und stellt das 

Dauerstadium oder auch die „Ruheform“ des Parasiten dar (DUBEY et al. 1998). Bradyzoiten werden 

auch als Cystozoiten bezeichnet, sind bogenförmig, 1,5 x 7 µm groß und besitzen im Gegensatz zu 

Tachyzoiten einen exzentrisch gelegenen Zellkern (DUBEY et al. 1998). Sie vermehren sich nur langsam 

durch Endodyogenie innerhalb von sogenannten Gewebszysten (FERGUSON und HUTCHISON 1987a, 

DUBEY et al. 1998, BOHNE et al. 1999). Zwei bis hunderte von Bradyzoiten können eine Gewebszyste 

formieren, die eine dünne und elastische Wand besitzt (MEHLHORN und FRENKEL 1980). Entsprechend 

der enthaltenen Anzahl an Bradyzoiten können Gewebszysten sehr unterschiedliche Größen 

annehmen und variieren zwischen 5 µm bei sehr jungen Gewebszysten und 70 - 100 µm Durchmesser 

bei reifen Gehirn- und Muskulaturzysten (DUBEY 1977, DUBEY et al. 1998). Die Entwicklung der 

Gewebszysten vollzieht sich im Zytoplasma der Wirtszelle, wobei sie überwiegend im neuronalen und 

muskulären Gewebe vorkommen (DUBEY 1988, DUBEY et al. 1998). DUBEY und FRENKEL (1976) 

führten eine erste tiefgründige Studie über die Entwicklung von Gewebszysten durch und beschrieben 

deren erstes Auftreten in Mäusen bereits drei bis sechs Tage nach Infektion mit Tachyzoiten. Es ist 

außerdem bekannt, dass dieses Parasitenstadium im Wirtsgewebe meist reaktionslos über viele Jahre 

und sogar lebenslang persistiert (FERGUSON und HUTCHISON 1987b, BOHNE et al. 1999, MONTOYA 

und LIESENFELD 2004, KIM und WEISS 2008). Darüber hinaus ist von verschiedenen Autoren 

beschrieben, dass beim Zerfall von Gewebszysten Bradyzoiten sich wieder in Tachyzoiten 

differenzieren können, um neue Wirtszellen zu befallen (DUBEY 1998, TENTER et al. 2000). 

Oozysten 

Bei der sexuellen Vermehrung von T. gondii im Darm des Endwirtes entstehen Oozysten, die mit dem 

Kot in die Umwelt freigesetzt werden (MILLER et al. 1972, DUBEY 2009). Die zunächst unsporulierten 

rundlichen Oozysten sind ca. 10 x 12 µm groß und mit dem Sporonten nahezu vollständig ausgefüllt 

(DUBEY et al. 1998). Die Sporulation und damit die Entwicklung zur infektiösen Oozyste erfolgt 

außerhalb des Endwirtes je nach Umweltbedingungen nach eins bis fünf Tagen (DUBEY et al. 1998). 

Hierbei bilden sich in jeder Oozyste zwei elipsoidale, ca. 6 x 8 µm große Sporozysten, die wiederum 

jeweils vier Sporozoiten enthalten (DUBEY et al. 1970a, DUBEY et al. 1970b, FERGUSON et al. 1979, 

DUBEY et al. 1998).  
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Lebenszyklus 

Entwicklung im Zwischenwirt 

Zwischenwirte können sich über die Aufnahme von Gewebszysten oder sporulierter Oozysten aus der 

Umwelt oder Nahrung infizieren. Nach Auflösung der Zysten- bzw. Oozystenwand durch proteolytische 

Enzyme des Gastrointestinaltraktes, penetrieren die freigesetzten Bradyzoiten bzw. Sporozoiten die 

Darmschleimhaut und vermehren sich in Form von Tachyzoiten ungeschlechtlich durch Endodyogenie 

(DUBEY et al. 1998, TENTER et al. 2000). Über lokale Lymphknoten und dem lympho-hämatogenen 

Weg erfolgt eine Verbreitung in weitere Organe und Gewebe des Zwischenwirtes, in denen sich die 

Tachyzoiten weiter durch schnelle Endodyogenie vermehren. In immunkompetenten Zwischenwirten 

entstehen dann unter Einwirkung des Immunsystems wieder Bradyzoiten in Gewebszysten (DUBEY et 

al. 1998, MONTOYA und LIESENFELD 2004, KIM und WEISS 2008), welche jahre- oder sogar lebenslang 

im Ruhezustand persistieren können (FERGUSON und HUTCHISON 1987b, BOHNE et al. 1999, 

MONTOYA und LIESENFELD 2004, KIM und WEISS 2008). Eine Reaktivierung der Toxoplasmose kann z. 

B. durch Immunsuppression des Wirtes auftreten (MONTOYA und LIESENFELD 2004, KIM und WEISS 

2008). 

Entwicklung im Endwirt  

Feliden können sich durch die orale Aufnahme von sporulierten Oozysten oder Gewebszysten von 

Zwischenwirten infizieren (DUBEY und FRENKEL 1976, DUBEY 1996). Erfolgt die Infektion über 

Gewebszysten, wird nach der Freisetzung der Bradyzoiten im Zuge der Magen-Darm-Passage die 

ungeschlechtliche Vermehrung (Endodyogenie) in den Epithelzellen des Dünndarms eingeleitet 

(DUBEY und FRENKEL 1972, DUBEY et al. 1998). Anschließend beginnt die sexuelle Vermehrungsphase 

(Gamogonie), in der sich die entstandenen Merozoiten in Makro- und Mikrogamonten differenzieren, 

aus denen wiederum die Makrogameten und bewegliche Mikrogameten hervorgehen (DUBEY und 

FRENKEL 1972, FREYRE et al. 1989). Die Oozysten entstehen dann aus der Vereinigung der 

Makrogameten mit den Mikrogameten und werden durch Ruptur der Darmepithelzellen ins 

Darmlumen freigegeben. Katzen können Millionen von Oozysten pro Gramm Kot über einen Zeitraum 

von bis zu 20 Tagen ausscheiden (HEYDORN 1979, TENTER et al. 2000, DUBEY 2001). Die Präpatenz 

beträgt nach einer Bradyzoiten-Infektion drei bis zehn Tage (FREYRE et al. 1989, DUBEY et al. 1998). 

Im Gegensatz dazu beträgt die Präpatenz nach einer Oozysten-Infektion mindestens 18 Tage (DUBEY 

1996) und weniger als 30 % der Katzen, die sich auf diese Weise infizieren, scheiden Oozysten aus 

(DUBEY und FRENKEL 1976, DUBEY 1996). Es ist bekannt, dass nach der Erstinfektion keine lebenslange 

Immunität ausgebildet wird und z. B. eine erneute T. gondii-Oozystenausscheidung in Katzen durch 

eine experimentelle Superinfektion mit T. gondii oder nach Sekundärinfektionen mit anderen 

Kokzidien wie Cystoisospora felis ausgelöst werden konnte (CHESSUM 1972, DUBEY 1976, DUBEY 

1995).  
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2.1.3 Vorkommen und klonale Linien 

Die große Mehrheit (ca. 95 %) der T. gondii-Stämme lassen sich drei klonalen Linien, bekannt als Typ I, 

II und III, zuordnen (HOWE und SIBLEY 1995, SIBLEY et al. 2009), die in Nordamerika und Europa 

dominieren. In Südamerika treten neben den vorherrschenden Genotypen I und III auch häufiger 

atypische Stämme auf (PEYRON et al. 2006, SIBLEY et al. 2009). KHAN et al. (2011) beschrieben 

außerdem anhand der genetischen Analyse von atypischen T. gondii-Stämmen eine vierte klonale 

Linie, die in Wildtieren Nordamerikas gefunden wurde. Die klonalen Linien unterscheiden sich 

hinsichtlich diverser Aspekte, wie z. B. ihrer Wachstumsrate und ihrer Virulenz im Mausmodell. HOWE 

et al. (1996) und MORDUE et al. (2001) forschten dabei intensiv hinsichtlich Virulenzunterschiede im 

Mausmodell. Der Typ-I-Stamm zeichnet sich durch eine sehr hohe Virulenz in sämtlichen Mauslinien 

aus und führt zu letalen Infektionen (letale Dosis (LD100) ca. 1 Parasit). Im Gegensatz dazu weisen 

Stämme der Genotypen II und III eine deutlich geringere Virulenz (mittlere LD (LD50) ≥ 105 Parasiten) 

auf (SIBLEY et al. 2009). 

Ungefähr ein Drittel der Weltbevölkerung soll nach Schätzungen mit T. gondii infiziert sein, wobei die 

meisten Infektionen asymptomatisch verlaufen (HILL und DUBEY 2002, MONTOYA und LIESENFELD 

2004, WEISS und DUBEY 2009). Innerhalb der Bevölkerung existieren allerdings in Abhängigkeit von 

Kontinent, Land, Region und Personengruppe deutliche Prävalenzunterschiede (TENTER et al. 2000, 

PAPPAS et al. 2009). Anhand einer repräsentativen serologischen Studie in Deutschland von WILKING 

et al. (2016) waren 55 % der Probanden seropositiv für T. gondii. Außerdem konnte gezeigt werden, 

dass die Seroprävalenz mit steigendem Lebensalter deutlich zunimmt (20 % bei 18 - 29-Jährigen, 77 % 

bei 70 - 79-Jährigen; WILKING et al. (2016)).  

Aviäre Toxoplasmose 

Infektionen mit T. gondii sind weltweit nicht nur im Menschen und vielen Säugetieren vorherrschend, 

sondern konnten auch in zahlreichen Wild-, Zoo- und Ziervögeln und im Nutzgeflügel nachgewiesen 

werden (TENTER et al. 2000, DUBEY 2002, DUBEY 2010, BANGOURA et al. 2011). Dabei kommt es bei 

den meisten Vogelarten in der Regel zu subklinischen oder asymptomatischen Krankheitsverläufen 

(DUBEY 2002), allerdings ist bei einigen Vogelspezies wie Kanarienvögel oder Tauben eine höhere 

Empfindlichkeit bekannt, mit zum Teil schwerwiegenden Krankheitsverläufen und auch Todesfällen 

(DUBEY 2002, BANGOURA et al. 2011). 

Hühner gelten als empfänglich für T. gondii-Infektionen (DUBEY 2010). Hohe Seroprävalenzen von 30 

- 50 % in Freilandhaltungen und bis zu 100 % in Hinterhofhaltungen konnten in diversen Studien 

nachgewiesen werden (DUBEY 2010). Dies unterstreicht die Annahme, dass Hühner vor allem in diesen 

Haltungsformen eine bedeutende Rolle in der Epidemiologie von T. gondii spielen und als guter 

Indikator für Bodenkontaminationen mit T. gondii angesehen werden können (DUBEY 2010). In 

Seroprävalenzstudien von Freiland- und Hinterhofhühnern in Deutschland und Österreich konnte 

ausschließlich der Genotyp II nachgewiesen werden (DUBEY et al. 2005, SCHARES et al. 2017). 
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2.1.4 Pathogenese und Bedeutung der Toxoplasma gondii-Infektion beim Huhn 

Hühner werden als relativ resistent gegenüber einer klinischen Toxoplasmose angesehen und es gibt 

nur vereinzelte Berichte über eine klinische Manifestation der Infektion (BIANCIFIORI et al. 1986, 

KANETO et al. 1997, DUBEY 2010, BANGOURA et al. 2011). Eine bestätigte Toxoplasmose wurde 

erstmals von ERICHSEN und HARBOE (1953) in Legehühnern eines Bestandes aus Norwegen berichtet, 

in dem klinische Symptome wie Anorexie, Diarrhoe, Blindheit und plötzliche Todesfälle auftraten. In 

den folgenden Jahren erschienen weitere vereinzelte Berichte klinischer Toxoplasmosen aus diversen 

Ländern Europas, Kanada, Südamerika, USA und China (DUBEY 2010), in denen überwiegend Anorexie, 

Blindheit und Paralyse beschrieben wurden. Plötzliche Todesfälle, Torticollis und Stehunfähigkeit von 

mehreren Hühnern wurde in einer Hinterhofhaltung in Illinois beschrieben (DUBEY et al. 2007). 

Interessanterweise berichteten kürzlich VIELMO et al. (2019) von einem Ausbruch einer klinischen 

Toxoplasmose in Haushühnern und Perlhühnern auf einer kleinen Farm in Südbrasilien. Von den 47 

Haushühnern des Bestandes zeigten 13 Tiere unspezifische klinische Symptome über einen Zeitraum 

von 24 - 72 Stunden wie Lethargie, Anorexie und Diarrhoe und 9 Hühner verstarben. Pathologische 

Untersuchungen zeigten eine schlechte Körperkondition von vereinzelten Tieren und histologisch 

konnten typische Anzeichen von entzündlichen Infiltrationen und Nekroseherde in Assoziation mit 

intraläsionalen T. gondii-Stadien in verschiedenen Geweben wie Gehirn, Lunge, Leber, Myokard und 

Milz nachgewiesen werden. Mit Hilfe von Polymerase-Kettenreaktion (PCR)-Untersuchungen wurde 

ein atypischer brasilianischer Genotyp (ToxoDB PCR-RFLP #280) identifiziert. In den meisten Studien 

mit experimentellen T. gondii-Infektionen (oral oder parenteral) blieben die Hühner asymptomatisch 

oder entwickelten lediglich milde klinische Symptome, wie z. B. einen Legeabfall (BIANCIFIORI et al. 

1986, KANETO et al. 1997, DUBEY 2010). Als T. gondii-Prädilektionsstellen beim Huhn werden 

vorwiegend Herz, Gehirn und Muskelgewebe wie Bein- und Brustmuskulatur angesehen (DUBEY et al. 

1993, SEDLÁK et al. 2000, DUBEY 2010), die Zystendichte wird als eher gering eingeordnet (SEDLÁK et 

al. 2000). Das Huhn stellt somit eine potenzielle Infektionsquelle für den Menschen dar, wenn z. B. 

Geflügelfleisch nicht ausreichend durcherhitzt wird und die Gefahr einer Übertragung durch 

Gewebszysten von T. gondii gegeben ist. Das Risiko einer Erregerübertragung über rohe Eier ist gering, 

da T. gondii nur selten über Hühnereier ausgeschieden wird (DUBEY 2010). Allerdings gibt es 

vereinzelte Berichte, in denen T. gondii im Hühnerei nachgewiesen werden konnte (PANDE et al. 1961). 

Daher sollte der Mensch auf den Konsum roher Eier nicht nur hinsichtlich der Gefahr einer 

Salmonelleninfektion verzichten (DUBEY 2010). 

2.1.4.1 Zielzellen von Toxoplasma gondii im Hühnerblut 

T. gondii besitzt als obligat intrazellulärer Parasit nicht nur ein weites Wirtsspektrum, sondern kann 

sich auch potenziell in nahezu allen zellkernhaltigen Zellen vermehren (SIBLEY 2004, MUNOZ et al. 

2011). In vitro konnte eine Präferenz von T. gondii-Tachyzoiten, sich in humanen Monozyten zu 

replizieren, festgestellt werden (CHANNON et al. 2000). Verschiedene Studien in Mäusen deuten auf 

eine Transportfunktion von Dendritischen Zellen (DC) und Monozyten/Makrophagen bei T. gondii-

Infektion hin (COURRET et al. 2006, Lambert et al. 2006, 2009, LAMBERT und BARRAGAN 2010) und 

auch Natürliche Killerzellen (NK-Zellen) sowie T-Lymphozyten scheinen an der Verbreitung von T. 

gondii im Wirt beteiligt zu sein (PERSSON et al. 2007, 2009, LAMBERT und BARRAGAN 2010). Es ist 
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außerdem bereits bekannt, dass sich T. gondii im Huhn in Monozyten und DC vermehren kann und 

diese Zellen erfolgreich zur eigenen Verbreitung nutzt (MALKWITZ et al. 2013, QUÉRÉ et al. 2013). Es 

konnten keine substantiellen Unterschiede im Replikationsverlauf zwischen T. gondii Genotyp II 

(ME49) und III (NED) bei gleicher Infektionsdosis in Hühnermakrophagenkulturen beobachtet werden 

(MALKWITZ et al. 2018). Dahingegen konnte in Erythrozyten und Thrombozyten von Hühnern eine 

Parasitenreplikation in vitro nicht nachgewiesen werden (TANABE et al. 1980, MALKWITZ et al. 2017) 

und ein kontinuierlicher Abfall der Parasitenstadien in Primärkulturen von Hühnererythrozyten und -

thrombozyten wurde registriert (MALKWITZ et al. 2017). Daher lässt sich schlussfolgern, dass 

Hühnererythrozyten und –thrombozyten keine Wirtszellen für T. gondii darstellen.  

 

2.2 Eimeria tenella 

2.2.1 Taxonomie 

Eimeria (E.) tenella gehört wie T. gondii zum Stamm der Apicomplexa und der Unterklasse Coccidia. In 

der Ordnung Eimeriida zählt der Erreger zur Familie der Eimeriidae und der Gattung Eimeria 

(SCHNIEDER 2006). Die französischen Forscher RAILLIET und LUCET (1891a, b) entdeckten erstmalig 

Oozysten als Übertragungsstadium dieses Parasiten im Zäkum von Hühnern und führten erste 

experimentelle Infektionsversuche durch. Sie benannten ihn zunächst Coccidium tenellum, was später 

zu E. tenella geändert wurde (RAILLIET 1913). FANTHAM (1910) beschrieb erstmalig einen detaillierten 

Lebenszyklus und Schlüsselpunkte der Erregerbiologie von Eimerien in Moorschneehühnern (Lagopus 

lagopus), die er Eimeria avium benannte. TYZZER (1929) verfasste eine bedeutende Übersicht der 

frühen Literatur, die einen Meilenstein in der Geschichte der Kokzidiose-Forschung darstellt.  

Bisher konnten beim Huhn neun unterschiedlich pathogene Eimeria-Arten (E. tenella, E. maxima, E. 

necatrix, E. acervulina, E. mitis, E. praecox, E. brunetti, E. mivati und E. hagani) identifiziert werden 

(MCDOUGALD und FITZ-COY 2013).  

2.2.2 Morphologie und Entwicklungszyklus 

Das Huhn stellt den einzigen natürlichen Wirt von E. tenella dar, was die hohe Wirtsspezifität dieses 

Erregers unterstreicht (JOHNSON 1923, MCDOUGALD und FITZ-COY 2013). Der monoxene 

Lebenszyklus von E. tenella lässt sich in eine exogene und endogene Phase unterteilen.  

Die exogene Phase findet in der Umwelt statt, wobei die mit dem Hühnerkot ausgeschiedenen 

unsporulierten Oozysten in Abhängigkeit von der Umgebungstemperatur und –feuchtigkeit innerhalb 

von 48 - 72 Stunden sporulieren und ihre Infektiösität erlangen (SHIRLEY et al. 2005, MCDOUGALD und 

FITZ-COY 2013, BLAKE und TOMLEY 2014). Sporulierte Oozysten sind sehr widerstandsfähig und 

können als Dauerstadium lange Perioden von mehreren Monaten in der Umwelt überleben (FARR und 

WEHR 1949, JEURISSEN et al. 1996). Experimentell konnten unter verschiedenen Umweltbedingungen 

eine Überlebenssdauer von bis zu 21,5 Monaten im Boden nachgewiesen werden (FARR und WEHR 

1949). Die eiförmigen Oozysten sind ca. 19,5 - 26 µm lang und 16,5 - 22,8 µm breit (TYZZER 1929) und 

enthalten vier Sporozysten mit jeweils zwei Sporozoiten. Das Huhn infiziert sich über die orale 

Aufnahme von sporulierten Oozysten aus der Umgebung.  
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Die endogene Phase findet im Gastrointestinaltrakt des Huhnes statt, in der man eine asexuelle 

(Schizogonie) und sexuelle (Gametogonie) Vermehrungsphase unterscheidet, welche in die 

Ausscheidung von unsporulierten Oozysten mit dem Kot resultiert (SHIRLEY et al. 2005). Nach oraler 

Aufnahme der sporulierten Oozysten wird im Muskelmagen die Oozystenwand durch mechanische 

und enzymatische Einwirkung aufgebrochen und die Sporozysten mit Sporozoiten werden freigesetzt. 

Die Sporozoiten invadieren nun Epithelzellen der Darmzotten und werden bei E. tenella innerhalb von 

intraepithelialen Lymphozyten zu den Darmkrypten transportiert (FERNANDO et al. 1987, SHIRLEY et 

al. 2005). Dabei soll es sich vermutlich um Cluster of Differentiation (CD)8+-T-Zellen oder Makrophagen 

handeln (TROUT und LILLEHOJ 1993, 1995). Innerhalb der Epithelzellen der Darmkrypten beginnt nun 

die Schizogonie (auch Merogonie genannt), die in drei Durchgängen abläuft (CHAPMAN und SHIRLEY 

2003, MCDOUGALD und FITZ-COY 2013). Bei der Ruptur der zweiten Generation der Schizonten mit 

nachfolgender Freisetzung der Merozoiten entstehen die schwerwiegendsten Gewebsschäden und die 

damit verbundenen typischen Symptome der Kokzidiose (MCDOUGALD und FITZ-COY 2013). In der 

anschließenden sexuellen Vermehrungsphase differenzieren sich die entstandenen Merozoiten zu 

Gameten. Es bilden sich weibliche Makrogameten und männliche, motile Mikrogameten, durch deren 

Vereinigung Zygoten entstehen, die zu Oozysten heranreifen (MCDOUGALD und FITZ-COY 2013, BLAKE 

und TOMLEY 2014). Die Oozysten verlassen das Epithel, gelangen in das Darmlumen und werden über 

den Kot ausgeschieden. Die Präpatenz beträgt ca. 5,5 Tage (CHAPMAN und SHIRLEY 2003, 

MCDOUGALD und FITZ-COY 2013).  

