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1 Einleitung 

Die Toxoplasmose ist eine durch Toxoplasma (T.) gondii verursachte Zoonose. T. gondii ist ein obligat 

intrazellulär lebender Parasit, der weltweit verbreitet ist (BLADER et al. 2015, OPSTEEGH et al. 2015, 

TENTER et al. 2000).  

Nach postnataler Infektion befällt T. gondii während der akuten Phase vorzugsweise Gliazellen und bei 

chronischem Verlauf Neurone im Kortex von Mensch und Tier (PARLOG et al. 2015). Die T. gondii-

Infektion führt dabei zu Beeinträchtigungen der Morphologie und Funktion der infizierten Zellen 

(BRUNET et al. 2008, PARLOG et al. 2015, KIM et al. 2016, WANG und GAO 2016). Zur Pathogenese 

und zum Infektionsverlauf, insbesondere zum Zelltropismus von T. gondii, im pränatalen Gehirn lagen 

bisher keine Daten vor. Von großer Wichtigkeit war die Tatsache, dass in höheren Säugetieren die 

Neurogenese zum überwiegenden Teil pränatal stattfindet und neurale Stammzellen in hoher Abundanz 

nur im pränatalen Kortex vorhanden sind (FIETZ und HUTTNER 2011, FIETZ et al. 2012, 

SAUERLAND et al. 2018, KALUSA et al. 2021). Ob und in welchem Ausmaß T. gondii neurale 

Stammzellen, Neurone und/oder Gliazellen im sich entwickelnden Gehirn nach kongenitaler Infektion 

infiziert, war unbekannt. 

Für die kongenitale Toxoplasmose, insbesondere für die humane kongenitale Toxoplasmose, stand kein 

geeignetes Tiermodell zur Verfügung. Für die Untersuchung der kongenitalen Toxoplasmose war die 

Etablierung eines geeigneten Tiermodells deshalb von großer Bedeutung. Ziel dieses 

Dissertationsprojekts war es, das Meerschweinchen als Modelltier für die humane kongenitale 

Toxoplasmose zu etablieren und auf Basis der Erregertransmission, pathomorphologische und 

immunhistologischen Befunde zu validieren. Das Vorhaben bildet die Grundlage für die Verwendung 

des Meerschweinchens als Tiermodell, um wissenschaftliche Fragestellungen von hoher Aktualität und 

klinischer Bedeutung, u. a. zur Pathogenese, Diagnostik, Therapie und Prognose der kongenitalen 

Toxoplasmose, zu untersuchen.
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2 Literaturübersicht 

2.1 Toxoplasma gondii 

2.1.1 Einführung und Geschichte 

Der protozoäre Parasit Toxoplasma (T.) gondii wurde erstmals 1908 durch NICOLLE und 

MANCEAUX (1908) im Gundi (Ctenodactylus gundi) entdeckt. Anfangs wurde der Parasiten den 

Leishmanien zugeordnet, jedoch erkannte man bereits ein Jahr später, dass es sich um eine eigene 

Spezies handelt. Der Parasit wurde nach seiner Morphologie (altgriechisch: toxon = Bogen, plasma = 

Gebilde, gondii = von C. gundi) benannt und führte die Gattung Toxoplasma ein (NICOLLE und 

MANCEAUX 1909). 

Die erstmalige Isolation des Parasiten aus dem Tier gelang 1937 SABIN und OLITSKY (1937). Im 

selben Jahr konnte der Parasit als Verursacher einer tödlichen Infektion eines Erwachsenen und 1939 

einer tödlichen kongenitalen Infektion eines Kindes identifiziert werden. Damit rückte er verstärkt in 

den Fokus der Humanmedizin (WOLF und COWEN 1937, WOLF et al. 1939a, WOLF et al. 1939b, 

WOLF et al. 1940). Veterinärmedizinische Bedeutung erlangte die Erkrankung, als es in den 1950er 

Jahren vermehrt zu Aborten in neuseeländischen Schafherden kam (HARTLEY und MARSHALL 

1957, DUBEY 2008).  

Mit Hilfe des von SABIN und FELDMAN (1948) entwickelten Dye-Tests konnte festgestellt werden, 

dass der Parasit alle warmblütigen Tiere, einschließlich des Menschen, befällt (DUBEY et al. 1998, 

TENTER et al. 2000, OPSTEEGH et al. 2015). Die Hypothese von WEINMAN und CHANDER (1954, 

1956), dass der Parasit durch den Verzehr von rohem Fleisch übertragen wird, konnte durch 

DESMONTS et al. (1965) bestätigt werden. Eine 1959 in Mumbai durchgeführte Studie zeigte, dass 

strenge Vegetarier eine ähnlich hohe Seroprävalenz wie auch Fleischverzehrende haben (RAWAL 

1959). Diese Lücke des Ansteckungsweges konnte durch die Entdeckung der Oozysten als infektiöses 

Stadium der Parasitenentwicklung im Katzenkot durch HUTCHISON (1965) und andere 

Arbeitsgruppen geschlossen werden (HUTCHISON et al. 1969, DUBEY et al. 1970, FRENKEL et al. 

1970, WEILAND und KUHN 1970). 

Aktuelle Ergebnisse zeigen, dass eine T. gondii-Infektion des Menschen zu psychischen Erkrankungen 

wie einer bipolare Störung oder einer Schizophrenie, aber auch zu einer erhöhten Suizidinzidenz führen 

kann (YOLKEN et al. 2001, WEBSTER et al. 2006, TORREY et al. 2007, ARLING et al. 2009, LING 

et al. 2011, PEARCE et al. 2012, TORREY et al. 2012, FLEGR et al. 2014, FLEGR und HORÁČEK 

2019). Des Weiteren