Es ist bekannt, dass alle endogenen E. tenella-Entwicklungsstadien immunogen sind, allerdings spielen 

vor allem die frühen Stadien der endogenen Phase eine wichtige Rolle in der protektiven 

Immunitätsausbildung (MCDONALD et al. 1986, SHIRLEY et al. 2005, BLAKE und TOMLEY 2014). 

2.2.3 Vorkommen und Bedeutung 

E. tenella ist ein wichtiger Vertreter der bisher mehr als 1000 beschriebenen Eimeria-Spezies (BLAKE 

2015) und gilt als weltweit verbreiteter Darmparasit der Hühner (MCDOUGALD 1998). 

Prävalenzstudien aus verschiedenen geographischen Regionen der Erde unterstreichen das ubiquitäre 

Vorkommen in Hühnerhaltungen (MCDOUGALD und FITZ-COY 2013, FATOBA und ADELEKE 2018). E. 

tenella gehört mit E. necatrix zu den pathogensten Eimerien der Hühner (MCDOUGALD und FITZ-COY 

2013).  

E. tenella zählt zu den Hauptverursachern der Kokzidiose in Hühnern, die als eine der bedeutendsten 

Infektionskrankheiten in der Geflügelproduktion weltweit angesehen wird (MCDOUGALD und FITZ-

COY 2013). Trotz vieler Fortschritte im Bereich der Chemotherapie, Vakzineentwicklung, Ernährung 

und Managementoptimierung verursacht die Kokzidiose der Hühner global jährliche Kosten von 

geschätzt mehr als drei Milliarden US-Dollar (WILLIAMS 1999, DALLOUL und LILLEHOJ 2006, BLAKE und 

TOMLEY 2014). Diese fließen sowohl als Investitionen in die Prophylaxe und Behandlung, sind aber 

auch den resultierenden teils hohen Produktionsverlusten in der Broilerindustrie geschuldet (BLAKE 

und TOMLEY 2014). Das zunehmende Auftreten von Resistenzen gegenüber Antikokzidia, hohe 

Erregerprävalenzen und eine ausgeprägte Persistenz in der Umwelt führen trotz üblicher 

Kokzidiosekontrolle immer wieder zu Krankheitsausbrüchen und subklinischen Infektionen, die einen 

signifikanten Einfluss auf die Produktivität und Lebensmittelsicherheit haben (PEEK und LANDMAN 
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2011, BLAKE und TOMLEY 2014). Demzufolge sind die ständige Weiterentwicklung und Verbesserung 

der effizienten Kontrolle der Kokzidiose unabdingbar, um der Geflügelindustrie als einem der am 

schnellsten wachsenden Landwirtschaftssektoren, der maßgeblich an der Ernährung des stetig 

wachsenden Weltbevölkerung beteiligt ist, gerecht zu werden (BLAKE und TOMLEY 2014, FATOBA und 

ADELEKE 2018). 

2.2.4 Pathogenese der Eimeria tenella-Infektion beim Huhn 

E. tenella kann generell Hühner aller Altersklassen und Rassen befallen, wobei es normalerweise im 

Alter von drei bis sechs Lebenswochen zu Krankheitsausbrüchen kommt (MCDOUGALD und FITZ-COY 

2013). Bereits milde Infektionen führen zur Ausbildung einer stabilen Immunität, die erneute 

Infektionen limitiert (JOHNSON 1923, MCDOUGALD und FITZ-COY 2013). Es handelt sich um eine 

selbst-limitierende Erkrankung, deren Schweregrad direkt von der Anzahl der aufgenommenen 

sporulierten Oozysten abhängig ist (JOHNSON 1923, CHAPMAN 2014).  

Als Besiedler des Zäkums führt E. tenella zu teils schwerwiegenden Krankheitsverläufen mit hoher 

Morbidität und Mortalität, hämorrhagischem Durchfall, Zerstörung der Darmzotten, einer reduzierten 

Futteraufnahme und geringeren Gewichtszunahmen bis hin zu Gewichtsverlusten (WILLIAMS 1996, 

MCDOUGALD und FITZ-COY 2013, CHAPMAN 2014, BLAKE 2015). Schizonten der 2. Generation stellen 

aufgrund ihrer Entwicklung in der Lamina propria mucosae das pathogenste Stadium des Parasiten dar. 

Im Zuge ihrer Heranreifung und Freisetzung werden die Mukosa und angrenzende Blutgefäße 

rupturiert (MCDOUGALD und FITZ-COY 2013). Die Mortalität erreicht sechs bis sieben Tage nach 

Infektion ihren Höhepunkt. Die anschließende Depression der Gewichtszunahme wird zwar teilweise 

wieder aufgeholt, aber im Allgemeinen bleibt das Wachstum immer hinter dem von uninfizierten 

Tieren zurück (DALLOUL und LILLEHOJ 2006, MCDOUGALD und FITZ-COY 2013).  

Mehrere Wissenschaftler entwickelten zwischen 1940 und 1970 unterschiedliche Ansätze für 

Scoringsysteme, um das Ausmaß der entstandenen Darmläsionen nach einer E. tenella-Infektion 

makroskopisch beurteilen zu können. JOHNSON und REID (1970) entwickelten basierend auf einer 

Übersicht der damals verfügbaren Literatur ein Beurteilungssystem von 0 (keine Läsionen) bis + 4 

(schwerwiegendste Läsionen) für sechs verschiedene Eimeria-Spezies des Huhnes, einschließlich E. 

tenella. Dies sollte eine Standardisierung in der Bewertung der Pathogenität anhand ausgewählter 

Kriterien herbeiführen, und damit auch eine Hilfestellung in der Bewertung der Wirksamkeit von 

Antikokzidia bieten.  
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2.2.4.1 Koinfektionen mit Eimeria tenella beim Huhn 

Mischinfektionen von E. tenella und anderen Eimerienspezies sind häufig unter Feldbedingungen 

anzutreffen (WILLIAMS et al. 1996, HAUG et al. 2008, GYÖRKE et al. 2013). WILLIAMS et al. (1996) 

beschrieben Eimerienkoinfektionen mit bis zu sechs verschiedenen Spezies in 95 % von 22 

untersuchten kommerziellen Hühnerhaltungen in Frankreich. In einer Studie von HAUG et al. (2008) in 

Norwegen konnten in 54 % der Eimeria-positiv getesteten Broilerherden Koinfektionen von E. tenella 

und E. acervulina nachgewiesen werden. Desweiteren wurden unterschiedliche Kombinationen von 

Mischinfektionen von E. tenella und E. acervulina mit E. maxima, E. praecox und E. necatrix in 23 % der 

positiv-befundeten Herden detektiert. GYÖRKE et al. (2013) untersuchten Kotproben von 23 

Broilerherden aus 12 Betrieben in Rumänien und konnten Mischinfektionen mit E. tenella in 61 % der 

Herden nachweisen. Dabei war die Prävalenz von Mischinfektionen signifikant höher in kleineren 

Betrieben verglichen zu mittleren und großen Betrieben. Die häufigste gefundene Koinfektion war E. 

tenella und E. acervulina. 17 % der untersuchten Herden wiesen Mischinfektionen mit E. acervulina, E. 

tenella und E. maxima auf.  

Verschiedene Publikationen berichten über eine Assoziation zwischen Eimerieninfektionen und einer 

erhöhten intestinalen Besiedlung mit bakteriellen Pathogenen wie Clostridium (Cl.) perfringens und 

Salmonella enterica Serovar Typhimurium und Enteritidis (BABA et al. 1982, QIN et al. 1996, COLLIER 

et al. 2008, BLAKE und TOMLEY 2014). Infektionen mit E. tenella oder anderen Eimeria-Spezies beim 

Huhn gelten unter anderem als prädisponierende Faktoren für die Entstehung der Nekrotischen 

Enteritis (WILLIAMS et al. 2003, WILLIAMS 2005), deren Hauptverursacher Cl. perfringens Typ A 

darstellt (BABA et al. 1997, WILLIAMS 2005). Koinfektionsstudien mit verschiedenen Eimeria-Spezies 

und Cl. perfringens demonstrierten massivere Darmläsionen in den mischinfizierten Hühnern als in 

monoinfizierten Gruppen (PARK et al. 2008, BANGOURA et al. 2014). MACDONALD et al. (2019) 

demonstrierten in mehreren In-vivo-Studien, dass Koinfektionen von E. tenella und Campylobacter (C.) 

jejuni zu einem dosisabhängigen signifikanten Anstieg der C. jejuni-Kolonisation im Zäkum führte. 

In der Literatur sind auch vereinzelt Studien über Mischinfektionen von E. tenella und verschiedenen 

Virusinfektionen beim Huhn beschrieben. GIAMBRONE et al. (1977) untersuchten inwieweit eine 

vorangegangene Exposition mit dem Erreger der Infektiösen Bursitis (IBDV) die Empfänglichkeit von 

Küken für E. tenella beeinflusste. Die Autoren detektierten eine signifikant höhere Mortalität, 

schwerere Darmläsionen und ein früheres Auftreten von blutigem Durchfall in koinfizierten Küken. 

Eine erhöhte Mortalität und massivere Darmläsionen wurden bei Küken auch während 

Mischinfektionen mit E. tenella und dem Retikuloendotheliose-Virus beobachtet (MOTHA und 

EGERTON 1984). Desweiteren zeigte eine Studie von CUI et al. (2016) in Küken, die mit E. tenella und 

dem aviären Leukosevirus (Subtyp J) infiziert wurden, eine deutlich erhöhte Mortalität, geringere 

Gewichtszunahmen, signifikant schwerere Darmläsionen im Zäkum und eine deutlich erhöhte E. 

tenella-Oozystenausscheidung im Vergleich zu monoinfizierten Tieren. Es wird vermutet, dass das 

aviäre Leukosevirus die E. tenella-Pathologie forciert und damit eine Synergie zwischen beiden 

Erregern vorliegt.  
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2.3 Immunsystem des Huhnes 

Forschungsschwerpunkt für das Immunsystem der Vögel stellt aufgrund seiner weltweit 

herausragenden ökonomischen Bedeutung das domestizierte Haushuhn (Gallus gallus domesticus) 

dar. Dank der vollständigen Sequenzierung des Hühnergenoms im Jahre 2004 (International Chicken 

Genome Sequencing Consortium 2004) konnte ein deutlich besseres und detailreicheres Verständnis 

der beteiligten Gene und der grundlegenden Biologie des aviären Immunsystems erreicht werden.  

Grundsätzlich lässt sich sagen, dass das Immunsystem der Vögel im Aufbau mit dem der Säugetiere 

vergleichbar ist und viele Gemeinsamkeiten bestehen. Beide besitzen eine angeborene und adaptive 

Immunantwort, welche sich wiederum aus einer zellvermittelten und humoralen Immunantwort 

zusammensetzen. Bei einer genaueren Betrachtung der beteiligten Organe, Zellen und Moleküle 

eröffnen sich dennoch in diversen Aspekten grundlegende Unterschiede zum Immunsystem der 

Säuger. 

Nachfolgend soll ein Überblick über die Struktur und Besonderheiten des Immunsystems des Huhnes 

gegeben werden, mit Fokus auf die angeborene und erworbene Immunität. 

2.3.1 Struktur und Besonderheiten 

2.3.1.1 Zelluläre Bestandteile 

Antigenpräsentierende Zellen (APC) 

Antigenpräsentierende Zellen ermöglichen die Erkennung von Erregern oder veränderten Körperzellen 

und induzieren die Proliferation und Differenzierung von naiven T-Lymphozyten zu 

immunkompetenten T-Lymphozyten zur Initiierung einer adaptiven Immunantwort. Obwohl nahezu 

alle Zellen des Körpers zur Präsentation von Antigenen auf ihrer Zelloberfläche fähig sind, werden 

unter der Bezeichnung APC meist nur die sogenannten „professionellen“ APC wie Monozyten, 

Makrophagen, DC und B-Lymphozyten zusammengefasst.  

Makrophagen 

Makrophagen sind mononukleäre Leukozyten, die ausgeprägt phagozytotisch aktiv sind und in nahezu 

allen Geweben im Körper anzutreffen sind. Sie gehören zu den APC und spielen daher eine bedeutende 

Rolle in der angeborenen als auch adaptiven Immunantwort, in der Gewebshomöostase und 

Entzündungsreaktionen (GORDON 2003). Sie produzieren diverse Chemokine und Zytokine und 

phagozytieren apoptotische und nekrotische Zellen sowie Pathogene.  

Der Begriff „Makrophage“ wurde erstmals 1884 von Ilya Metchnikoff definiert. Schon hier beschrieb 

er Leukozyten, die in der Lage sind, Fremdsubstanzen und Mikroorganismen zu verdauen und zu 

zerstören (KARNOVSKY 1981).  

Die Entwicklung zu Gewebsmakrophagen erfolgt über die Rekrutierung von zirkulierenden Monozyten 

aus dem Blut. Dies geschieht unter Einwirkung von diversen chemotaktischen Signalen. Die beteiligten 

Moleküle und Signalwege sind beim Vogel noch wenig definiert, man geht allerdings davon aus, dass 



Literaturübersicht 

13 
 

der Mechanismus im Wesentlichen mit dem der Säugetiere vergleichbar ist (KASPERS und KAISER 

2014). 

Eine bedeutende mikrobizide Eigenschaft von Makrophagen ist die Fähigkeit zur Produktion von 

reaktiven Sauerstoff- und Stickstoffintermediaten. Die Produktion von Stickoxiden durch 

Hühnermakrophagen wurde erstmals von SUNG et al. (1991) bestätigt. Der Nachweis der 

induzierbaren Stickoxidsynthase (iNOS) ist mittlerweile eine gebräuchliche Methode, um die 

Aktivierung von Hühnermakrophagen zu ermitteln (KASPERS und KAISER 2014). Diverse Studien 

bestätigen die Produktion von diversen pro-inflammatorischen Zytokinen wie Interleukin (IL)-1β 

(WEINING et al. 1998, GYORFY et al. 2003) oder IL-6 (SCHNEIDER et al. 2001, SMITH et al. 2005) sowie 

anti-inflammatorischer Zytokine wie IL-10 in Hühnermakrophagen (ROTHWELL et al. 2004).  

Dendritische Zellen (DC) 

DC gehören ebenfalls zu den APC, reifen im Gewebe aus Monozyten und fungieren als wichtige 

Verlinkung zwischen angeborener und adaptiver Immunantwort. Sie bilden lange Zellfortsätze mit 

zytoplasmatischen Granula. Ähnlich wie bei Säugern werden auch beim Huhn verschiedene Subtypen 

von DC unterschieden. Sekretorische DC der Bursa Fabricii (BSDC) wurden erstmalig von OLÁH und 

GLICK (1978b) beschrieben und spielen durch Präsentation von Immunkomplexen an ihrer 

Zelloberfläche eine wichtige Rolle in der Reifung der B-Zellen nach dem Schlupf der Küken (GLICK 

1991). DC des Thymus besitzen eine wichtige Funktion bei der Differenzierung von T-Vorläuferzellen 

über positive und negative Selektion (NAGY et al. 2016). Interdigitierende DC finden sich in den 

periarteriolären lymphatischen Scheiden (PALS) der Milz und stimulieren naive T-Zellen (NAGY et al. 

2016). Follikuläre DC konnten beim Huhn in den Keimzentren der Milz, Ösophagus-, Pylorus- und 

Zäkaltonsillen sowie in der Harder’schen Drüse nachgewiesen werden (DEL CACHO et al. 1993, 

GALLEGO et al. 1993, OLÁH und GLICK 1995, NAGY et al. 2005, NAGY und OLÁH 2007). Die DC im 

Plattenepithel der Haut werden als Langerhans-Zellen bezeichnet. 

WU et al. (2010) beschrieben erstmalig die In-vitro-Generierung von DC aus 

Knochenmarkvorläuferzellen des Huhnes. Die Fähigkeit von DC, eine protektive Immunantwort 

gegenüber einer Infektion mit verschiedenen Eimerien im Huhn zu generieren, konnten von DEL 

CACHO et al. (2012) belegt werden. Interessanterweise können DC auch als Replikationsort von 

intrazellulären Parasiten wie T. gondii dienen und zu deren Verbreitung beitragen (QUÉRÉ et al. 2013).  

B-Lymphozyten 

Die Bursa Fabricii des Huhnes stellt das Organ der primären B-Zell-Lymphopoese dar. Da B-Lymhozyten 

befähigt sind, protektive Antikörper zu bilden, repräsentieren sie einen wichtigen Zweig der humoralen 

Immunabwehr. Im Gegensatz zu den meisten Säugetieren, bei denen die Antikörpervielfalt durch 

Neuanordnung von Immunglobulingenen sichergestellt wird, findet bei Vögeln zusätzlich eine 

somatische Genkonversion statt (MCCORMACK et al. 1991). 

Die Entwicklung der B-Lymphozyten kann in drei Phasen unterteilt werden: die prä-bursale, bursale 

und post-bursale Entwicklungsphase. B-Vorläuferzellen wandern zwischen dem 8. und 14. 

Embryonaltag über das Blut in die Bursa Fabricii ein (LE DOUARIN et al. 1975, HOUSSAINT et al. 1976). 
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Zunächst erfolgt eine Migration in das Mesenchym und anschließende Weiterentwicklung in den 

Bursafollikeln. Naive B-Lymphozyten gelangen dann nach dem Schlupf aus der Bursa in die Peripherie.  

Man unterscheidet zwischen drei verschieden langlebigen B-Zellpopulationen (PARAMITHIOTIS und 

RATCLIFFE 1993, 1996) in der Peripherie, die auf unterschiedliche Wege der B-Zellreifung in der Bursa 

hinweisen. Funktionale Unterschiede zwischen diesen Populationen wurden allerdings bisher nicht 

genauer untersucht.  

Die Aktivierung von B-Lymphozyten erfolgt im Rahmen der Antigenaufnahme und -präsentation an der 

Zelloberfläche über den B-Zellrezeptor und der direkten Interaktion mit CD4+-T-Helferzellen. Der B-

Lymphozyt entwickelt sich zur Plasmazelle, die große Mengen von Antikörpern produzieren kann. 

T-Lymphozyten 

T-Lymphozyten reifen im Thymus heran und zählen zu den wichtigsten Zellen der zellulären Abwehr. 

Sie sind mit einem heterodimerischen T-Zell-Rezeptor (TCR) ausgestattet, der für die 

Antigenerkennung zuständig ist. Der TCR ist dabei aus zwei Domänen verschiedener 

Immunglobulinsuperfamilien aufgebaut: Einer distalen variablen Region (V) und einer proximalen 

konstanten Domäne (C). Die Signalübertragung des TCR wird vermittelt über einen Molekülkomplex, 

der als CD3-Komplex bekannt ist und aus fünf verschiedenen Proteinen aufgebaut ist (CHEN et al. 

1986).  

Hühner haben, wie auch Säugetiere, sowohl αβ- als auch γδ-TCR (CHEN et al. 1991), welche die zwei 

Haupt-T-Zelllinien repräsentieren. Eine weitere Unterteilung wird anhand zusätzlicher 

Oberflächenmoleküle vorgenommen. Hierfür werden die T-Lymphozyten, die αβ-TCR exprimieren, 

anhand des Vorhandenseins der zwei Oberflächenmoleküle CD4 und CD8 weiter unterteilt in CD4+-T-

Helferzellen, die Haupthistokompatibilitätskomplex (Major Histocompatibility complex, MHC)-Klasse-

II-Moleküle erkennen, und in die CD8+-zytotoxischen T-Zellen, die MHC-Klasse-I-Moleküle erkennen. 

CD4+-T-Helferzellen können außerdem weiter unterteilt werden in T-Helferzellen Typ 1 (Th1) und Typ 

2 (Th2), welche unterschiedliche Funktionen in der Bekämpfung von verschiedenen Erregertypen 

besitzen, welche im Abschnitt „Erworbene Immunität“ näher erläutert werden.  

Es ist bekannt, dass Hühner einen deutlich höheren prozentualen Anteil an γδ-T-Zellen besitzen im 

Vergleich zur Maus und dem Menschen. Diese können bis zu 50 % der peripheren T-Lymphozyten 

darstellen (SOWDER et al. 1988, KASAHARA et al. 1993). Die exakte Rolle der γδ-T-Zellen ist nach wie 

vor nicht vollständig geklärt, allerdings wird aufgrund ihrer weiten Verbreitung im Gewebe von einer 

bedeutenden Überwachungsfunktion des Immunsystems ausgegangen. In Infektionsversuchen mit 

Salmonella enterica Typhimurium konnte ein starker Anstieg dieser Zellpopulation verzeichnet werden 

(BERNDT und METHNER 2001, BERNDT et al. 2006, PIEPER et al. 2011).  

T-Lymphozyten können durch Stimulierung über Antigene oder Mitogene Zytokine wie Interferon-γ 

(IFN-γ) produzieren (PROWSE und PALLISTER 1989, LOWENTHAL et al. 1994) und spielen daher eine 

Schlüsselrolle in der zellulären Immunabwehr.  
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Natürliche Killerzellen (NK-Zellen) 

NK-Zellen werden als CD8+-Lymphozyten ohne TCR und Immunglobuline (Ig) bezeichnet und besitzen 

viele Ähnlichkeiten mit zytotoxischen T-Lymphozyten. Sie wurden beim Huhn in hohen Mengen im 

intestinalen Epithel gefunden und nur zu sehr geringen Anteilen (< 1 %) im Blut, Milz und Zäkum 

(GÖBEL et al. 2001). Es ist allerdings denkbar, dass ihr Anteil in der Peripherie deutlich höher ist, aber 

aufgrund fehlender oder ungeeigneter Marker nicht mit geeigneter Sensitivität detektiert werden 

kann (ROGERS et al. 2008). 

Ihre Entwicklung ist im Gegensatz zu B- und T-Lymphozyten unabhängig von Thymus und Bursa Fabricii 

(BUCY et al. 1989). Verschiedene Infektionserreger wie z. B. Mycoplasma gallisepticum (GAUNSON et 

al. 2006) oder dass die Marek’sche Krankheit verursachende Hühner-Herpesvirus 2 (GARCIA-

CAMACHO et al. 2003) induzieren eine erhöhte Anzahl und Aktivität von NK-Zellen. Andere Studien 

berichten von einer herabgesetzten NK-Zellen-Aktivität in intraepithelialen Lymphozytenpopulationen 

bei IBDV (KUMAR et al. 1998). Bisher gibt es allerdings noch keine sicheren Beweise, dass den NK-

Zellen eine essentielle Bedeutung in der Immunantwort verschiedener infektiöser Erkrankungen 

zukommt (ROGERS et al. 2008).  

Heterophile Granulozyten 

Heterophile Granulozyten, auch als Heterophile bezeichnet, gehören zu den ersten Zellen der 

zellulären Abwehr gegenüber Pathogenen und stellen das Äquivalent zu den Neutrophilen 

Granulozyten der Säugetiere dar. Sie sind phagozytotisch aktiv, aber aufgrund fehlender 

Myeloperoxidase nur eingeschränkt zu einem oxidativen Burst fähig (HARMON 1998). Heterophile 

können durch verschiedene entzündliche Stimuli wie Lipopolysaccharide (LPS) oder Pathogene 

aktiviert und in ihrer Anzahl massiv erhöht werden, was eine Produktion diverser pro-

inflammatorischer Zytokine wie IL-1, IL-6 und IL-8 zur Folge hat (KOGUT et al. 2005). 

2.3.1.2 Humorale Bestandteile 

2.3.1.2.1 Immunglobuline 

Hühner bilden drei verschiedene Ig-Isotypen: IgM, IgA und IgY (SHARMA 1999). Das IgM der Hühner 

ist strukturell und funktionell sehr ähnlich zum Säuger-IgM. Es wird als erster antigenspezifischer 

Antikörper nach Antigenkontakt detektiert. Das Pendant zum IgG der Säugetiere wird bei den Hühnern 

durch IgY repräsentiert und stellt den dominierenden Isotyp im Serum da. Es wird nach IgM als 

Bestandteil der primären Antiköperantwort produziert und stellt gleichzeitig den Hauptisotyp in der 

Sekundärantwort dar. Das IgA der Vögel stellt wie bei den Säugern den dominierenden Ig-Isotyp in 

Körpersekreten dar. In der Literatur sind beim Huhn keine Äquivalente zum IgD und IgE der Säugetiere 

beschrieben.  

In verschiedenen Immunisierungsstudien (VAN DER ZIJPP et al. 1982, KREUKNIET et al. 1992) in 

Hühnern, welche mit roten Blutzellen vom Schaf inokuliert wurden, konnte gezeigt werden, dass die 

Primärantwort fünf bis sieben Tage nach Infektion einen Peak erreicht und hauptsächlich IgM-

Antikörper detektiert werden. In der Sekundärantwort wurden überwiegend Antikörper vom IgY-

Isotyp nachgewiesen. 
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2.3.1.2.2 Defensine 

Defensine stellen kleine, antimikrobielle Peptide dar, die in Pflanzen, Insekten, Säugetieren und Vögeln 

vorkommen (KAISER 2010). Ihre Hauptfunktion ist die Bindung und Penetration von Membranen 

mikrobieller Zellen, was zum unmittelbaren Zelltod führt. Desweiteren können sie chemotaktisch 

Effektorzellen der angeborenen Immunantwort anlocken, die bei der Zellzerstörung unterstützen 

(SORURI et al. 2007). In Vögeln ist im Gegensatz zu den Säugetieren nur eine Klasse von Defensinen, 

die β-Defensin-Familie, bekannt (LYNN et al. 2007). Diese werden überwiegend in Epithelzellen und 

Leukozyten exprimiert, wie zum Beispiel in Granula von phagozytotisch aktiven Zellen wie Heterophile 

Granulozyten (HARMON 1998) für eine unmittelbare Freisetzung.  

2.3.1.2.3 Zytokine  

Zytokine sind essentielle Botenstoffmoleküle (Messengermoleküle), die Immunzellen sowohl in der 

angeborenen als auch adaptiven Immunantwort kontrollieren und steuern und eine wichtige Rolle in 

der Aufrechterhaltung der Homöostase spielen (KAISER et al. 2005). Üblicherweise wird eine 

Unterteilung in verschiedene Subfamilien anhand ihrer Struktur, Funktion oder zugehörigen 

Rezeptoren vorgenommen.  Es ist mittlerweile bekannt, dass die Zytokinfamilien der Hühner in einer 

geringeren Anzahl von Genen kodiert sind als diejenigen der Säugetiere (KAISER et al. 2005), welches 

dem Minimalismus im aviären MHC entspricht (KAUFMAN et al. 1999).  

KAISER et al. (2005) konnten Gene von 23 Interleukinen, acht Typ-I-Interferonen, IFN-γ, einem Kolonie-

stimulierenden Faktor (GM-CSF), drei Transformierenden Wachstumsfaktoren (Transforming growth 

factors, TGF), 24 Chemokinen (XCL, 14 CCL, acht CXCL, CX3XL) und zehn Mitgliedern der 

Tumornekrosefaktor-Superfamilie (TNFSF) nachweisen. Seitdem sind weitere Zytokine beim Huhn 

beschrieben worden, wie z. B. G-CSF (GIBSON et al. 2009), M-CSF (GARCEAU et al. 2010) oder IL-34 

(GARCEAU et al. 2010). Eine Übersicht ist in Tabelle 1 gezeigt. 
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Tabelle 1: Zytokine und deren Funktion beim Huhn (Gallus gallus) 

Zytokine Vertreter beim Huhn Funktionen 

Interferone 

Typ I 

Typ II 

 

 

Typ III 

 

IFN-α, IFN-β, IFN-κ, IFN-ω, IFN-τ 

IFN-γ 

 

 

IFN-λ 

 

Anti-viral (SEKELLICK et al. 1994) 

Schlüssel-Zytokin in Th1-Immunantwort, 

Bekämpfung intrazellulärer Pathogene (DIGBY 

und LOWENTHAL 1995) 

Anti-viral, Induktion Nitratproduktion 

(KARPALA et al. 2008) 

Interleukine 

IL-1 Familie 

 

 

IL-10 Familie 

 

IL-12 Familie 

 

IL-17 Familie 

T-Zellprolifera-

tive 

 

TH2 Familie 

 

Andere 

 

IL-1β, IL-1RN, IL-36RN, IL-18 

 

 

IL-10, IL-19, IL-22, IL-26 

 

IL-12, IL-23 

 

5  

IL-2, IL-15, IL-21 

 

 

IL-4, IL-5, IL-13 

 

IL-3, IL-6, IL-7, IL-9, IL-11, IL-34 

 

Pro- (IL-1β, IL-18) und anti-inflammatorisch (IL-

1RN, IL-36RN) (WEINING et al. 1998, 

SCHNEIDER et al. 2000, GIBSON et al. 2012a,b)  

Anti-inflammatorisch, Herunterregulierung 

von IFN-γ-Effekten (ROTHWELL et al. 2004) 

Pro-inflammatorisch, Induktion Th1-

Immunantwort (DEGEN et al. 2004) 

Pro-inflammatorisch (MIN und LILLEHOJ 2002) 

Wachstumsstimulierung von T-Zellen, 

Unterstützung NK-Zellen-Aktivität (LILLEHOJ et 

al. 2001, ROTHWELL et al. 2012) 

Bekämpfung extrazellulärer Pathogene 

(DEGEN et al. 2005) 

Pro-inflammatorisch (SCHNEIDER et al. 2001, 

MIN und LILLEHOJ 2004) 

TGF TGF-β2, TGF-β3, TGF-β4 v.a. anti-inflammatorisch (LI et al. 2006) 

TNFSF 11  Wesentliche Rolle in angeborener und 

erworbener Immunität, Entzündung, 

Apoptose, Zellproliferation (KAISER und 

STÄHELI 2014) 

CSF GM-CSF, G-CSF, M-CSF Stimulierung der Entwicklung von 

Knochenmarkszellen, myelomonozytischen 

Zellen und Makrophagen (AVERY et al. 2004, 

GIBSON et al. 2009, GARCEAU et al. 2010) 

Chemokine 

XCL 

 

CCL 

 

CXCL 

 

CX3CL 

 

1 

 

14 

 

8 

 

1 

 

Chemoattraktion von B-Lymphozyten in Milz 

(ROSSI et al. 1999) 

Pro-inflammatorisch, Homöostase (KAISER und 

STÄHELI 2014) 

Pro-inflammatorisch, Homöostase (KAISER und 

STÄHELI 2014) 

Unbekannt 
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Vereinfacht lässt sich ableiten, dass die Interleukine vor allem Kommunikationsvermittler zwischen 

verschiedenen Leukozyten sowie in Entzündungsreaktionen involviert sind, wohingegen die 

Interferone vorwiegend antivirale Effekte erzielen. TGF-β nimmt eine Schlüsselrolle in der Regulation 

von Entzündungsreaktionen ein und die TNF-Superfamilie zeigt eine Vielzahl an immunregulatorischen 

Funktionen (KAISER et al. 2005). Die primäre Funktion von Chemokinen besteht in der Regulierung der 

Leukozytenmigration (MOSER et al. 2004). Weitere Beispiele für spezifische Funktionen der 

verschiedenen Zytokine können Tabelle 1 entnommen werden. 

2.3.1.1 Primäre lymphatische Organe 

Die primären lymphatischen Organe Thymus und Bursa Fabricii entwickeln sich aus epithelialen 

Anlagen und werden von Stammzellen hämatopoetischen Ursprungs besiedelt, welche zu 

immunologisch kompetenten T- und B-Lymphozyten heranreifen. Diese ausgereiften T- und B-

Lymphozyten treten wieder in die Blutzirkulation ein und wandern in sekundäre lymphatische Gewebe 

ein.  

2.3.1.1.1 Thymus 

Der Thymus des Huhnes liegt im Halsbereich parallel zum Vagusnerv und der inneren Jugularvene und 

erstreckt sich insgesamt vom dritten Zervikalwirbelkörper bis oberen Thorakalwirbelkörper (KENDALL 

1980). Seine maximale Größe erreicht er im Alter von ca. drei bis vier Monaten und bildet sich 

anschließend zurück (CIRIACO et al. 2003). Der gelappte Thymus besteht aus dem zentral gelegenen 

Thymusmark und der peripheren Thymusrinde. Die subkapsuläre Zone der Thymusrinde stellt die 

Hauptproliferationszone für T-Lymphozyten dar. Im Zuge der T-Zell-Reifung wandern die Zellen zur 

Grenze zwischen Rinde und Mark. Sie werden dort von Makrophagen und DC des Thymus selektiert, 

bevor sie über das Mark in die Blutzirkulation eingeschleust werden (OLÁH et al. 1991, GUILLEMOT et 

al. 1984). 

2.3.1.1.2 Bursa Fabricii 

Die Bursa Fabricii stellt ein kastaniengroßes Divertikel der Kloake dar und wurde erstmalig von 

Hieronymus Fabricius of Aquapendente beschrieben, Professor der Chirurgie an der Universität von 

Padua, Italien (1595-1613). Fabricius vermutete, dass es sich aufgrund der anatomischen Lage um eine 

Art Behälter zur Speicherung des Samens handeln müsse (ADELMANN 1942). Die Rolle der Bursa 

Fabricii blieb allerdings auch in den folgenden 350 Jahren ein Rätsel. Der Durchbruch gelang schließlich 

einem jungen Forscher namens Bruce Glick der Ohio State Universität, der durch Zufall herausfand, 

dass nach chirurgischer Entfernung der Bursa Fabricii bei jungen Hühnern keine Antikörperbildung 

nach Injektion von Salmonella spp. O Antigen erfolgte (GLICK 1987). Diese Beobachtungen konnten in 

weiteren Experimenten bestätigt werden (GLICK et al. 1956).  

Die Bursa Fabricii erreicht ihre maximale Größe mit ca. acht bis zehn Lebenswochen und bildet sich 

anschließend ähnlich dem Thymus bis zum etwa sechsten bis siebten Lebensmonat zurück (CIRIACO et 

al. 2003). Sie besteht aus mehreren Längsfalten, welche zahlreiche Follikel enthalten und aus einem 

Rinden- und Markbereich aufgebaut sind. Das oberflächliche Epithel jeder Falte setzt sich aus Follikel-

assoziierten Epithel (FAE) und interfollikulären Epithel (IFE) zusammen (BOCKMAN und COOPER 1973). 
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Das IFE produziert eine Mucin-ähnliche Substanz, die ins Lumen der Bursa freigesetzt wird und die 

Oberfläche der Längsfalten befeuchtet. Das FAE stellt dahingegen eine direkte Verbindung zwischen 

dem Bursalumen und dem Follikelmark dar und ist in der Lage, z. B. Antigene vom Lumen aufzunehmen 

(BOCKMAN und COOPER 1973, OLÁH und GLICK 1978a) oder auch produzierte Stoffe der BSDC 

abzugeben (NAGY et al. 2001). BSDC wurden erstmals von OLÁH und GLICK (1978b) beschrieben und 

spielen wahrscheinlich eine Rolle für die Kontrolle der Interaktion zwischen Antigenen und B-Zellen.  

Ca. 98 % der Lymphozyten in der Bursa stellen B-Lymphozyten dar, welche in Mark und Rinde 

heranreifen. Makrophagen sowie vereinzelte T-Lymphozyten sind ebenfalls im Rindenbereich der 

Bursa anzutreffen.  

2.3.1.2 Sekundäre lymphatische Organe 

Aus mesenchymalen Anlagen entstehen die sekundären lymphatischen Gewebe, die ausgereifte T- und 

B-Lymphozyten beherbergen. Zu den sekundär lymphatischen Geweben beim Huhn zählen die Milz 

und zahlreiche verschiedene schleimhautassoziierte Gewebe wie das darmassoziierte lymphatische 

Gewebe (gut-associated lymphoid tissue, GALT) bestehend aus Ösophagus- und Pylorustonsillen, 

Zäkaltonsillen, Peyer’schen Platten und dem Meckel-Divertikel, dem augenassoziierten lymphatischen 

Gewebe (Harder’sche Drüse) sowie weiteren bronchus-, nasal-, haut- und reproduktionsassoziierten 

lymphatischen Geweben. Im Zusammenhang mit dem Fokus meiner eigenen Studien werde ich mich 

in dieser Literaturübersicht auf die Milz und das GALT beschränken. 

2.3.1.2.1 Milz 

Die Milz als größtes lymphatisches Organ spielt bei Vögeln vermutlich eine noch bedeutendere Rolle 

für das Immunsystem als bei Säugetieren, da Lymphgefäße und Lymphknoten bei Vögeln nur sehr 

schwach ausgebildet sind. Darüber hinaus hat sie eine große Bedeutung für die embryonale 

Lymphopoese, bei der Ig-Gene in B-Vorläuferzellen neu angeordnet werden, bevor diese die Bursa 

Fabricii kolonisieren (MASTELLER und THOMPSON 1994). Im Gegensatz zum Säuger fungiert die Milz 

beim Vogel nicht als Erythrozytenreservoir für die schnelle Freisetzung in die Blutzirkulation (STURKIE 

1943) und besitzt ein geschlossenes Zirkulationssytem (OLÁH und GLICK 1982).  

Die rund bis oval geformte Milz liegt beim Huhn dorsal zur linken Seite des Drüsenmagens und ist wie 

bei den Säugern aus roter und weißer Pulpa aufgebaut. Die rote Pulpa enthält lymphoide und nicht-

lymphoide Zellen, wie zahlreiche CD8+TCRγδ+-T-Zellen, vereinzelte CD4+TCRαβ1- und  CD4+TCRαβ2-

Zellen, Plasmazellen und Saure-Phosphatase-positive Makrophagen. Die weiße Pulpe setzt sich aus 

morphologisch unterschiedlichen Arealen zusammen, in denen vor allem Lymphozyten anzutreffen 

sind. PALS umschließen die zentralen Arterien und bestehen hauptsächlich aus CD4+TCRαβ1-T-Zellen. 

Ebenfalls sind hier Vorläuferzellen von follikulären dendritischen Zellen anzutreffen (OLÁH und GLICK 

1982, IGYÁRTÓ et al. 2007). Analog zu der Marginalzone der Säuger existieren beim Vogel 

periellipsoide lymphatische Scheiden (PELS), welche die Kapillaren ummanteln und phagozytierende 

ellipsoide Zellen beherbergen, die für die Freigabe von Antigenen aus der Blutzirkulation 

verantwortlich sind (OLÁH und GLICK 1982).  
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Nach dem Vorhandensein verschiedener Immunzellen lässt sich rückschließen, dass die PALS 

vorzugsweise in der adaptiven Immunantwort involviert ist, wohingegen die PELS sowohl in der 

angeborenen als auch adaptiven Immunantwort beteiligt ist. 

2.3.1.2.2 Ösophagus- und Pylorustonsillen 

Die Ösophagus- und Pylorustonsillen sind lymphatische Strukturen, die an der Verbindungsstelle 

zwischen Ösophagus und Drüsenmagen bzw. zwischen Muskelmagen und Duodenum lokalisiert sind 

und detailliert von OLÁH et al. (2003) und NAGY et al. (2005) beschrieben wurden. Ca. sechs bis acht 

isolierte Ösophagustonsillen sind in der Lamina propria der distalen Enden der Ösophagusfalten 

angesiedelt und bestehen aus Krypten mit Lymphoepithel umgeben von dichtem lymphatischem 

Gewebe (OLÁH et al. 2003). Sie stellen die einzigen akkumulierten lymphatischen Strukturen des 

Gastrointestinaltraktes kranial des Drüsenmagens dar und nehmen daher eine bedeutende Funktion 

als „Tor“ für Umweltantigene ein, durch die das Immunsystem kontinuierlich stimuliert wird (OLÁH et 

al. 2003). 

2.3.1.2.3 Zäkaltonsillen 

Die Zäkaltonsillen sind jeweils am Zäkumkopf nahe der ileozäkalen Verbindung lokalisiert und 

bestehen aus einem spezialisierten Lymphoepithel, einer subepithelialen Zone, Keimzentren und 

interfollikulären Bereichen. Die subepitheliale Zone beherbergt hauptsächlich IgM+-B-Zellen, wenige 

CD4+- und CD8+-T-Zellen sowie phagozytotische Zellen. Die interfollikulären Bereiche bestehen 

vorwiegend aus CD4+TCRαβ1-T-Zellen (OLÁH und GLICK 1987, BUCY et al. 1988). Das spezialisierte 

Lymphoepithel ist reich an M-Zellen, die vermutlich eine Rolle bei der Antigenaufnahme und dem 

aktiven Transport von luminalen Substanzen spielen (KITAGAWA et al. 2000). 

2.3.1.2.4 Peyer`sche Platten 

Die Peyer´schen Platten stellen lymphoide Aggregate entlang des Darmtraktes dar und sind mit 

geweiteten Zotten, spezialisiertem Lymphoepithel mit M-Zellen und follikulären Strukturen 

vergleichbar zu ihrem Äquivalent im Säuger (BEFUS et al. 1980, BURNS 1982). Die Anzahl steigt bis zur 

16. Lebenswoche und nimmt anschließend im Rahmen der altersabhängigen Involution wieder ab, bis 

nur noch eine Platte nahe der ileozäkalen Verbindung übrig bleibt (BEFUS et al. 1980). Ihr Grundaufbau 

entspricht dem der Zäkaltonsillen (siehe oben). Die B-Zell-abhängige subepitheliale Zone ist reich an 

Makrophagen, wohingegen die T-Zell-abhängige interfollikuläre Zone zum überwiegenden Teil 

TCRαβ1-T-Zellen beherbergt, die hauptsächlich CD4+ sind (BUCY et al. 1988). In den Keimzentren und 

interfollikulären Bereiche sind zum größten Teil IgY+-, weniger IgA+- und IgM+-Plasmazellen zu finden.  
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2.3.1.2.5 Meckel-Divertikel 

Das Meckel-Divertikel stellt ein Relikt des embryonalen Dottergangs dar und befindet sich als Anhang 

des Dünndarms im mittleren Jejunumbereich. Vier unterschiedliche Gewebsschichten bilden die 

Divertikelwand: eine Serosa gefolgt von einer breiten Bindegewebsschicht, eine Muskelschicht und 

eine luminale Bindegewebsschicht mit Blutgefäßen und Ganglien.  

Lymphopoetisches Gewebe ist im Meckel-Divertikel beim Schlupf noch nicht vorhanden und 

entwickelt sich erst im Rahmen der Rückbildung des Dottersacks nach ca. zwei Wochen. Mononukleäre 

phagozytotische Zellen sowie IgY- und IgA-Plasmazellen sind in allen Gewebsschichten anzutreffen. 

Zahlreiche Keimzentren entstehen ca. zwei bis drei Monate nach Schlupf (OLÁH und GLICK 1984) und 

später lässt sich zwischen B- und T-Zell-Bereichen unterscheiden.  

Bisher ist allerdings die genaue Rolle des Meckel-Divertikels in der Immunantwort der Hühner 

ungeklärt.  

2.3.2 Angeborene Immunität  

Die angeborene Immunantwort ist auch bei Vögeln von großer Bedeutung für die initiale Reaktion auf 

Pathogene, also um Infektionen zu limitieren oder abzuwehren. Außerdem stellt sie die Grundlage der 

adaptiven Immunantwort dar und unterstützt die immunologische Gedächtnisbildung (KAISER 2010, 

JUUL-MADSEN et al. 2014).  

Anfänglich wurde das angeborene Immunsystem lediglich als unspezifisches System mit 

immunologischer Barrierefunktion angesehen. Heute ist allerdings bekannt, dass es durchaus 

spezifische Immunantworten zu bestimmten Erregerklassen generieren kann und gezielte adaptive 

Immunantworten in Gang setzt (KAISER 2010, JUUL-MADSEN et al. 2014).  

Intakte Schleimhäute, Fettsäuren der Haut, Peristaltik des Darms, Mukussekretion, Ziliarbewegungen 

und antimikrobielle Peptide sind Beispiele für hocheffektive Barrieren gegenüber Infektionen. Die 

Produktion von Akut-Phase-Proteinen in der Leber wird durch verschiedene Stimuli wie Verletzungen, 

Infektionen und Entzündungsprozesse ausgelöst. Akut-Phase-Proteine tragen zur Abwehr oder 

Adaption des Wirtes bei (KAISER 2010, JUUL-MADSEN et al. 2014). Defensine und Cathelicidin-ähnliche 

Proteine stellen bei Hühnern antimikrobielle Peptide dar. Sie weisen ein weites Spektrum 

antimikrobieller und immunmodulatorischer Aktivitäten auf (HANCOCK und SAHL 2006) und 

induzieren eine Porenbildung in Membranen verschiedener Pathogene, was zum Zelltod führen kann 

(KAGAN et al. 1990).  

Das Serum-Komplementsystem stellt einen weiteren wichtigen Grundstein der angeborenen 

Immunabwehr dar und agiert über drei verschiedene Wege in einer Serie aus Kaskaden: dem 

klassischen Weg, dem Lektin-Weg und einem Alternativen Weg. Der Komplementfaktor C3 besitzt 

dabei eine Schlüsselrolle. Typische biologische Effekte der Komplementaktivierung sind Phagozytose, 

Entzündung, Verstärkung von B- und T-Zellantworten und direkte Lyse von Zielzellen (JUUL-MADSEN 

et al. 2014). 
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Das angeborene Immunsystem ist mit eigenen Rezeptoren (Pattern recognition receptors, PRR) 

ausgestattet und besitzt Effektorzellen wie z. B. NK-Zellen, Heterophile, DC und verschiedene 

Lymphozytenpopulationen wie die γδ-T-Zellen, die bereits oben beschrieben sind. Dadurch ist es in der 

Lage, Antigene von Pathogenen zu erkennen und über APC zu präsentieren, verschiedene Zytokine zu 

produzieren und damit direkten Einfluss auf den Kurs der adaptiven Immunantwort zu nehmen 

(KAISER 2010).  

PPR sind befähigt, Pathogen-assoziierte molekulare Muster (PAMP) wie zum Beispiel LPS zu erkennen 

und können in Klassen unterteilt werden: nach ihrer Funktion in signalgebende und endozytische PRR 

und nach ihrer Lokalisation in membrangebundene und zytoplasmatische PRR (KAISER 2010). 

Die am besten charakterisierte Familie der PRR sind die Toll-like-Rezeptoren (TLR), die auf 

Zelloberflächen (Erkennung von PAMP) oder in endozytischen Vesikeln (Erkennung von 

Pathogennukleinsäuren) exprimiert sind. Eine Aktivierung der TLR führt über eine Induktion von 

verschiedenen Signalkaskaden zur Produktion von pro-inflammatorischen Zytokinen, antimikrobiellen 

Peptiden und zur Zellreifung, was wiederum zur Aktivierung und Rekrutierung verschiedener Zellen 

der angeborenen und adaptiven Immunantwort führt (KAISER 2010). Beim Huhn sind bisher 10 

verschiedene TLR beschrieben: TLR1LA und TLR1LB (IQBAL et al. 2005a, YILMAZ et al. 2005, TEMPERLEY 

et al. 2008), TLR2A und TLR2B (FUKUI et al. 2001, TEMPERLEY et al. 2008), TLR3 (IQBAL et al. 2005a), 

TLR4 (LEVEQUE et al. 2003), TLR5 (IQBAL et al. 2005b), TLR7 (PHILBIN et al. 2005) sowie die nach 

derzeitigem Kenntnisstand hühnerspezifischen TLR15 und TLR21 (ROACH et al. 2005, HIGGS et al. 

2006).  

2.3.3 Erworbene Immunität  

Ergänzend zur angeborenen Immunität besitzt der aviäre Organismus über die erworbene (adaptive) 

Immunität die Fähigkeit, gezielt Pathogene zu eliminieren und eine antigenspezifische immunologische 

Gedächtnisbildung zu vollziehen. Dies kann sowohl im Rahmen des Erstkontaktes mit einen 

bestimmten Antigen geschehen oder als Reaktion auf eine Impfung (KAISER 2010).  

Generell unterscheidet man zwei Untergruppen der adaptiven Immunität: die zellvermittelte 

Immunantwort, welche die Immunabwehr von Viren, intrazellulären Bakterien und Protozoen 

dominiert, sowie die humorale Immunantwort, welche ausschlaggebend zur Eliminierung von 

extrazellulären Bakterien, Protozoen oder Helminthen ist. Die zellvermittelte Immunantwort wird auch 

als inflammatorische Antwort bezeichnet und die humorale als allergische oder antihelminthische 

Antwort (KAISER 2010). Diese Unterscheidung kann in Verbindung gesetzt werden mit dem 

Vorhandensein des Th1/Th2-Musters, wonach Th1-Zellen als Effektorzellen der zellvermittelten 

Immunantwort fungieren und Th2-Zellen im Rahmen der humoralen Immunantwort agieren.  

Eine Unterscheidung zwischen Th1- und Th2-Zellen wurde bereits von MOSMANN et al. (1986) im 

Mausmodell beschrieben. Für Säugetiere ist das Vorhandensein des Th1/Th2-Musters schon längere 

Zeit bekannt und klassifiziert (MOSMANN et al. 1986, MOSMANN und COFFMAN 1989, SCHIJNS und 

HORZINEK 1997). In verschiedenen Infektionsstudien bei Hühnern konnte später bestätigt werden, 

dass auch das Huhn zu einer typischen Th1/Th2-Zytokinantwort nach experimenteller Infektion mit z. 
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B. dem Newcastle Disease Virus, Ascaridia galli oder Histomonas meleagridis fähig ist (DEGEN et al. 

2005, POWELL et al. 2009).  

Die adaptive Immunantwort wird in Gang gesetzt durch die Präsentation von Antigenen durch APC, 

insbesondere DC, gegenüber T-Lymphozyten. Diese erkennen Antigene über MHC und es kommt zur 

Stimulation von CD4+- oder CD8+-T-Lymphozyten mit anschließender Aktivierung. Dabei führen CD8+-

T-Lymphozyten zu zytotoxischen Effekten und direkter Tötung von infizierten Zellen. CD4+- T-

Lymphozyten können in verschiedene Untergruppen eingeteilt werden und besitzen sowohl 

regulatorische als auch Effektorfunktionen. Regulatorische Funktionen stellen in der Regel eine 

Abschwächung von entzündlichen Th1-Antworten dar (KAISER 2010). Typische Beispiele für 

Effektorfunktionen sind Hilfestellungen für NK-Zellen, zytotoxische T-Lymphozyten oder 

Makrophagen, die vor allem durch Th1-Zellen realisiert werden. Diese produzieren typischerweise IFN-

γ, angetrieben durch die Wirkung von IL-12 und IL-18, und tragen somit wesentlich zu 

inflammatorischen Prozessen bei. Th2-Zellen unterstützen mit der Produktion von IL-13, IL-4, IL-5 oder 

IL-19 die Antikörperproduktion von B-Lymhozyten (DEGEN et al. 2005). B-Lymphozyten nehmen über 

Ihren Rezeptor Antigene auf und präsentieren davon Peptide im Zusammenhang mit MHC-Klasse-II an 

ihrer Oberfläche. Diese werden von Th2-Zellen erkannt, was zu einer Aktivierung der B-Lymphozyten 

mit anschließender Reifung zu antikörperproduzierenden Plasmazellen führt.  

2.4 Immunologie der Toxoplasma gondii-Infektion 

Die Anfänge der Forschung über die Immunantwort auf T. gondii-Infektionen gehen in die vierziger 

Jahre des 20. Jahrhunderts zurück, als die ersten Berichte über T. gondii als Abortursache und Auslöser 

von Erbkrankheiten in Menschen erschienen (WOLF et al. 1939). Da die Maus einen natürlichen Wirt 

für T. gondii darstellt, wurden Studien zur Untersuchung der angeborenen und adaptiven 

Immunantwort vorwiegend im Mausmodell durchgeführt. T. gondii wurde zum Modellorganismus für 

prinzipielle Untersuchungen zur zellvermittelten Immunität, um intrazelluläre Pathogene zu 

kontrollieren. Dazu gehören z. B. Studien zur Rolle von IFN-γ (REMINGTON und MERIGAN 1968) oder 

IL-12 zur Aktivierung von NK-Zellen und nachfolgender Produktion von IFN-γ (GAZZINELLI et al. 1993c). 

Über die Immunantwort des Huhnes nach einer T. gondii-Infektion ist bisher allerdings wenig bekannt. 

Die nachfolgenden Ausführungen beziehen sich daher vornehmlich auf den Modellorganismus Maus.  

Die erste Abwehrlinie gegenüber T. gondii bildet die Darmmukosa mit ihren Epithelzellen, die sowohl 

eine physikalische Barriere gegen eindringende Pathogene darstellt (SHAO et al. 2001) als auch 

Chemokine produziert, um Immunzellen anzulocken (JU et al. 2009). Die angeborene Immunantwort 

gilt auch bei T. gondii-Infektion als erste Abwehrreaktion des Wirtes gegenüber eindringende 

Pathogene. Hierfür ist die Erkennung des Parasiten über PAMP durch TLR des Wirtes unerlässlich, um 

anschließend die Aktivierung der Immunzellen und die Produktion von Antikörpern, Zytokinen und 

Chemokinen in Gang zu setzen. Die Induktion einer starken Th1-Antwort und damit einer pro-

inflammatorischen Immunantwort ist eine essentielle Reaktion auf die T. gondii-Infektion, die über 

Immunzellen wie Granulozyten, Makrophagen, NK-Zellen, DC und Lymphozyten realisiert wird 

(MUNOZ et al. 2011). Granulozyten sind hierbei als phagozytotisch aktive Zellen früh nach Infektion 

am Ort des Geschehens. Aktivierte Makrophagen tragen über die Bildung von reaktiven 

Sauerstoffspezies und Stickstoffintermediaten (GAZZINELLI et al. 1993a) ebenfalls wesentlich zur 



Literaturübersicht 

24 
 

Erregerabwehr bei. Inflammatorische Monozyten sind zentrale Effektorzellen für die Immunität der 

Darmschleimhaut gegen eine T. gondii-Infektion (DUNAY und SIBLEY 2010). Monozyten bzw. 

Makrophagen sind mit ihrer mikrobiziden Aktivität in der Lage, nach oraler Infektion mit T. gondii die 

Infektion durch direktes Töten des Erregers an der Darmschleimhaut infolge der Auflösung der 

parasitophoren Vakuole zu kontrollieren (DUNAY et al. 2008). CD8+-DC stellen den wichtigsten Zelltyp 

für die Induktion der IL-12-Produktion dar (REIS E SOUSA et al. 1997, SCANGA et al. 2002, YAROVINSKY 

et al. 2005) und spielen eine Rolle in der akuten Phase der T. gondii-Infektion (MASHAYEKHI et al. 

2011). ALIBERTI et al. (2000) und SCANGA et al. (2002) beschrieben, dass die T. gondii-induzierte 

Produktion von IL-12 in DC von Mäusen ohne das Adaptermolekül MyD88 oder CCR5 signifikant 

reduziert war. Profilin-ähnliche Proteine konnten als Liganden des TLR11 identifiziert werden 

(YAROVINSKY et al. 2005), welche wiederum die Produktion von IL-12 stimulieren (PLATTNER et al. 

2008). Neben TLR11 ist auch TLR12 in der Lage, Profilin-ähnliche Proteine zu erkennen und die IL-12-

Produktion vor allem in plasmazytoiden DC zu stimulieren, welches eine entscheidende Rolle für die 

Resistenzbildung gegenüber T. gondii darstellen soll (KOBLANSKY et al. 2013). Desweiteren zählen auch 

neutrophile Granulozyten, inflammatorische Monozyten und Makrophagen zu den Produzenten von 

IL-12, welches wiederum NK-Zellen und T-Lymphozyten stimuliert, IFN-γ zu bilden (GAZZINELLI et al. 

1993c, 1994, HUNTER et al. 1994). IFN-γ gilt als Hauptmediator für Resistenz gegenüber T. gondii. 

Angeborene lymphoide Zellen (ILC) sind eine relativ neu erforschte Untergruppe vom Lymphozyten, 

die an der angeborenen Immunantwort beteiligt sind und in drei Gruppen klassifiziert werden (SPITS 

et al. 2013): Gruppe ILC1 besteht aus ILC1- und NK-Zellen, die Th1-Zytokine wie IFN-γ und TNF-α 

produzieren (SPITS et al. 2016), Gruppe ILC2 produziert Th2-Zytokine wie IL-4, IL-5, IL-9 und IL-13, und 

Gruppe ILC3, die IL-17A und IL-22 produzieren und den Transkriptionsfaktor RORγt exprimieren (KLOSE 

und ARTIS 2016). Die Gruppe ILC1 wurde im Dünndarm als Hauptproduzent von IFN-γ und TNF-α nach 

oraler Infektion von Mäusen mit T. gondii detektiert (KLOSE et al. 2014) und nimmt damit entscheidend 

Einfluss im Rahmen der angeborenen Immunantwort. Ihre Rolle in der spezifischen 

Antikörperproduktion ist allerdings noch nicht geklärt.  

Im Zuge der adaptiven Immunantwort kommt es zur Bildung und Interaktion von zahlreichen Zytokinen 

(DECKERT-SCHLÜTER et al. 1995). IFN-γ, TNF-α und IL-12 gelten als wichtige Zytokine im Rahmen der 

T. gondii-induzierten Immunabwehr (SUZUKI et al. 1988, GAZZINELLI et al. 1993b). Die Gabe von IL-1α 

oder IL-1β mit TNF-α unterstützte die Abwehr von Mäusen gegen T. gondii in vivo (CHANG et al. 1990). 

Die IL-12-Produktion triggert das Wachstum von NK-Zellen, CD4+- und CD8+-T-Zellen und vermittelt 

somit sowohl Zytotoxizität als auch Stimulation der IFN-γ-Produktion (GAZZINELLI et al. 1993c, HUNTER 

et al. 1994). Die Gabe von anti-IL-12 an B- und T-lymphozytendepletierte SCID-Mäuse induzierte eine 

frühere Mortalität und spiegelt somit die Bedeutung von IL-12 in der Immunabwehr von T. gondii wider 

(HUNTER et al. 1994). SCHARTON-KERSTEN et al. (1998) stellten fest, dass die IFN-γ-Produktion von 

CD4+-T-Zellen in der akuten Phase der T. gondii-Infektion eine entscheidende Rolle spielt und Zytokin-

γ-chain-defiziente Mäuse, die keine NK-Zellen und T-Lymphozyten besitzen, dennoch eine 

ausreichende Kontrolle der T. gondii-Infektion etablieren konnten. Eine erhöhte Letalität und schwere 

Pathologien im Zentralen Nervensystem wurden bei iNOS-defizienten Mäusen drei bis vier Wochen 

nach Infektion mit T. gondii, aber nicht in der akuten Phase der Infektion festgestellt (SCHARTON-

KERSTEN et al. 1997). Dies lässt rückschließen, dass die protektive Wirkung von Stickoxiden nur lokal, 
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aber nicht systemisch gegeben ist. CD4+- und CD8+-T-Zellen sind essentielle Komponenten der 

Immunabwehr gegenüber T. gondii im Wirt, produzieren diverse pro-inflammatorische Zytokine wie 

TNF-α, IL-1 und IL-6 (SIBLEY et al. 1991, LANGERMANS et al. 1992) und gelten als Hauptproduzenten 

von IFN-γ (YAROVINSKY 2014). Ebenso können Neutrophile Granulozyten IFN-γ produzieren, das als 

wichtige primäre TLR-unabhängie IFN-γ-Quelle gilt, wobei hier die regulierenden Mechanismen noch 

nicht vollständig bekannt sind (STURGE et al. 2013). Die IFN-γ-Produktion durch NK-Zellen ist abhängig 

von der TLR11-Erkennung von T. gondii-Profilin über DC und wird über IL-12 reguliert (GAZZINELLI et 

al. 1993c, 1994, YAROVINSKY 2014). 

T. gondii triggert außerdem gegenregulierende Immunmechanismen wie die Produktion von anti-

inflammatorischen Zytokinen wie z. B. IL-10 und TGF-β (GAZZINELLI et al. 1992, 1996), was die 

Inhibition der IFN-γ-Produktion zur Folge hat (KHAN et al. 1995). Die Bedeutung dieser 

gegensteuernden Mechanismen zeigt sich unter anderem darin, dass IL-10-defiziente Mäuse in der 

akuten Phase der T. gondii-Infektion eine erhöhte Mortalität zeigten (GAZZINELLI et al. 1996). Die 

zellautonome Immunität basiert auf IFN-induzierbaren Guanosintriphosphatasen (GTPasen) wie 

Guanylat-Bindungsproteinen (GBP) und immunity-related GTPasen (IRG). Sie spielt eine wichtige Rolle 

sowohl in der Attackierung von bakterienhaltigen Vakuolen als auch in der Immunabwehr gegen T. 

gondii durch ihre Fähigkeit zur Zerstörung der PV durch GBP und IRG (MARTENS et al. 2005, HUNN et 

al. 2008, YAMAMOTO et al. 2012, SELLECK et al. 2013). Es ist lange bekannt, dass T. gondii die 

Antikörperbildung fördert und diese in der Lage sind, den Erreger direkt zu töten (SABIN und FELDMAN 

1948). In-vitro-Studien zeigten, dass Antikörper T. gondii für die Phagozytose opsonieren und den 

klassischen Komplementweg aktivieren können (SCHREIBER und FELDMAN 1980, VERCAMMEN et al. 

1999). T. gondii-spezifisches IgM kann die zelluläre Invasion und damit die systemische Verbreitung 

von T. gondii-Tachyzoiten limitieren (COUPER et al. 2005). Anzumerken ist hierbei, dass auf diese 

Weise lediglich extrazelluläre Stadien von T. gondii erreicht werden können, nicht aber intrazelluläre 

Stadien bzw. bereits existierende Zysten. 

Aus der Literatur ist bekannt, dass sowohl die lokale als auch systemische Immunantwort nach T. 

gondii-Infektion im Menschen deutlich zwischen verschiedenen Individuen variieren kann und von der 

Genetik sowie des Immunstatus des Wirts abhängt (SUZUKI und REMINGTON 1993). Desweiteren ist 

die Ausprägung der Immunantwort in Tieren von diversen Faktoren wie dem Parasitenstamm, 

Infektionsdosis und –route, den Parasitenstadien und dem genetischen Hintergrund des Wirtes 

abhängig (MUNOZ et al. 2011). T. gondii gilt weltweit als erfolgreichster Parasit mit derzeit mehr als 

109 aktiven asymptomatischen Infektionen von Menschen, was seinen molekularen Strategien 

geschuldet ist, eine optimale Balance zwischen Aktivierung der Wirtsimmunität und gleichzeitiger 

Immunevasion zu kreieren (DENKERS et al. 2012).  

T. gondii macht sich zahlreiche Strategien und Mechanismen zunutze, um der Immunabwehr des 

Wirtes auszuweichen und dessen Zellen zur eigenen Ausbreitung im Wirt zu nutzen (WEIDNER und 

BARRAGAN 2014, HARKER et al. 2015). Dabei gilt es, eine präzise Balance zwischen der effizienten 

Verbreitung im Wirt und der Aufrechterhaltung einer asymptomatischen lebenslangen Infektion zu 

ermöglichen (LAMBERT und BARRAGAN 2010). T. gondii ist in der Lage, zum einen die zelluläre 

Immunabwehr des Wirtes zu umgehen und gleichzeitig die zellvermittelte Zytotoxizität zum eigenen 
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Vorteil zu nutzen. So kann T. gondii über die Ligation von Todesrezeptoren oder Perforin-vermittelter 

Zytotoxizität aktiv aus infizierten DC austreten (PERSSON et al. 2007, 2009), um direkt benachbarte 

NK-Zellen zu befallen. Somit umgeht der Parasit die direkte Zerstörung der befallenen DC durch NK-

Zellen. Außerdem können DC als Reservoir und „Trojanisches Pferd“ für T. gondii fungieren und mit 

einem gesteigerten Migrationsverhalten maßgeblich an der Verbreitung von T. gondii im Wirt beteiligt 

sein (LAMBERT et al. 2006, 2009, QUÉRÉ et al. 2013). Eine ähnliche Shuttlefunktion für T. gondii wurde 

für Monozyten (COURRET et al. 2006), NK-Zellen und T-Lymphozyten (PERSSON et al. 2007, 2009, 

CHTANOVA et al. 2009) beschrieben.  

Es wird außerdem spekuliert, dass die von T. gondii induzierte starke Th1-Antwort dazu dient, eine 

hohe Mortalität von Zwischenwirten zu vermeiden und damit den Lebenszyklus von T. gondii weiterhin 

aufrecht zu erhalten (ALIBERTI et al. 2003). Ebenfalls kann die von T. gondii verursachte IL-12-Antwort 

über die Förderung der zellvermittelten Zytotoxizität als Vorteil für die Verbreitung des Erregers im 

Wirt angesehen werden (PERSSON et al. 2007, 2009). Ein Gleichgewicht dazu wird über die 

Antikörperproduktion via B-Lymphozyten und der Induktion anti-inflammatorischer Faktoren wie IL-

10 oder TGF-β hergestellt, um die Pathologie der Infektion im Wirt zu limitieren (LAMBERT und 

BARRAGAN 2010). 

2.5 Immunologie der Eimeria tenella-Infektion des Huhnes  

Infektionen mit intrazellulären protozoären Parasiten der Gattung Eimeria stellen in der 

Geflügelindustrie eine der ökonomisch bedeutendsten Infektionen dar. Die kontinuierliche 

Weiterentwicklung von Prophylaxemaßnahmen und alternativen Strategien ist von essentieller 

Bedeutung. Ausführliche Kenntnisse über grundlegende immunologische Vorgänge infolge einer 

Eimerieninfektion sind dafür unabkömmlich.  

Die Grundprinzipien der Immunität gegenüber Eimeria spp.-Infektionen im Geflügel wurden 

maßgeblich von ROSE und Kollegen erforscht. Hierzu zählt zum Beispiel die Erkenntnis, dass die 

Infektion mit einer Eimerienspezies nur einen sehr geringen Schutz vor Neuinfektion mit einer anderen 

Eimerienspezies vermittelt (ROSE und LONG 1962), also eine mangelnde Kreuzimmunität vorliegt. Die 

Eimerien des Huhnes sind hoch immunogen, sodass Erstinfektionen eine protektive Immunantwort auf 

nachfolgende Infektionen der gleichen Spezies auslösen können (LILLEHOJ und LILLEHOJ 2000, ALLEN 

und FETTERER 2002). Dabei ist allerdings bekannt, dass E. maxima, E. brunetti und E. praecox am 

meisten immunogen sind, während E. tenella und E. necatrix das Schlusslicht bilden (ROSE und LONG 

1962, ROSE 1976, 1987). Das Wechselspiel zwischen dem Immunsystem des Wirtes und Eimeria ist 

komplex und wird durch zahlreiche Faktoren beeinflusst, wie z. B. die Genetik des Wirtes (LILLEHOJ 

und RUFF 1987, LILLEHOJ et al. 1989), die Eimerienspezies und die Infektionshistorie des Wirtes (ROSE 

und LONG 1962, JOYNER und NORTON 1976; SMITH et al. 2002). Eimeria-Infektionen beim Huhn 

führen zu einer Vielfalt an angeborenen und adaptiven Immunreaktionen wie z. B. Infiltration mit 

Heterophilen, NK-Zellen-Aktivierung, Antikörperproduktion, T-Zell-Aktivierung und Anstieg von 

zahlreichen Zytokinen, die in diversen Reviews zusammengefasst beschrieben sind (z. B. LILLEHOJ und 

LILLEHOJ 2000, SHIRLEY et al. 2005, DALLOUL und LILLEHOJ 2006, MIN et al. 2013).  
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Die angeborene Immunantwort gegenüber Eimeria-Infektionen im Huhn repräsentiert die initiale 

Abwehreinheit und wird aktiviert, wenn PAMP von entsprechenden PRR wie zum Beispiel TLR erkannt 

werden, die auf verschiedensten Zelltypen wie Heterophilen, Makrophagen oder DC ausgeprägt sind. 

ZHOU et al. (2013) demonstrierten, dass TLR4 und TLR15 von Heterophilen beim Huhn eine Rolle in 

der angeborenen Immunantwort gegenüber E. tenella-Infektionen spielen. Physikalische Barrieren, 

Phagozytose, Chemokine und die Aktivierung des Komplementsystems stellen typische unspezifische 

Abwehrfaktoren gegen Eimerien dar. DEL CACHO et al. (2011, 2012) berichteten, dass auch DC in der 

angeborenen Immunantwort gegenüber Eimeria involviert und in der Lage sind, eine protektive 

Immunität gegen E. tenella, E. maxima und E. acervulina zu induzieren. Hühner, die mit Antigen-

beladenen Exosomen, isoliert aus DC, immunisiert wurden, zeigten nach Infektion mit Eimeria-

Oozysten höhere Gewichtszunahmen, eine geringere Oozystenausscheidung, schwächere 

Darmläsionen und eine reduzierte Mortalität gegenüber den nicht-immunisierten infizierten 

Kontrollhühnern. Diese Ergebnisse lassen auf eine mögliche Eignung von Exosomen aus mit Eimeria-

Antigen inkubierten DC als Feldvakzine schlussfolgern. Die Bedeutung von NK-Zellen bei Eimeria-

Infektionen wurde von LILLEHOJ (1989) beschrieben, indem zunächst eine reduzierte NK-Zellen-

Aktivität in Milz und Darm in der frühen Phase nach Erstinfektion detektiert wurde, die sich allerdings 

nach ca. einer Woche wieder normalisierte und bei erneuter Infektion mit Eimeria in einer signifikant 

erhöhten NK-Zellaktivität resultierte. Zusätzlich konnte von HONG et al. (2006a) ein von NK-Zellen-

produziertes antiparasitäres Peptid, welches dem NK-Zellen-Lysin der Säuger ähnelt, bei Eimeria-

infizierten Hühnern festgestellt werden. Makrophagen sind weitere Immunzellen, welche eine 

wichtige Rolle in verschiedenen Phasen der Immunantwort gegenüber Eimeria spielen (LILLEHOJ et al. 

2004).  

Das adaptive Immunsystem setzt sich aus hoch spezialisierten Immunzellen wie B- und T-Lymphozyten 

zusammen, die mit ihren Rezeptoren spezifisch Antigene erkennen und im Zusammenspiel mit 

anderen Immunzellen über verschiedene Signalkaskaden Pathogene bekämpfen. Die zellvermittelte 

Immunität ist bei der Infektion mit Eimerien von zentraler Bedeutung und schließt die Aktivierung von 

T-Lymphozyten, NK-Zellen und Makrophagen ein. Die Rolle von T-Lymphozyten in der Limitierung von 

Erstinfektionen und der Immunitätsausbildung gegenüber Eimerieninfektionen ist hierbei besonders 

hervorzuheben (ROSE und LONG 1970, ROSE und HESKETH 1982, TROUT und LILLEHOJ 1996). 

Gleichzeitig konnte demonstriert werden, dass Hühner, die mit Cyclosporin A, einem T-Zell-

Immunosuppressivum, behandelt wurden, keine effektive Immunität gegen eine Reinfektion mit E. 

tenella ausbilden konnten (LILLEHOJ 1987). Ähnliches zeigten Studien, in denen mit Dexamethason 

behandelte infizierte Hühner eine längere Patenz und eine höhere Oozystenausscheidung zeigten als 

unbehandelte Kontrolltiere (ROSE und LONG 1970). Dies unterstützt die Aussage, dass vor allem die 

zelluläre Immunantwort eine Schlüsselrolle einnimmt.  

Sowohl CD4+-T-Helferzellen als auch CD8+-zytotoxische T-Zellen sind an der Immunantwort nach einer 

Eimeria-Infektion beteiligt (ROSE et al. 1992, ROTHWELL et al. 1995, TROUT und LILLEHOJ 1996). 

VERVELDE et al. (1996) berichteten von einer erhöhten Anzahl von CD8+-T-Zellen in intraepithelialen 

Lymphozyten des Darms nach Infektion mit E. acervulina. Außerdem wurden zwei Tage nach E. tenella-

Infektion erhöhte Mengen an CD4+-T-Zellen im Zäkum und eine Infiltration der Lamina Propria mit 

zahlreichen CD4+- und CD8+-T-Zellen detektiert (VERVELDE et al. 1996). Hühner, die mit anti-CD4 
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Antikörpern behandelt wurden, schieden signifikant mehr Oozysten nach Erstinfektion mit E. tenella, 

allerdings nicht mit E. acervulina, aus, was auf unterschiedliche Abwehrmechanismen zwischen den 

verschiedenen Eimerienspezies hindeutet (TROUT und LILLEHOJ 1996). Im Gegensatz dazu führte eine 

Depletion von CD8+-T-Zellen zu einer geringen Oozystenproduktion durch E. tenella- und E. acervulina-

infizierte Hühner (TROUT und LILLEHOJ 1996), welches die Aussage unterstützt, dass CD8+-T-Zellen am 

Transport der Sporozoiten beteiligt sind (TROUT und LILLEHOJ 1993). Im Huhn konnte ebenfalls eine 

Veränderung der Zusammensetzung der intraepithelialen Leukozyten des Darmes, z. B. ein Anstieg der 

γδ+-T-Zellen, nach Eimeria-Infektion beobachtet werden (LILLEHOJ 1994, BESSAY et al. 1996, HONG et 

al. 2006c). Die Rolle der B-Lymphozyten und Antikörperproduktion im Rahmen der adaptiven 

Immunantwort nach Eimeria-Infektion wurde anfänglich als eher vernachlässigbar eingeordnet 

(LILLEHOJ 1987). Andere Studien zeigen dahingegen, dass junge Hühner gegenüber einer Challenge-

Infektion geschützt waren, wenn Ihnen Antikörper von mit E. maxima hyperimmunisierten Hennen 

verabreicht wurden (WALLACH et al. 1992). Auch die passive Immunisierung von frisch geschlüpften 

Küken mit Dottersack IgY-Antikörpern von Hennen, die mit E. acervulina, E. tenella und E. maxima 

immunisiert wurden, führte zu einem effektiven Schutz gegenüber einer Challenge-Infektion mit den 

gleichen Eimeria-Spezies (LEE et al. 2009a, b). Einen protektiven Schutz des Kükens durch Übertragung 

von mütterlichen Antikörpern, vor allem IgY, über das Eidotter konnte experimentell bestätigt werden. 

Dabei handelt es sich allerdings nur um einen transienten Schutz über ca. drei bis vier Wochen nach 

Schlupf, wie z. B. bei E. maxima-Infektionen (ROSE 1972, SMITH et al. 1994).  

Eine Balance der Th1/Th2-Zytokine als Immunantwort auf intrazelluläre Pathogene wie Eimeria ist von 

großer Bedeutung (CORNELISSEN et al. 2009, HARITOVA und STANILOVA 2012). Eine umfangreiche 

Genexpressionsanalyse von Zytokinen nach E. acervulina- und E. tenella-Infektion im Huhn wurde von 

HONG et al. (2006b) veröffentlicht. 28 Zytokine wurden in intestinalen Lymphozyten nach Erst- und 

Zweitinfektion mit beiden Pathogenen quantifiziert und die Ergebnisse spiegeln die Komplexität der 

Immunantwort gegenüber Eimeria wider. Th1- und Th2-messenger Ribonukleinsäure (mRNA)-Level 

(IFN-γ, IL-2, IL-10, IL-12, IL-15, IL-16, IL-18) waren nach Erstinfektion mit E. acervulina deutlich 

hochreguliert (14- bis 2471-fach), allerdings nach Erstinfektion mit E. tenella entweder unverändert 

(IL-15, IL-16, IL-18), erhöht (IFN-γ, IL-10, IL-12) oder erniedrigt (IL-2) (HONG et al. 2006b). Hohe 

Anstiege der IFN-γ-Expressionslevel konnten sieben Tage nach E. tenella-Infektion in Hühnern mittels 

quantitativer PCR (qPCR) detektiert werden (LAURENT et al. 2001). IFN-γ hemmt die intrazelluläre 

Entwicklung von E. tenella in vitro, ohne auf das Eindringen der Sporozoiten in die Wirtszelle Einfluss 

zu nehmen (LILLEHOJ und CHOI 1998). Darüber hinaus zeigten Hühner, die mit rekombinantem 

Hühner-IFN-γ behandelt wurden, eine deutliche reduzierte Oozystenausscheidung nach E. acervulina-

Infektion und bessere Gewichtszunahmen (LILLEHOJ und CHOI 1998). Diese Erkenntnisse führten zum 

Vorschlag für den Einsatz von IFN-γ als Vakzinezusatz gegen Eimeria (LILLEHOJ et al. 2005). Erhöhte IL-

2-Level in Milz und Darm konnten sowohl nach Erst- als auch Zweitinfektion mit E. acervulina detektiert 

werden (CHOI und LILLEHOJ 2000, LILLEHOJ et al. 2001). LYNAGH et al. (2000) beschrieben erhöhte IL-

6-Werte bereits wenige Stunden nach E. tenella-Infektion und mutmaßten über eine mögliche 

Induktionsfunktion der protektiven Immunantwort gegenüber Eimeria. Eine biphasische TNF-α-

Produktion konnte in Makrophagenkulturen, die aus mit E. maxima- oder E. tenella-infizierten 

Hühnern gewonnen wurden, nachgewiesen werden (BYRNES et al. 1993). ZHANG et al. (1995) 
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berichteten von einer zeit- und dosisabhängigen Produktion eines TNF-ähnlichen Faktors I in einer 

aviären Makrophagenkultur, die mit Sporozoiten und Merozoiten von E. tenella inkubiert wurde. Auch 

die Beteiligung der pro-inflammatorischen Zytokine IL-16 (MIN und LILLEHOJ 2004) und IL-17 (MIN und 

LILLEHOJ 2002) an der Immunantwort gegenüber Eimeria konnte im Huhn bestätigt werden.  

Im Rahmen des Entzündungsgeschehens nach Eimeria-Infektion kann auch ein Anstieg von Akut-

Phase-Proteinen im Blutplasma vermerkt werden. So sind z. B. erhöhte Werte für Ceruloplasmin, 

Fibrinogen oder dem C-reaktiven Protein in verschiedenen Studien beim Huhn nach Infektion mit z. B. 

E. tenella nachgewiesen wurden (CHAMANZA et al. 1999, GEORGIEVA et al. 2010). 
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3 Publikation 1: Experimental Toxoplasma gondii and Eimeria tenella co-infection in chickens  

 

Lysanne Hiob, Martin Köthe, Gereon Schares, Tina Goroll, Arwid Daugschies, Berit Bangoura 

 

Publiziert in: Parasitology Research 2017; 116(11):3189-3203. 

verfügbar unter folgendem DOI:  10.1007/s00436-017-5636-2 

15 Seiten, 5 Abbildungen, 6 Tabellen, 59 Literaturangaben, Anhang: electronic supplementary material  

Tierversuch: TVV 59/13, Landesdirektion Sachsen, Dienststelle Leipzig, 11.03.2014 

 

Eigenanteil der Arbeit: 

- Studiendesign: Die Studienidee und der Tierversuchsantrag stammen von Berit Bangoura.  

 

- Durchführung: Lysanne Hiob ist eigenverantwortlich für die Durchführung beider Tierversuche 

und der damit einhergehenden Laborarbeiten, ausgenommen der Tötung der Hühner, der 

Durchführung des Immunoblots (Gereon Schares), der Durchführung der magnetic capture 

(MC)-PCR (Martin Köthe) und der mikroskopischen Beurteilung der Darmschleimhautabstriche 

(Berit Bangoura). 

 

- Analyse und Interpretation: Lysanne Hiob ist eigenverantwortlich für die Auswertung der 

Ergebnisse, ausgenommen der Resultate bezüglich T. gondii-spezifischer Antikörper (Gereon 

Schares), des direkten T. gondii-Nachweises mittels MC-PCR (Martin Köthe) sowie die 

statistische Auswertung der Zytokinmessungen (Berit Bangoura). 

 

- Schreiben der Publikation: Lysanne Hiob ist eigenverantwortlich für das Schreiben der 

Publikation, ausgenommen der Material- und Methodikbeschreibung bezüglich des 

Nachweises T. gondii-spezifischer Antikörper mittels Immunoblot (Gereon Schares) und einer 

kritischen Begutachtung zum fachlichen Inhalt (Martin Köthe, Gereon Schares, Arwid 

Daugschies, Berit Bangoura). 
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4 Publikation 2: Host-pathogen interaction in Toxoplasma gondii-infected mixed chicken blood cell 

 

Lysanne Hiob, Angela Berndt, Arwid Daugschies, Berit Bangoura 

  

Publiziert in: Parasitology Research 2019; 118(5):1479-1491. 

verfügbar unter folgendem DOI: 10.1007/s00436-019-06265-2 

13 Seiten, 8 Abbildungen, 2 Tabellen, 63 Literaturangaben 

Tierversuch: V 10/14, Landesdirektion Sachsen, Dienststelle Leipzig, 23.07.2014 

 

Eigenanteil der Arbeit: 

- Studiendesign: Die Studienidee und Versuchsplanung wurden in Zusammenarbeit mit Berit 

Bangoura und Angela Berndt erarbeitet.   

 

- Durchführung: Lysanne Hiob ist eigenverantwortlich für die Blutentnahmen, die T. gondii-

Kultivierung, die Durchführung beider Zellkulturversuche, die Probenaufbereitung für die 

Durchflusszytometrie und Konfokalmikroskopie, ausgenommen der vorzunehmenden 

Einstellungen am Durchflusszytometer und der Konfokalmikroskopie (Angela Berndt).  

 

- Analyse und Interpretation: Lysanne Hiob ist eigenverantwortlich für die Auswertung der 

Ergebnisse, ausgenommen der Resultate bezüglich Durchflusszytometrie (Angela Berndt) und 

Konfokalmikroskopie (Angela Berndt). 

 

- Schreiben der Publikation: Lysanne Hiob ist eigenverantwortlich für das Schreiben der 

Publikation, ausgenommen der Material- und Methodikbeschreibung bezüglich der 

Durchflusszytometrie (Lebend-Tod-Analyse und Einstellungen am Durchflusszytometer, 

Angela Berndt), Konfokalmikroskopie (Antikörperfärbungen, Angela Berndt) und 

Lichtmikroskopie (Angela Berndt) und einer kritischen Begutachtung zum fachlichen Inhalt 

(Angela Berndt, Arwid Daugschies, Berit Bangoura). 
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5 Diskussion 

Die ubiquitär verbreiteten Parasiten T. gondii und E. tenella des Stammes Apicomplexa sind 

bedeutende Pathogene mit hohen Prävalenzen in Hühnern. In Freilandhaltungen und kleinen 

Hinterhofhaltungen konnten in verschiedenen Studien weltweit sehr hohe T. gondii-Seroprävalenzen 

bis zu 100 % nachgewiesen werden (DUBEY 2010). Aufgrund ihres Nahrungsaufnahmeverhaltens 

werden Freilandhühner als gute Indikatoren für Bodenkontaminationen mit T. gondii-Oozysten 

angesehen. Gewebe von infizierten Tieren stellt gleichzeitig eine potentielle Infektionsquelle für 

Katzen und andere Tiere sowie auch den Menschen dar, der sich über en Verzehr von nicht ausreichend 

durcherhitzten Hühnerfleischprodukten infizieren kann (DUBEY 2010). Es ist daher davon auszugehen, 

dass Hühner vor allem in diesen Haltungsformen eine wichtige Rolle in der Epidemiologie von T. gondii 

spielen.  

E. tenella zählt neben E. acervulina zu den am häufigsten vorkommenden Eimerienspezies in 

Hühnerhaltungen mit Prävalenzen von 61 - 77 % im europäischen Raum (HAUG et al. 2008, GYÖRKE et 

al. 2013) und gilt als Hauptverursacher der Hühnerkokzidiose (MCDOUGALD und FITZ-COY 2013). Da 

diese eine erhebliche ökonomische Bedeutung besitzt (WILLIAMS 1999, DALLOUL und LILLEHOJ 2006, 

BLAKE und TOMLEY 2014) und Koinfektionen mit anderen Pathogenen häufig beobachtet werden 

(WILLAMS et al. 1996, MCDOUGALD 1998, HAUG et al. 2008, ALNASSAN et al. 2013, GYÖRKE et al. 

2013), sind Untersuchungen zu Parasit-Wirt-Interaktionen unter lebensnahen 

Koinfektionsbedingungen essentiell zur Weiterentwicklung von effizienten Kontrollmaßnahmen. 

Hinsichtlich relevanter Parasiteninfektionen, welche mit Eimeria vergesellschaftet vorkommen, liegt 

aufgrund der hohen Erregerprävalenz eine große Bedeutung von T. gondii-Infektionen nahe. Aufgrund 

verwandter Antigene und ähnlichen Invasionsmechanismen von T. gondii und E. tenella ist es möglich, 

dass es bei einer Koinfektion mit diesen beiden Kokzidien zu einer wechselseitigen Beeinflussung des 

Immunsystems kommt. Trotz der anzunehmenden hohen Häufigkeit im Feld sind Untersuchungen zu 

Koinfektionen mit T. gondii und Eimerien im Huhn in der bisher zugänglichen Literatur nicht 

beschrieben. Das Ziel der vorliegenden Arbeit bestand darin, mögliche Wechselwirkungen auf das 

Immunsystem des Huhnes in einer experimentellen In-vivo-Koinfektionsstudie zu evaluieren. 

Gleichzeitig fanden klinische Parameter, die E. tenella-Oozystenausscheidung und die Verteilung von 

T. gondii in ausgewählten Geweben Berücksichtigung (PUBLIKATION 1). Darüber hinaus wurden 

vertiefende In-vitro-Versuche durchgeführt, um T. gondii-Wirtszell-Interaktionen zu untersuchen 

sowie in einer lebensnahen Mischkultur die Eignung verschiedener Hühnerblutzellen als Wirtszellen 

von T. gondii zu beschreiben (PUBLIKATION 2). 

Die In-vivo-Koinfektionsstudie setzte sich aus zwei Versuchen mit jeweils 4 Studiengruppen 

(uninfizierte Kontrollgruppe, Koinfektionsgruppe, T. gondii-Infektionsgruppe, Eimeria-

Infektionsgruppe) zusammen. Hinsichtlich der T. gondii-Infektion wurden im Versuch 1 die Hühner oral 

mit 1,0 x 104 T. gondii-Oozysten des Typ-III-Stammes NED (HOWE und SIBLEY 1995) inokuliert. Die 

gewählte Infektionsdosis ist vergleichbar mit den in früheren Studien verwendeten Dosen für 

experimentelle Infektionen von Hühnern (KANETO et al. 1997, DUBEY et al. 1993). Eine Oozysten-

Infektion stellt den wahrscheinlichsten Infektionsweg für Hühner vor allem in Freilandhaltungen dar, 

da sie üblicherweise ihre Nahrung direkt vom Boden aufnehmen, welcher potentiell mit T. gondii-
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Oozysten aus Katzenkot kontaminiert sein kann. Die Verwendung des T. gondii Typ-III-Stammes NED 

für die experimentelle Infektion von Mastküken wurde bereits in der Literatur beschrieben (GEUTHNER 

et al. 2014), auch wenn dieser im Gegensatz zum Genotyp II nicht zu den gewöhnlich in Europa 

nachgewiesenen Genotypen im Feld zählt. Die Verwendung des in Europa häufig beschriebenen 

Genotyp II (DUBEY et al. 2005, PEYRON et al. 2006, SCHARES et al. 2017) wurde im Versuch 2 mit 2,5 x 

104 ME49-Tachyzoiten realisiert, wobei hier der intramuskuläre Infektionsweg gewählt wurde. Die 

Infektion mit Tachyzoiten ist schon in verschiedenen Studien beschrieben (KANETO et al. 1997, ZÖLLER 

et al. 2013, GEUTHNER et al. 2014), auch wenn sie nicht dem natürlichen Infektionsweg entspricht. Der 

größte Vorteil der Tachyzoiteninfektion ist die Möglichkeit ihrer Vermehrung in der Zellkultur unter 

standardisierten Bedingungen. Dies ermöglicht die Einsparung eines kompletten Tierversuchs im Sinne 

des 3R-Prinzips (Replace, Reduce, Refine), der für die Passagierung der Oozysten in Katzen oder von 

bradyzoitenhaltigen Zysten in Mäusen notwendig wäre und ist gleichzeitig weniger arbeitsintensiv. Die 

Infektionsdosis wurde hier kleiner als in der Literatur beschrieben (KANETO et al. 1997, GEUTHNER et 

al. 2014) gewählt, da es sich zum Infektionszeitpunkt um sehr junge Küken (10. Lebenstag) handelte 

und in der doppelt belasteten Koinfektionsgruppe Mortalität weitestgehend vermieden werden sollte.  

Bezüglich der Eimerieninfektion unterscheiden sich die beiden Versuche dahingehend, dass im Versuch 

1 die Hühner mit E. tenella-Oozysten des Houghton-Stammes infiziert wurden und im Versuch 2 das 

Inokulum nach einer In-vivo-Passage aus E. tenella- und E. acervulina-Oozysten zusammengesetzt war. 

Da der Fokus der Arbeit auf der E. tenella-Infektion lag, wurde in beiden Versuchen die gleiche 

Infektionsdosis für E. tenella mit 2,5 x 104 eingestellt, um eine subklinische bis milde klinische 

Kokzidiose auszulösen. Die E. acervulina-Dosis von 1,87 x 104 Oozysten im Versuch 2 wurde in der 

Literatur als geeignet beschrieben, um milde klinische Symptome hervorzurufen (MCDOUGALD und 

FITZ-COY 2013) und wurde auch in anderen experimentellen Infektionsstudien in Masthühnern mit 

verschiedenen Eimerienspezies verwendet (POP et al. 2015). Darüber hinaus stellt das gleichzeitige 

Vorhandensein von zwei oder mehr Eimerienspezies wie schon eingangs erwähnt eine häufige 

Situation unter Feldbedingungen dar (WILLIAMS et al. 1996, HAUG et al. 2008, GYÖRKE et al. 2013). 

Eine Wechselwirkung beider Erreger im Zäkum ist nicht zu erwarten, da beide Eimerienarten 

unterschiedliche Prädilektionsstellen im Darm besitzen. E. acervulina-Läsionen sind vorwiegend im 

Duodenum anzutreffen (TYZZER 1929, MCDOUGALD und FITZ-COY 2013), während E. tenella nahezu 

ausschließlich das Zäkum besiedelt (TYZZER 1929, MCDOUGALD und FITZ-COY 2013). 

Die Validierung der erfolgreichen T. gondii-Infektion erfolgte in beiden Versuchen indirekt über den 

Nachweis von T. gondii-spezifischen Antikörpern (IgY) mittels Immunoblot und direkt über 

Desoxyribonukleinsäure (DNA)-Nachweis mittels nested PCR (nPCR) und MC-PCR. Die Detektion T. 

gondii-spezifischer Antikörper war frühestens 4 Tage nach Infektion (p. i.) möglich und lag bei den 

meisten seropositiven Hühnern zwischen 11 und 19 Tagen p. i. Diese Ergebnisse sind vergleichbar mit 

Studien von DUBEY et al. (1993) und YAN et al. (2010), in denen innerhalb von 2 Wochen p. i. T. gondii-

spezifische Antikörper mittels Enzyme-linked Immunosorbent Assay und Mikroagglutinationstest 

nachgewiesen werden konnten. Nach OPSTEEGH et al. (2016) sind T. gondii-Antikörper zwischen zwei 

und drei Wochen p. i. detektierbar. Die in der vorliegenden Arbeit gefundenen Antigenbanden lagen 

überwiegend bei 20 kDa (SAG2 (P22); PRINCE et al. 1990), 30 kDa (SAG1 (P30); BURG et al. 1988), 35 

kDa (P35; AUBERT et al. 2000) und 43 kDa (SAG3 (P43); CESBRON-DELAUW et al. 1994) 
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Molekulargewicht. Der direkte T. gondii-DNA-Nachweis war allerdings nur in 55 % der seropositiven 

Hühner möglich, was in Übereinstimmung ist mit Werten von 53,4 % und 33,3 % aus Untersuchungen 

von OPSTEEGH et al. (2016) und GEUTHNER et al. (2014).  

Für den direkten T. gondii-DNA-Nachweis wurden an zwei unterschiedlichen Sektionszeitpunkten (vier 

Tage und 21 bzw. 22 Tage p. i.) Proben von Gehirn, Herz, Oberschenkel- und Brustmuskulatur von 

Tieren aller Versuchsgruppen entnommen, welche bereits aus der Literatur als typische 

Prädilektionsstellen für T. gondii bekannt sind (DUBEY 2010, YAN et al. 2010, OPSTEEGH et al. 2016). 

Es konnten insgesamt 22,1 % von allen Gewebsproben T. gondii-infizierter Versuchshühner ca. drei 

Wochen p. i. als T. gondii-positiv detektiert werden, unter gemeinsamer Berücksichtigung der 

Ergebnisse aus nPCR und MC-PCR. GEUTHNER et al. (2014) berichten von geringeren Detektionsraten 

von 2,1 % aller Gewebsproben mittels nPCR bei experimentell infizierten Hühnern. Eine mögliche 

Ursache für diese geringen Nachweisraten in Hühnergewebsproben ist die inhomogene Verteilung der 

T. gondii-Zysten sowie eine geringe Zystendichte im Gewebe (SEDLÁK et al. 2000). OPSTEEGH et al. 

(2016) bestätigten in einem extensiven Literaturreview, dass der direkte Erregernachweis in 

seropositiven Tieren oft misslingt und das man von einer geringen Zystenkonzentration von nur einer 

Zyste pro 50 g Gewebe ausgeht. Zusammen mit der inhomogenen Verteilung sind diese Faktoren 

besonders kritisch für die Detektion mitteln nPCR, da hierfür üblicherweise nur eine sehr limitierte 

Probenmenge (25 mg) für die DNA Extraktion eingesetzt werden kann und davon wieder nur ein 

Bruchteil an Probe für die anschließende PCR. Desweiteren muss berücksichtigt werden, dass die 

Zystenlast sich über die Zeit verändert und ein positiver Nachweis in kürzlich infizierten Tieren 

schwieriger ist (OPSTEEGH et al. 2016). Diese Aussage konnte auch in der Studie von YAN et al. (2010) 

bestätigt werden, die T. gondii-DNA in Hühnern frühestens 21 Tage p. i. detektieren konnten. In der 

vorliegenden Studie war das am häufigsten positiv nachgewiesene Gewebe die Herzmuskulatur, 

gefolgt von Brustmuskel, Gehirn und Oberschenkelmuskulatur. Diese Daten sind in Übereinstimmung 

mit früheren Untersuchungsergebnissen in Hühnern (DUBEY 2010, YAN et al. 2010, OPSTEEGH et al. 

2016). Falsch-negative Ergebnisse können aufgrund des frühen Beprobungszeitpunktes von nur 21 

bzw. 22 Tagen p. i. nicht ausgeschlossen werden, auch wenn hoch-sensitive Verfahren wie die MC-PCR 

angewendet wurden. Dennoch lässt sich feststellen, dass die Kombination aus serologischen und 

molekularbiologischen Ergebnissen aus beiden Versuchen geeignet ist, die erfolgreiche T. gondii-

Infektion in den entsprechenden Versuchsgruppen zu bestätigen (PUBLIKATION 1). 

Die erfolgreiche Eimerieninfektion wurde in den entsprechenden Versuchsgruppen anhand der 

Oozystenausscheidung, der Beurteilung von Darmläsionen zu den Sektionszeitpunkten (Lesion scoring) 

und der mikroskopischen Untersuchung von Darmschleimhautabstrichen auf Parasitenstadien 

validiert. Im Versuch 1 konnte interessanterweise über den gesamten Versuchszeitraum eine 

signifikant höhere Oozystenausscheidung in der nur mit Eimerien infizierten Gruppe im Vergleich zur 

Koinfektionsgruppe festgestellt werden. Ein später Ausscheidungspeak von 16 Tagen p. i. deutet auf 

eine Reinfektion der Hühner über Kotreste vom Käfigboden hin. Im Gegensatz dazu zeigte die 

Eimerienexkretionskurve im Versuch 2 einen typischen Verlauf mit einem Ausscheidungspeak sechs 

Tage p. i. und einem vergleichbaren Verlauf in der Koinfektionsgruppe und Eimerieninfektionsgruppe. 

Anhand dieser zwischen Versuch 1 (T. gondii-Infektion via Oozysten) und Versuch 2 (T. gondii-Infektion 

via Tachyzoiten) unterschiedlichen Ergebnisse lässt sich mutmaßen, dass der Effekt von T. gondii auf 
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die Eimerienoozystenausscheidung von der T. gondii-Infektionsroute abhängig ist. Es scheint, dass die 

orale T. gondii-Infektion die Eimerienreplikation negativ beeinflusst (Versuch 1), wohingegen dies nach 

parenteraler Infektion nicht der Fall war (Versuch 2). T. gondii-Stadien, die oral vom Zwischenwirt 

aufgenommen werden und sich im Darmlumen befinden, könnten mit Eimeria-Sporozoiten in 

Wechselwirkung treten. Demgegenüber berichten andere Autoren von einer gesteigerten E. tenella-

Oozystenausscheidung bei Koinfektionen mit dem aviären Leukosevirus Subtyp J (CUI et al. 2016) im 

Vergleich zur Eimeria-Monoinfektion. Hierbei spielt vermutlich die immunsupprimierende Wirkung 

des aviären Leukosevirus eine entscheidende Rolle, der die Vermehrung von Sekundärerregern wie E. 

tenella steigert (CUI et al. 2016). Synergistische Effekte bezüglich der Pathogenität wurden ebenfalls 

bei Koinfektionen mit Cl. perfringens berichtet (ALNASSAN et al. 2014), wobei hier das Vorliegen einer 

Kokzidiose als prädisponierend für die Entwicklung der Nekrotischen Enteritis angesehen wird 

(WILLIAMS et al. 2003, WILLIAMS 2005).  

Hinsichtlich der E. tenella-spezifischen Darmläsionen konnten in beiden Versuchen keine signifikanten 

Unterschiede zwischen Koinfektion- und Eimeria-Infektionsgruppe festgestellt werden (PUBLIKATION 

1). Allerdings wurden im mikroskopischen Scoring der Darmschleimhautabstriche mehr Meronten in 

der Koinfektionsgruppe als in der Eimeria-Infektionsgruppe detektiert (P > 0.05). Es wäre möglich, dass 

die T. gondii-Infektion einen begünstigenden oder fördernden Einfluss auf die asexuelle E. tenella-

Vermehrung hat, jedoch ohne dabei schwerwiegendere Darmläsionen im Zäkum oder eine gesteigerte 

Oozystenausscheidung zu verursachen. Im Gegensatz dazu konnten in Eimeria spp. – und Cl. 

perfringens-Koinfektionsstudien von PARK et al. (2008) und BANGOURA et al. (2014) 

schwerwiegendere Darmläsionen in mischinfizierten Hühnern detektiert werden als bei alleiniger 

Eimerieninfektion. GIAMBRONE et al. (1977) beschrieben massivere Eimeria-spezifische Darmläsionen 

in Hühnern, die mit IBDV koinfiziert waren. Ähnliche Ergebnisse werden von CUI et al. (2016) berichtet 

für Hühner mit aviären Leukosevirus und E. tenella-Mischinfektion. Es lässt sich vermuten, dass in der 

vorliegenden Studie das Level der gesteigerten Merontenanzahl in den koinfizierten Hühnern nicht 

ausgereicht hat, um sichtbar schwerwiegendere Darmläsionen zu induzieren. Darüber hinaus könnte 

man spekulieren, dass die gesteigerte Merontenanzahl nur die 1. Merontengeneration betraf, da erst 

die 2. Generation an Meronten schwerwiegende Gewebsschäden und die damit verbundenen 

typischen Darmläsionen verursacht (MCDOUGALD und FITZ-COY 2013).  

Um die Immunantwort und Entzündungsreaktionen anhand der Expression ausgewählter Zytokine zu 

evaluieren, wurden an den zwei Sektionszeitpunkten Proben von Zäkum und Milz entnommen. Im 

Versuch 2 wurde aufgrund der zusätzlichen E. acervulina-Infektionsdosis auch das Duodenum beprobt. 

Zytokinexpressionsmessungen werden als geeignetes Werkzeug zur Untersuchung der Immunantwort 

nach protozoären Infektionen angesehen (OVINGTON et al. 1995). Aus der verfügbaren Literatur ist 

bekannt, dass die Eimeria-Infektion im Huhn zu einem Anstieg von zahlreichen pro- und anti-

inflammatorischen Zytokinen führt und dass eine Balance der Th1- und Th2-bezogenen Zytokine 

hierbei von großer Bedeutung ist (LILLEHOJ und LILLEHOJ 2000, DALLOUL und LILLEHOJ 2006, 

CORNELISSEN et al. 2009, HARITOVA und STANILOVA 2012). Eine umfangreiche 

Genexpressionsanalyse von Zytokinen nach E. acervulina- und E. tenella-Erstinfektion im Huhn 

demonstrierte eine deutliche Hochregulierung von z. B. IFN-γ, IL-12 und IL-10 innerhalb intestinaler 

Lymphozyten (HONG et al. 2006b). Erhöhte IL-10-Level als Repräsentant der Th2-Antwort wurden auch 
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nach experimenteller Infektion mit E. tenella (HARITOVA und STANILOVA 2012) oder E. maxima 

(ROTHWELL et al. 2004) beschrieben. Eine deutliche Hochregulierung von IFN-γ wurde nach E. tenella-

Infektion im Zakum und Milzgewebe (ROTHWELL et al. 2000) und nach E. maxima-Infektion im Jejunum 

(LAURENT et al. 2001) detektiert. Eine erhöhte Zytokinexpression in peripheren Organen außerhalb 

der jeweiligen Darmprädilektionsstelle von Eimerien repräsentiert die Aktivierung sowohl der lokalen 

als auch systemischen Immunantwort nach Infektion.  

In der In-vivo-Koinfektionsstudie konnte ein statistisch signifikanter Anstieg der Th1- (IFN-γ, IL-12 und 

TNF-α) und Th2-bezogenen Zytokine (IL-10) im Zäkum, Milz und Duodenum (Versuch 2) der 

Koinfektions- und Eimerieninfektionsgruppe detektiert werden (PUBLIKATION 1). Somit bestätigt sich 

sowohl die Aktivierung der zellvermittelten (Th1) als auch humoralen Immunantwort (Th2). Th1-Zellen 

realisieren dabei typische Effektorfunktionen wie Hilfestellung für NK-Zellen, zytotoxische T-

Lymphozyten oder Makrophagen, was wiederum mit der Produktion von inflammatorischen Zytokinen 

(z. B. IFN-γ) einhergeht und das Entzündungsgeschehen fördert. Die Balance dazu wird durch die Th2-

Antwort gebildet, die z. B. über die Produktion von anti-inflammatorischen Zytokinen (IL-10) von Th2-

Zellen und Monozyten bewerkstelligt wird und gleichzeitig zur Stimulation von B-Lymphozyten zur 

antikörperproduzierenden Plasmazelle beitragen. Die Induktion der Th1- und Th2-bezogenen Zytokine 

ist in Übereinstimmung mit den eingangs beschriebenen Ergebnissen diverser Studien nach 

experimenteller Infektion von Hühnern mit verschiedenen Eimerienspezies (ROTHWELL et al. 2000, 

HONG et al. 2006b, HARITOVA und STANILOVA 2012). Ähnliche Ergebnisse konnten auch in 

Koinfektionsstudien mit Eimeria spp. und Cl. perfringens in Hühnern generiert werden (PARK et al. 

2008, BANGOURA et al. 2014). PARK et al. (2008) untersuchten im Tiermodell für die Nekrotische 

Enteritis die Immunpathologie und intestinale Expression verschiedener Zytokine in Masthühnern. Die 

Tiere wurden im Alter von drei Wochen mit E. maxima-Oozysten und fünf Tage später mit Cl. 

perfringens infiziert. Jejunumproben wurden ein und zwei Tage nach Cl. perfringens-Infektion im 

Rahmen einer Sektion konserviert. Im Zuge der Expressionsanalyse konnte eine gemischte Antwort 

abhängig vom jeweiligen Transkript und Zeitpunkt in den koinfizierten Tieren festgestellt werden. 

Einige Zytokine waren in der Koinfektionsgruppe erniedrigt (IFN-γ, IL-12, IL-1β, IL-2) während andere 

gegenüber einer Monoinfektion mit E. maxima oder Cl. perfringens erhöht (IL-10, IL-8, IL-15) waren. 

Im Gegensatz dazu konnten in der eigenen T. gondii-Eimeria spp.-Koinfektionsstudie keine 

wesentlichen Unterschiede in der Zytokinexpression zwischen koinfizierten und Eimeria-

monoinfizierten Tieren festgestellt werden (PUBLIKATION 1). BANGOURA et al. (2014) untersuchten 

die Wirksamkeit einer kommerziell erhältlichen Lebendvakzine gegen Hühnerkokzidien zur 

Vorbeugung der nekrotischen Enteritis im Huhn, welche attenuierte Stämme von E. acervulina, E. 

brunetti, E. maxima, E. mitis, E. necatrix, E. praecox und E. tenella enthielt. Die Autoren bestätigten 

signifikant erhöhte IFN-γ- und IL-10-Level im Jejunum nicht-vakzinierter koinfizierten Tieren im 

Vergleich zur vakzinierten Koinfektionsgruppe und erhöhte IL-12-Werte gegenüber nicht-infizierter 

Tiere.  

Bei einer vergleichenden Betrachtung der Versuche 1 und 2 in der vorliegenden Studie fällt auf, dass 

die erhöhten Zytokinlevel im Versuch 2 der eimerieninfizierten Gruppen insbesondere zum frühen 

Sektionszeitpunkt in ihrer Anzahl häufiger waren und eine stärkere Ausprägung (bis teils 57–facher 

Erhöhung im Vergleich zur uninfizierten Kontrollgruppe) aufwiesen (PUBLIKATION 1). Eine 
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naheliegende Erklärung stellt die zusätzliche E. acervulina-Infektion im Versuch 2 dar, die 

vermutlicherweise zu einer stärkeren Th1-vermittelten Entzündungsreaktion über das GALT auch im 

Zäkum beiträgt und damit auch die E. tenella-Pathologie in Form schwerwiegender Darmläsionen 

verstärkt. Ähnliche Effekte einer verstärkten Entzündungsreaktion bzw. Eimeria-Pathologie im Darm 

wird bei Vorliegen von Koinfektionen mit anderen Darmpathogenen wie Cl. perfringens (PARK et al. 

2008, BANGOURA et al. 2014) berichtet. Darüber hinaus lässt sich generell sagen, dass die 

Immunreaktion im Zäkum als Prädilektionsstelle von E. tenella am deutlichsten ausgeprägt war im 

Vergleich zur Zytokinexpression in Milz und Duodenum. Diese Daten passen zu den vorgefundenen 

deutlichen Darmläsionen (bis Lesion score 3) im Versuch 2, die auch auf lokale Entzündungsreaktionen 

im Rahmen der Eimerieninfektion zurückzuführen sind (LILLEHOJ und TROUT 1996). Zu diesem 

Sektionszeitpunkt wurden auch die massivsten Erhöhungen von IFN-γ, IL-12 und IL-10 detektiert. 

Vergleichbare Beobachtungen einer stärkeren Zytokinexpression und deutlicheren 

Gruppenunterschieden im Zäkum gegenüber der Milz werden von BANGOURA et al. (2014) im Rahmen 

der Eimeria spp.- und Cl. perfringens-Koinfektion berichtet. HARITOVA und STANILOVA (2012) 

untersuchten die IL-10- und IL-12b-mRNA-Expression in Duodenum, Zäkum und Leber von Hühnern 

nach experimenteller Infektion mit E. tenella. Während die IL-12b-Werte in allen Geweben nahezu 

unbeeinflusst waren, zeigte sich eine signifikante Erhöhung der IL-10-Werte, die im Zäkum deutlicher 

ausgeprägt war als in der Leber, was die Autoren dem Gewebstropismus von E. tenella zuschreiben. 

Weiterhin vermuten die Autoren, dass der fehlende Anstieg der IL-12b-Werte über den negativen 

Feedback-Mechanismus von IL-10 zu erklären ist. Im Gegensatz dazu berichteten ROTHWELL et al. 

(2004) von einem signifikanten Anstieg der IL-10-Expression im Dünndarm und Milzgewebe von E. 

maxima-infizierten empfänglichen Hühnerlinien (15I) ohne statistisch signifikante Unterschiede in den 

Zäkaltonsillen. Die IFN-γ-mRNA-Expression war wiederum nur im Dünndarm signifikant erhöht und 

zeigte im Milzgewebe keine Alterationen im Vergleich zu uninfizierten Hühnern.  

Bei isolierter Betrachtung der T. gondii-Infektionsgruppe konnten in beiden Versuchen nur vereinzelt 

Effekte hinsichtlich der untersuchten Zytokine festgestellt werden, die sich auf eine signifikante 

Erhöhung von IFN-γ im Zäkum (TV 1, ST 13) und Milz (TV 2, ST 13) beschränken (PUBLIKATION 1). Ich 

schlussfolgere daher, dass die beobachteten Alterationen der Zytokin-mRNA-Expressionslevel in der 

Koinfektionsgruppe überwiegend der Eimerieninfektion geschuldet sind. Die Immunantwort nach T. 

gondii-Infektion im Mausmodell ist gut erforscht und bereits in zahlreichen Studien beschrieben. Man 

weiß, dass die Induktion einer starken Th1-Antwort und damit einer pro-inflammatorischen 

Immunantwort eine Schlüsselfunktion darstellt, die über verschiedene Immunzellen realisiert wird 

(MUNOZ et al. 2011). Dabei gelten im Zuge der Wirtsabwehr IFN-γ, TNF-α und IL-12 als wichtige 

beteiligte Zytokine (SUZUKI et al. 1988, GAZZINELLI et al. 1993b). In Balance dazu steht die T. gondii-

induzierte Produktion anti-inflammatorischer Zytokine wie IL-10 und TGF-β, die als gegenregulierende 

Immunmechanismen fungieren (GAZZINELLI et al. 1992, 1996) und die Pathologie im Wirt limitieren 

(LAMBERT und BARRAGAN 2010). Hinsichtlich T. gondii-Koinfektionen wurde von SANTIAGO et al. 

(1999) berichtet, dass T. gondii die Antigen-spezifische Th2-Immunantwort und das 

Entzündungsgeschehen in BALB/C Mäusen hemmte, die mit Leishmania major koinfiziert waren. 

Ähnliche Ergebnisse einer Reduktion der Th2-Antwort beschreiben LIESENFELD et al. (2004) im 

Rahmen von T. gondii-Nippostrongylus brasiliensis-Koinfektionen in C57BL/6 Mäusen. STOICOV et al. 
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(2004) stellten in BALB/C Mäusen, die experimentell mit T. gondii und Helicobacter felis infiziert 

wurden, eine deutliche Modulation der Immunantwort und des klinischen Bildes im Gegensatz zur 

alleinigen T. gondii-Infektion fest. Die Überlebensraten sanken in koinfizierten Mäusen drastisch und 

die unkontrollierte Tachyzoitenreplikation führte zu schweren Organschäden. Darüber hinaus waren 

IFN-γ und IL-12 in der Magenschleimhaut signifikant erhöht und die IL-10-Werte in den mischinfizierten 

Mäusen deutlich reduziert. Diese Befunde demonstrieren beeindruckend tiefgreifende 

Wechselwirkungen der Immunantwort zwischen Pathogenen ohne jegliche Verwandtschaft. Es ist 

allerdings noch unklar, inwieweit die Kenntnisse zum Immunologiegeschehen nach T. gondii-Infektion 

aus dem Säugetierbereich auch auf das Huhn zutreffen. Bisher ist lediglich bekannt, dass 

Makrophagen, Monozyten und DC nicht nur eine wichtige Rolle für die Abwehr von T. gondii im Huhn 

spielen, sondern auch maßgeblich an der Verbreitung des Parasiten im Wirt und an der 

Parasitenreplikation unterstützend beteiligt sind (MALKWITZ et al. 2013, QUÉRÉ et al. 2013).  

Um das Wissen über die Immunologie der T. gondii-Infektion im Huhn weiter auszubauen und zu 

vertiefen, wurde eine weitere Studie zur Untersuchung der Immunreaktion und Parasitenreplikation 

nach alleiniger T. gondii-Infektion in Form einer In-vitro-Studie zur Vermeidung eines invasiven 

Tierversuches in Sinne des 3R-Prinzips durchgeführt (PUBLIKATION 2). Im Gegensatz zu der bisher 

veröffentlichten Literatur, die ausschließlich experimentelle T. gondii-Infektionen von 

Zellmonokulturen berücksichtigt, wurde in der vorliegenden Studie eine Hühnerblutzellmischkultur 

(HBK) etabliert, um eine möglichst lebensnahe Abbildung der In-vivo-Situation im Huhn zu kreieren. 

Die Studie war aus zwei separaten Experimenten aufgebaut. Es wurden Blutentnahmen bei acht 

(Experiment 1) bzw. sechs (Experiment 2) braunen Leghorn Hühnern durchgeführt und das gewonnene 

Blut mittels eines Isolationsprotokolls bearbeitet. Dabei wurde eine Zellkultur überwiegend bestehend 

aus Lymphozyten, Monozyten, Thrombozyten und vereinzelten Erythrozyten geschaffen. Im 

Experiment 1 erfolgte die Infektion der gewonnen HBK unmittelbar nach deren Aussaat mit 1,25 x 106 

T. gondii-Tachyzoiten des Genotyp II (ME49), was einer Infektionsrate von einem Tachyzoit je Blutzelle 

entsprach. Diese Infektionsdosis befindet sich in dem üblich verwendeten T. gondii-Dosisbereich pro 

Wirtszelle (BOUCHOT et al. 2001, SEABRA et al. 2002, GUILLERMO und DAMATTA 2004, ONG et al. 

2011, MALKWITZ et al. 2017). Der T. gondii-Stamm ME49 wurde stellvertretend für Genotyp-II-

Infektionen gewählt, da dieser Genotyp üblicherweise in Hühnern und anderen Tierarten in Europa 

unter Feldbedingungen vorkommt (DUBEY et al. 2005, SCHLÜTER et al. 2014). Die HBK wurde 48 h lang 

bei 41 °C inkubiert, um die physiologische Körpertemperatur des Huhnes nachzuahmen. Nach 1 h, 12 

h, 24 h und 48 h p. i. wurden Proben der infizierten und uninfizierten Kontrollwells gewonnen, um die 

Parasitenreplikation und die mRNA-Expression von iNOS und diversen Zytokinen (IFN-γ, TNF-α, IL-10) 

mittels qPCR zu untersuchen. Um die zellspezifische Empfänglichkeit für T. gondii in der HBK zu 

evaluieren und visualisieren, wurden für die Infektion in Experiment 2 bei gleicher Infektionsdosis T. 

gondii-Tachyzoiten des Genotyp I (RH) verwendet, die das grün fluoreszierende Protein (GFP) 

exprimieren. GFP wurde erstmalig 1961 von dem japanischen Biochemiker Osamu Shimomura als 

Protein der Qualle Aequorea victoria entdeckt, das bei Anregung mit blauen oder ultravioletten Licht 

grün fluoresziert (SHIMOMURA 2005). GFP eignet sich aufgrund seiner nicht-toxischen Eigenschaften 

für eukaryotische Zellen gut als Marker für Genexpressionen (CHALFIE et al. 1994) oder zur 

Untersuchung biologischer Prozesse in vitro und in vivo. Die Auswertung der Zellzusammensetzung der 
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HBK erfolgte 24 h p. i. mittels Durchflusszytometrie und die Visualisierung der infizierten Kulturen mit 

Hilfe der Konfokalmikroskopie. 

Hinsichtlich der T. gondii-Vermehrung im Experiment 1 konnten während der ersten 24 h p. i. ein 

massiver Abfall der Anzahl an Parasitenstadien auf 36,7 % der initialen Menge (1 h p. i.) detektiert 

werden. Daran schloss sich eine annähernde Plateauphase bis zum Zeitpunkt 48 h p. i. (PUBLIKATION 

2). Diese Ergebnisse sind im Einklang mit einer Studie von MALKWITZ et al. (2017), in der 

Untersuchungen zur T. gondii-Replikation in Erythrozyten- und Thrombozytenmonokulturen von 

Hühnern im Vergleich zu Makrophagenkulturen im Fokus standen. In der Erythrozytenmonokultur 

wurde ein signifikanter Abfall der Anzahl an T. gondii-Stadien 8 h p. i. auf 25 % der initialen Dosis 

registriert. Dieser setzte sich auf bis zu 10 % nach 12 h p. i. fort ohne weitere Veränderungen bis zum 

Untersuchungsende (24 h p. i.). Ähnliche Beobachtungen treffen auf die untersuchten 

Thrombozytenmonokulturen zu, in denen es innerhalb von 12 h p. i. zu einem massiven Abfall der T. 

gondii-Stadien auf 3 % der initialen Dosis kam. Zwar schloss sich ein nachfolgender Anstieg bis zu 50 % 

der Initialdosis bis 48 h p. i. an, allerdings schreiben die Autoren diesen den in der Thrombozytenkultur 

enthaltenen Makrophagenanteil von ca. 13 % zu. Nach Extrapolation der T. gondii-Replikationskurve 

ergab sich somit ein stetiger Abfall der Parasitenstadien in einer hypothetisch reinen 

Thrombozytenkultur. Obwohl T. gondii sich potentiell in nahezu allen zellkernhaltigen Zellen 

vermehren (SIBLEY 2004, MUNOZ et al. 2011) kann, demonstrieren diese Ergebnisse, dass T. gondii 

scheinbar nicht in der Lage ist, Erythrozyten und Thrombozyten von Hühnern zur eigenen Replikation 

zu nutzen. Ein komplett anderes Bild zeigt sich bei der Infektion von Makrophagenmonokulturen. Hier 

konnte ein signifikanter Anstieg der T. gondii-Replikation zwischen 12 h und 48 h p. i. bis zu 300 % der 

initialen Infektionsdosis festgestellt werden (MALKWITZ et al. 2017). Diese Resultate unterstreichen 

die Aussage, dass Makrophagen ein Replikationsreservoir für T. gondii darstellen (MALKWITZ et al. 

2013, QUÉRÉ et al. 2013).  

Nach dem kontinuierlichen Abfall der T. gondii-Stadien bis 24 h p. i. konnte in der HBK zum Zeitpunkt 

48 h p. i. ein Anstieg der Replikation um 19 - 63,3 % verglichen zu 24 h p. i. in der Hälfte der 

Zellkulturproben festgestellt werden. Eine mögliche Erklärung könnte eine variierende 

Zusammensetzung der aus verschiedenen Hühnern isolierten HBK sein sowie eine über den 

Kultivierungsverlauf (48 h) veränderte Zusammensetzung der HBK. Dies könnte wiederum einen 

Einfluss haben auf die Interaktionen zwischen verschiedenen Blutzellpopulationen im Rahmen der 

angeborenen und adaptiven Immunantwort zur Kontrolle der Parasitenvermehrung in Abhängigkeit 

von deren Verfügbarkeit 48 h p. i. Variationen in der Zusammensetzung von Kulturen mononukleärer 

Zellen des peripheren Blutes individueller Hühner wurden bereits von FAIR et al. (2008) berichtet. 

Dafür wurden Blutproben von 284 adulten Hühnern mittels Durchflusszytometrie untersucht und eine 

große Bandbreite an Variation der Anteile diverser Lymphozytensubpopulationen wie z. B. CD3+, CD4+ 

und CD8+ entdeckt. Die Autoren vermuten, dass diese Variabilität vermutlich durch den individuellen 

Gesundheitsstatus, Körperkondition oder Stress infolge Umweltfaktoren erklärbar ist. Außerdem ist in 

Betracht zu ziehen, dass Makrophagen sich erst 48 - 72 h nach der Blutzellaufreinigung in der Zellkultur 

aus den Monozyten formieren (WIGLEY et al. 2002). Da die Infektion der HBK unmittelbar nach 

Isolation erfolgte, waren zu Beginn noch keine ausgereiften Makrophagen als potentielle Wirtszellen 
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vorhanden, was eine zusätzliche Erklärung für den starken Abfall der Parasitenstadien innerhalb der 

ersten 24 h p. i. darstellen könnte.  

MALKWITZ et al. (2018) untersuchten die Vermehrung von T. gondii des Genotyp II (ME49) im Vergleich 

zu Genotyp III (NED) in einer reinen Hühnermakrophagenkultur und konnten einen Abfall an 

Parasitenstadien bis 12 h p. i. gefolgt von einem Anstieg bis 36 h (ME49) oder 48 h p. i. (NED) feststellen. 

Es folgte ein deutlicher Abfall bis 72 h p. i. Generell unterschieden sich die Replikationskurven beider 

Genoytpen bei gleicher Infektionsdosis nur unwesentlich. Die dezent längere Replikationsdauer von 

NED gegenüber ME49 ist in Übereinstimmung mit vorherigen Berichten (SAEIJ et al. 2005). 

Untersuchungen zur Replikation von T. gondii des Genotyp I (RH) in zwei unterschiedlichen 

Infektionsdosen (2,5 x 105 bzw. 5 x 105 Tachyzoiten) und in Kombination mit einer E. tenella-

Koinfektion wurden von ZHANG et al. (2018) in reinen Makrophagenkulturen durchgeführt. Die 

niedrig-infizierte T. gondii-Infektionsgruppe und die Koinfektionsgruppe zeigten einen vergleichbaren 

kontinuierlichen Anstieg der T. gondii-Replikation ab 48 h p. i. bis 72 h p. i. Die hoch-infizierte T. gondii-

Infektionsgruppe erreichte den Replikationspeak bereits 48 h p. i. mit einem nachfolgenden Abfall 72 

h p. i. vermutlich aufgrund der schnelleren Zerstörung von Wirtszellen. Mögliche Gründe für 

Unterschiede zu den eigenen Ergebnissen könnten die gleichzeitige Kultivierung von verschiedenen 

Blutzellen gegenüber von Makrophagenmonokulturen sein, unterschiedliche Infektionsdosen je 

Blutzelle und Abweichungen im Kultivierungsprotokoll. Hervorzuheben ist hier, dass es sich bei der 

vorliegenden Studie um eine nach besten Wissen erstmalige Untersuchung einer gemischten 

Wirtszellkultur aus Hühnervollblut handelt und somit realistische, lebensnahe Zell-Zell-Interaktionen 

darstellbar waren, welche wertvolle Hinweise für den Ablauf der natürlichen Immunatwort in vivo 

liefern. Da in der vorliegenden HBK ein deutlicher Abfall der Anzahl an Parasitenstadien im 

Kultivierungsverlauf beobachtet wurde, lässt sich schlussfolgern, dass Hühnerblut nicht den Hauptort 

der Parasitenreplikation darstellt und vermutlich primär zum T. gondii-Transport in andere Gewebe 

und Organe dient. Darüber hinaus werden Monozyten-abgeleitete Makrophagen als „Trojanische 

Pferde“ für T. gondii angesehen, um Eintritt und Replikation in Geweben zu ermöglichen (DA GAMA et 

al. 2004, COURRET et al. 2006, UNNO et al. 2008).  

Im eigenen Experiment wurde die mRNA-Expression verschiedener Zytokine stellvertretend für die 

Th1- (IFN-γ, TNF-α) und Th2- (IL-10) Immunantwort und iNOS als Produkt von Monozyten bzw. 

Makrophagen untersucht. Dabei konnten vornehmlich eine signifikant erhöhte iNOS-mRNA-

Expression von 12 h bis 48 h p. i. in den T. gondii-infizierten Zellen gegenüber nicht-infizierten 

Kontrollzellen detektiert werden (PUBLIKATION 2). Zum Zeitpunkt 48 h p. i. waren die iNOS-Level ca. 

10-fach erhöht im Vergleich zum Zeitpunkt 1 h p. i. Eine Hochregulierung der iNOS-mRNA-Expression 

zwischen 8 h und 24 h p. i. wurde bereits von MALKWITZ et al. (2018) in T. gondii-infizierten primären 

Makrophagenkulturen beschrieben. Auch ZHANG et al. (2018) berichteten von einem moderaten 

Anstieg der iNOS-Level in reinen primären Hühnermakrophagenkulturen nach T. gondii-Infektion. Im 

Gegensatz dazu konnte DAMATTA et al. (2000) keine Stickstoffmonoxid (NO)-Produktion in 

Hühnermakrophagen nach T. gondii-Infektion nachweisen. GUILLERMO und DAMATTA (2004) 

berichteten von einer Hemmung der NO-Produktion in T. gondii-infizierten Hühnermakrophagenlinien 

MQ-NCSU und HD11. Ähnliche Ergebnisse wurden auch in Makrophagen von Mäusen beschrieben 

(SEABRA et al. 2002, LÜDER et al. 2003). An dieser Stelle ist zu berücksichtigen, dass bei den zuletzt 
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genannten Referenzen ausschließlich mit immortalisierten Zelllinien gearbeitet wurde und nicht mit 

primären Zellen wie in der vorliegenden Arbeit. Dies könnte die unterschiedlichen Ergebnisse erklären 

und erschwert einen direkten Vergleich zu den eigenen Resultaten. Die Unterschiede könnten auch 

der Verwendung verschiedener T. gondii-Genotypen geschuldet sein, da in den meisten Studien der 

Genotyp I (RH) und im vorliegenden Experiment der Genotyp II (ME49) zum Einsatz kam. LÜDER et al. 

(2003) benutzten ebenfalls einen Vertreter des Genotyp II (NTE) und stellten eine Herabregulation der 

iNOS-mRNA-Level nach T. gondii-Infektion in einer IFN-γ- und IFN-γ/LPS-behandelten 

Monozyten/Makrophagen-Zelllinie (RAW264.7) von Mäusen fest. Gleichzeitig war die NO-Produktion 

nur marginal detektierbar oder dosisabhängig reduziert. Allerdings muss an dieser Stelle berücksichtigt 

werden, dass nicht zwangsläufig von einer direkten Korrelation der iNOS-mRNA-Expression mit der 

NO-Produktion ausgegangen werden kann. Man könnte spekulieren, dass T. gondii die NO-Produktion 

zu einem späteren Zeitpunkt nach initialer iNOS-mRNA-Expression hemmt. Andere Autoren berichten 

über eine wichtige Rolle von NO im Rahmen der Hemmung der T. gondii-Replikation (ADAMS at al. 

1990, ZHAO et al. 2009).  

Bezüglich der Th1-Immunantwort konnten signifikant erhöhte TNF-α-Level 48 h p. i. in den T. gondii-

infizierten Kulturen gegenüber den nicht-infizierten Kontrollkulturen detektiert werden. Beim 

Vergleich der Beprobungszeitpunkte folgte dem initialen Abfall der TNF-α-mRNA-Expression bis 24 h 

p. i. ein signifikanter Anstieg bis 48 h p. i. (PUBLIKATION 2). ROBBEN et al. (2004) stellten signifikant 

erhöhte TNF-α-Level 24 h nach Infektion mit T. gondii des Genotyp II in Makrophagenkulturen von 

Mäusen fest. Ähnliche Ergebnisse wurden im Serum von T. gondii-infizierten Mäusen (DIAS et al. 2014) 

und in der Milz von Dickschwänzigen Schmalfußbeutelmäusen (Sminthopsis crassicaudata) nach 

experimenteller T. gondii-Infektion gefunden (DONAHOE et al. 2017). Im Kontrast dazu beschreiben 

BUTCHER und DENKERS (2002) eine Hemmung der TNF-α-Produktion in Makrophagen von Mäusen bei 

Verwendung eines T. gondii-Genotyp I (RH). Diese Ergebnisse illustrieren die Aussage, dass Parameter 

wie z. B. der verwendete T. gondii-Genotyp, Infektionsdosis und die Wirtsspezies einen Einfluss auf 

den Verlauf immunologischer Prozesse haben, wie bereits KIM et al. (2006) hinsichtlich des Einflusses 

des T. gondii-Genotyps auf die IL-12-Produktion beschrieben. Überaschenderweise konnte ich keine 

erhöhte IFN-γ-mRNA-Expression in den infizierten Zellkulturen feststellen. Ich vermute daher, dass 

entweder eine geringe Menge an IFN-γ-produzierenden Zellen wie T-Lymphozyten und NK-Zellen 

(HUNTER et al. 1994, DUPONT et al. 2012) in der HBK präsent war oder dass es zu einer effektiven 

Hemmung über die Th2-Immunanwort kam. Höhere IL-10-Werte (1 h und 24 h p. i.) als Vertreter der 

Th2-Antwort in den infizierten Zellkulturen verdeutlichen die Initiation von gegenregulierenden 

Mechanismen in den eigenen Versuchen. ZHANG et al. (2018) konnten ebenfalls eine leichte Erhöhung 

der IL-10-mRNA-Expression in den T. gondii-infizierten Makrophagenkulturen von Hühnern im 

Vergleich zu nicht-infizierten Kontrollkulturen feststellen. Ein Anstieg der IL-10-Level wurde auch in T. 

gondii-infizierten Makrophagen von Mäusen detektiert (ROBBEN et al. 2004). Ähnliche Ergebnisse 

berichten KHAN et al. (1995) in Splenozyten von Mäusen nach intraperitonealer Infektion mit T. gondii-

Tachyzoiten. Es ist bekannt, dass T. gondii in der Lage ist, die Produktion antiinflammatorischer 

Zytokine wie IL-10 oder TGF-β (GAZZINELLI et al. 1992, 1996) zu triggern, um eine adäquate Balance 

zwischen der Th1- und Th2-Immunantwort zu erreichen.  
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Im Experiment 2 der vorliegenden Studie wurde die Zusammensetzung der isolierten HBK sowie T. 

gondii-positive Zellpopulationen mithilfe der Durchflusszytometrie zum Zeitpunkt 24 h p. i. untersucht. 

Die Differenzierung aviärer Leukozyten mittels Durchflusszytometrie ist bereits für Thrombozyten 

(VIERTLBOECK und GÖBEL 2007), Lymphozytensubpopulationen (FAIR et al. 2008) sowie 

Monozyten/Makrophagen (MAST et al. 1998) beschrieben. Durch die Verwendung von T. gondii-

Tachyzoiten, die GFP exprimieren, konnten Monozyten/Makrophagen auch mittels 

Durchflusszytometrie als Hauptzielzellen für T. gondii in der HBK bestätigt werden. Desweiteren waren 

11,2 % der BU1-positiven Zellen mit T. gondii infiziert (PUBLIKATION 2). Das BU1-Oberflächenantigen 

wird im peripheren Blut hauptsächlich von B-Lymphozyten (HOUSSAINT et al. 1989, ROTHWELL et al. 

1996) und einer Untergruppe von Monozyten/Makrophagen exprimiert (HOUSSAINT et al. 1989), 

wobei die letztere Aussage von anderen Autoren (PINK und RIJNBEEK 1983) nicht bestätigt werden 

konnte. B-Lymphozyten sind anhand der vorliegenden Daten als Wirtszellen von T. gondii anzusehen, 

auch wenn die Möglichkeit einer Markierung von Monozyten/Makrophagen mit BU1 nicht endgültig 

auszuschließen ist. Die durchflusszytometrischen Daten deuten außerdem darauf hin, dass 

verschiedene T-Lymphozytensubpopulationen wie CD8α+-, CD4+- und γδ-T-Zellen zu einem sehr 

geringen Ausmaß (≤ 3,13 %) von T. gondii befallen werden. Bei dem quantitativen Vergleich 

verschiedener Zellsubpopulationen innerhalb der CD45+-Leukozyten zwischen T. gondii-infizierten und 

Kontrollkulturen waren keine statistisch signifikanten Unterschiede feststellbar. Der Anteil der CD4+-

T-Lymphozyten war in den infizierten Zellkulturen gegenüber den Kontrollkulturen leicht erhöht, 

wohingegen der Anteil an B-Lymphozyten sowie Monozyten/Makrophagen dezent erniedrigt war. Es 

lässt sich vermuten, dass neben der Wirtszell- und Shuttlefunktion (COURRET et al. 2006, UNNO et al. 

2008, MALKWITZ et al. 2013, 2017, QUÉRÉ et al. 2013) sowie dem direkten Phagozytieren von 

Parasiten (ANDERSON und REMINGTON 1974, JONES et al. 1975) durch Monozyten/Makrophagen ein 

Teil dieser T. gondii-infizierten Zellen durch Apoptose oder Nekrose untergeht. Dies könnte eine 

mögliche Erklärung für die geringen Anteile dieser Zellpopulation in den infizierten Kulturen sein.  

Es ist bekannt, dass T. gondii die Apoptose von infizierten und uninfizierten Wirtszellen erheblich 

regulieren kann (LÜDER und GROSS 2005). T. gondii ist damit in der Lage, strategisch über das Triggern 

(KHAN et al. 1996, GAVRILESCU und DENKERS 2001, MORDUE et al. 2001) als auch die Hemmung des 

Zelltodprogramms (NASH et al. 1998, GOEBEL et al. 1999, PAYNE et al. 2003) die eigene intrazelluläre 

Entwicklung und Persistenz im Wirt zu ermöglichen. Dabei unterstützt die Induktion der Apoptose 

verschiedener Zellen wie T- und B-Lymphozyten, NK-Zellen und Makrophagen die Evasion der 

wirtseigenen Immunabwehr während der akuten Infektion (GAVRILESCU und DENKERS 2001, 

MORDUE et al. 2001, LÜDER et al. 2009). Dahingegen erleichtert die Hemmung der Apoptose das 

intrazelluläre Überleben und die Persistenz von T. gondii (NASH et al. 1998, GOEBEL et al. 1999, PAYNE 

et al. 2003, LÜDER et al. 2009), was sowohl in der akuten als auch chronischen Phase der Infektion von 

Bedeutung ist (HEUSSLER et al. 2001).  

Mittels Konfokalmikroskopie der infizierten HBK-Ausstriche konnten ebenfalls 

Monozyten/Makrophagen als Zielzellen von T. gondii bestätigt werden (PUBLIKATION 2). Eine 

zusätzliche BU1-Färbung ließ T. gondii-positive B-Lymphozyten erkennen, was im Einklang mit den 

durchflusszytometrischen Ergebnissen ist. Mit Hilfe einer CD8α-Färbung konnten vereinzelt T. gondii-

positive zytotoxische T-Lymphozyten detektiert werden. Obwohl eine rein zufällige Ko-Lokalisation von 
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T. gondii und zytotoxischen T-Lymphozyten denkbar wäre, deuten die durchflusszytometrischen Daten 

auf eine geringe Infektionsrate dieser T-Lymphozytenpopulation hin (1,12 %). Im Gegensatz zu der von 

MALKWITZ et al. (2017) beschriebenen T. gondii-Replikation in reinen 

Monozyten/Makrophagenkulturen, konnte in der gewonnenen HBK 24 h p. i. keine 

Parasitenreplikation in Wirtszellen visualisiert werden. An dieser Stelle muss erwähnt werden, dass die 

visuelle Untersuchung mittels Konfokalmikroskopie lediglich zum Zeitpunkt 24 h p. i. durchgeführt 

wurde, was hinsichtlich der Replikationsbeurteilung eine Schwäche des Experiments darstellt. 

Zusätzliche spätere Untersuchungszeitpunkte wie z. B. 48 h p. i. würden vermutlich weiteren 

Aufschluss geben. 

Zusammenfassend konnte in der In-vivo-Koinfektionsstudie die erfolgreiche T. gondii- und Eimeria 

spp.-Infektion in den entsprechenden Versuchshühnern mittels verschiedener Parameter validiert 

werden. Dass der direkte T. gondii-DNA Nachweis mit nPCR bzw. MC-PCR nur in etwa der Hälfte der 

seropositiven Hühner möglich war, lässt auf eine geringe T. gondii-Dichte in den untersuchten 

Geweben schließen. Zu beachten ist die generell inhomogene Verteilung der T. gondii-Zysten sowie 

eine geringe Zystendichte im Gewebe. Eine klinische Toxoplasmose trat bei keinem Versuchstier auf. 

Die Eimeria-Merogonie scheint in koinfizierten Hühnern stärker ausgeprägt zu sein, allerdings ohne zu 

wesentlichen Unterschieden in der Oozystenausscheidung im Vergleich zur alleinigen 

Eimerieninfektion zu führen. Es waren Anstiege der mRNA-Expression von Th1- (IFN-γ, IL-12, TNF-α) 

und Th2- (IL-10) bezogenen Zytokinen bei alleiniger Infektion mit Eimeria spp. und Koinfektion 

feststellbar. Die Pathologie und Immunantwort des Wirtes unterschieden sich bei Vorliegen einer 

Koinfektion nur unwesentlich von einer Eimerienmonoinfektion. Umgekehrt betrachtet ließen sich 

keine Effekte von Eimeria auf die Quantität der T. gondii-positiven Gewebsproben beobachten. Auch 

wenn in dieser nach meinem Wissen ersten In-vivo-Koinfektionsstudie von T. gondii und Eimeria spp. 

im Huhn keine erheblichen Wechselwirkungen zwischen den Erregern festgestellt werden konnten, 

halte ich es für sinnvoll, mögliche Interaktionen dieser weltweit häufig vorkommenden Parasiten in 

zukünftigen experimentellen Studien zu untersuchen. Dabei finde ich es insbesondere interessant, ein 

Studiensetup zu kreieren, was die Feldsituation besonders realistisch widerspiegelt, wie z. B. die T. 

gondii-Infektion via Oozysten in Kombination mit der Verwendung eines gemischten Eimeria-Isolats.  

Mit Hilfe des In-vitro-T. gondii-Infektionsversuches unter Verwendung von gemischten 

Hühnerblutzellkulturen konnte ich Monozyten/Makrophagen als Hauptzielzellen von T. gondii 

bestätigen und folgern, dass diese Zellen eine Schlüsselrolle im Huhn nach T. gondii-Infektion nicht nur 

als Wirtszellen, sondern auch als Trigger der Immunantwort und in der Aktivierung der Wirtsabwehr 

spielen. Dies unterstützen die Ergebnisse aus der mRNA-Expressionsanalyse, in der vornehmlich 

signifikant erhöhte iNOS-Level detektiert werden konnten, was für eine Aktivierung der 

Monozyten/Makrophagen und damit der angeborenen zellulären Immunantwort spricht. Darüber 

hinaus zeigten Durchflusszytometrie und Konfokalmikroskopie konkrete Anhaltspunkte, dass auch B-

Lymphozyten und in einem geringen Maße zytotoxische T-Lymphozyten als Wirtszellen von T. gondii 

in Betracht gezogen werden müssen. Der Abfall an Parasitenstadien bis 48 h p. i. zeigt, dass Hühnerblut 

vermutlich kein bevorzugtes Replikationsmedium für T. gondii darstellt und primär zur Verbreitung des 

Parasiten im Wirt genutzt wird. Da diese Studie ebenfalls als Pilotprojekt für Untersuchungen von 

Mischinfektionen mit verschiedenen Apicomplexa-Gattungen einzustufen ist, ist eine weiterführende 
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Untersuchung des Themas durchaus sinnvoll. Die Wechselwirkungen zwischen Parasitenreplikation, 

Zytokinexpression und Zusammensetzung der Blutzellkultur verdienen in Folgestudien Beachtung.  
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Einleitung 

Die apikomplexen Parasiten Toxoplasma (T.) gondii und Eimeria (E.) tenella sind weit verbreitete und 

wichtige Krankheitserreger mit hoher Prävalenz bei Geflügel. Es ist davon auszugehen, dass 

Koinfektionen mit diesen beiden Parasiten bei Hühnern im Feld häufig vorkommen. 

Ziele der Untersuchungen 

Ziel der vorliegenden Arbeit war es, in vivo die gegenseitigen Einflüsse bei T. gondii- und Eimeria spp.- 

koinfizierten Hühnern zu untersuchen, wobei der Schwerpunkt auf der Immunantwort und dem 

Infektionsverlauf lag. In einer anschließenden In-vitro-Studie wurden die Wechselwirkungen zwischen 

Parasiten und Wirtszellen in einer gemischten Hühnerblutzellkultur nach Infektion mit T. gondii-

Tachyzoiten untersucht und potenzielle Wirtszellen für T. gondii nachgewiesen. 

Tiere, Material und Methoden 

Zwei separate In-vivo-Versuche wurden mit insgesamt 96 Eintagsküken durchgeführt, die in vier 

Studiengruppen unterteilt waren: Gruppe NC (nicht infizierte Negativkontrolle), Gruppe PC-T (orale 

oder intramuskuläre Infektion mit T. gondii-Oozysten (Versuch 1) bzw. Tachyzoiten (Versuch 2), 

Gruppe PC-E (orale Infektion mit E. tenella (Versuch 1) oder E. tenella plus E. acervulina-Oozysten 

(Versuch 2)) und Koinfektionsgruppe TE (T. gondii + Eimeria spp.). Die T. gondii-Infektion wurde durch 

direkten DNA-Nachweis in verschiedenen Geweben unter Verwendung von nPCR (nested Polymerase-

Kettenreaktion) und MC-PCR (magnetic capture PCR) und indirekt durch Immunoblot zum Nachweis 

von T. gondii- spezifischen Antikörpern validiert. Der klinische Verlauf der Eimeria-Infektion wurde 

hinsichtlich Oozystenausscheidung, Körpergewichtszunahme, Beurteilung von Darmveränderungen 

(Lesion scoring) und mikroskopischer Auswertung von Darmschleimhautabstrichen auf parasitäre 

Stadien untersucht. Zusätzlich wurde die Expression von Zytokin-mRNA in Darm- und Milzgewebe zu 

zwei verschiedenen Zeitpunkten nach der Infektion mittels qPCR (quantitative PCR) untersucht.  

Die In-vitro-Studie bestand aus zwei aufeinanderfolgenden Experimenten mit acht (Experiment 1) und 

sechs (Experiment 2) Hühnern zur individuellen Blutentnahme. In Experiment 1 wurde die erhaltene 

Hühnerblutzellmischkultur mit T. gondii-Tachyzoiten (ME49) zu einer MOI (Multiplizität der Infektion) 

von 1 Tachyzoit pro Blutzelle infiziert und die Parasitenreplikation sowie iNOS (induzierbare 

Stickoxidsynthase) und die Zytokin-mRNA-Expression zwischen 1 h und 48 h p. i. (post infectionem) 
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untersucht. Durch Verwendung von T. gondii RH-GFP-Tachyzoiten, die ein grün fluoreszierendes 

Protein exprimieren, konzentrierte sich Experiment 2 auf die Visualisierung infizierter Zellen mittels 

Konfokalmikroskopie (CLSM) und die Detektion möglicher Unterschiede zwischen Infektions- und 

Kontrollkultur hinsichtlich der Zellzusammensetzung 24 h p. i. mittels Durchflusszytometrie.  

Ergebnisse 

Der Nachweis T. gondii-spezifischer Antikörper war ab 4 Tage p. i. möglich und 22,1 % aller 

Gewebeproben von infizierten Hühnern waren T. gondii-positiv. Die Merogonien von Eimeria spp. 

schienen durch Koinfektion mit T. gondii stimuliert zu werden, ohne dass deutliche Unterschiede in 

der Oozystenausscheidung zwischen koinfizierten und Eimeria spp.-monoinfizierten Hühnern 

auftraten. Im Versuch 2 traten schwere Darmläsionen auf, als das Inokulum zusätzlich E. acervulina-

Oozysten enthielt. Das mikroskopische Scoring offenbarte mehr Eimeria-Meronten in Gruppe TE im 

Vergleich zu PC-E, obwohl dieser Unterschied statistisch nicht signifikant war. Ein Anstieg der mRNA-

Expression von Th1- (IFN-γ, IL-12, TNF-α) und Th2-bezogenen Zytokinen (IL-10) wurde hauptsächlich in 

Eimeria spp.-infizierten Hühnern beobachtet, jedoch ohne statistisch signifikante Unterschiede 

zwischen Koinfektion und Einzelinfektion mit Eimeria spp. Die T. gondii-Immunantwort war lediglich 

marginal. 

Im In-vitro-Experiment zeigte die T. gondii-Replikationskurve einen massiven Rückgang der 

Parasitenstadien bis 24 h p. i., gefolgt von einer annähernden Plateauphase. Es wurden hauptsächlich 

signifikant erhöhte iNOS-mRNA-Expressionswerte in der T. gondii-infizierten Kultur im Vergleich zu 

nicht infizierten Zellen beobachtet. Es wurden keine statistisch signifikanten Unterschiede zwischen 

Infektions- und Kontrollkultur in Bezug auf die Zellzusammensetzung festgestellt. Die CLSM- und 

Durchflusszytometrie-Daten bestätigten Monozyten/Makrophagen als Hauptzielzellen für T. gondii. B-

Zellen und zytotoxische T-Zellen waren in geringem Maße befallen.  

Schlussfolgerungen 

Die In-vivo-Pilotstudie zeigte, dass der größte Teil der Immunantwort auf die Eimeria-Infektion 

zurückzuführen ist. Eimeria zeigte keinen Einfluss auf die Menge der T. gondii-positiven 

Gewebeproben. Obwohl diese erste Koinfektionsstudie nur begrenzte gegenseitige Effekte zeigte, ist 

es aufgrund der hohen Prävalenz und Bedeutung beider Erreger sinnvoll, Wechselwirkungen in 

weiteren Studien zu untersuchen. Daten aus der In-vitro-Studie belegen, dass 

Monozyten/Makrophagen eine Schlüsselrolle bei der T. gondii-Infektion im Huhn spielen, sowohl als 

Wirtszellen als auch bei der Auslösung der Immunantwort. B-Zellen und zytotoxische T-Zellen könnten 

potentielle Wirtszellen für T. gondii sein. Da in der Hühnerblutzellmischkultur vor allem ein Abfall der 

T. gondii-Replikation bis 48 h p. i. beobachtet wurde, ist davon auszugehen, dass Hühnerblut kein 

bevorzugtes Replikationsmedium für T. gondii ist und überwiegend nur dem Parasitentransport im 

Wirt dient.
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Introduction 

The apicomplexan parasites Toxoplasma (T.) gondii and Eimeria (E.) tenella are widespread and 

important pathogens with high prevalence in poultry. It can be assumed that co-infections with these 

two parasites in chicken occur frequently in the field. 

Aims of investigations 

The aim of the present work was to investigate in vivo mutual influences in T. gondii and Eimeria spp. 

co-infected chickens, focusing on immune response and course of infection. In a subsequent in vitro 

study, parasite-host cell interactions in a mixed chicken blood cell culture after infection with T. gondii 

tachyzoites were evaluated and potential host cells for T. gondii were examined. 

Animals, Material and Methods 

Two separate in vivo trials were performed using a total of 96 1-day-old chicken, divided into four study 

groups: group NC (uninfected negative control), group PC-T (oral or intramuscular infection with T. 

gondii oocysts (trial 1) or tachyzoites (trial 2) respectively), group PC-E (oral infection with E. tenella 

(trial 1) or E. tenella and E. acervulina oocysts (trial 2)) and co-infection group TE (T. gondii + Eimeria 

spp.). T. gondii infection was validated by direct DNA detection in different tissues using nPCR (nested 

polymerase chain reaction) and MC-PCR (magnetic capture PCR) and indirectly by immunoblot for 

detection of T. gondii-specific antibodies. The clinical course of Eimeria infection was examined in 

terms of oocyst excretion, body weight gains, determination of gut lesions (lesion scoring) and 

microscopic evaluation of gut mucosa smears for parasitic stages. Additionally, cytokine mRNA 

expression in gut and spleen tissue was investigated at two different time points after infection by 

qPCR (quantitative PCR).  

The in vitro study consisted of two subsequent experiments using eight (experiment 1) and six 

(experiment 2) chicken for individual blood sampling. In Experiment 1 the obtained mixed chicken 

blood cell culture was infected with T. gondii tachyzoites (ME49) at a MOI (multiplicity of infection) of 

1 tachyzoite per blood cell and parasite replication as well as iNOS (inducible nitric oxide synthase) and 

cytokine mRNA expression between 1 h and 48 h p. i. (post infection) were examined. By using T. gondii 

RH-GFP tachyzoites expressing a green fluorescent protein in experiment 2, the experiment focused 
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on visualizing infected cells by CLSM (confocal laser scanning microscopy) and possible differences 

between infected and control culture regarding cellular composition at 24 h p. i. by means of flow 

cytometry.  

Results 

Detection of T. gondii-specific antibodies was possible earliest 4 days p. i. and 22.1 % of all tissue 

samples were T. gondii-positive from infected chicken. Eimeria spp. merogonies seemed to be 

enhanced by co-infection with T. gondii, interestingly without marked differences in oocyst excretion 

between co-infected and Eimeria spp. mono-infected chickens. High intestinal lesion scores occurred 

in trial 2, when the inoculum additionally contained E. acervulina oocysts. More Eimeria meronts were 

detected in microscopical scoring in the co-infected group as compared to PC-E, although this was not 

statistically evident. An increase of mRNA expression of Th1- (IFN-γ, IL-12, TNF-α) and Th2-related 

cytokines (IL-10) were observed mainly in Eimeria spp.-infected chickens of groups PC-E and TE, 

however, without statistically significant differences between co-infection and single infection with 

Eimeria spp. Immune response to T. gondii infection turned out to be marginal only. 

In the in vitro experiment, the parasite replication curve showed a massive decrease of parasite stages 

until 24 h p. i. followed by an approximate plateau phase. Significantly increased iNOS mRNA 

expression levels in T. gondii-infected culture compared to uninfected cells were observed. No 

statistically significant differences were detected between infected and control culture in respect to 

cellular composition. CLSM and flow cytometry data confirmed monocytes/macrophages as main 

target cells for T. gondii. Additionally, different lymphocytes subpopulations like B cells and cytotoxic 

T cells seem to be targeted to a low extent.  

Conclusions 

The in vivo pilot study demonstrated that most of the measurable immune response could be 

attributed to Eimeria infection. Eimeria displayed no effect on the quantity of T. gondii-positive tissue 

samples. Although this first study about co-infection did not reveal major mutual effects, due to the 

high prevalence and importance of both pathogens it appears reasonable to consider such interactions 

in further experimental setups. Data of the in vitro study indicate that monocytes/macrophages play a 

key role during T. gondii infection in chickens both as host cells and in triggering of immune response. 

B cells and cytotoxic T cells seem to be potential host cells for T. gondii. As a decrease in T. gondii 

replication until 48 h p. i. was observed in the mixed chicken blood cell culture, it can be assumed that 

chicken blood is not a preferred replication medium for T. gondii and may serve predominantly for 

parasite transport in the host.  
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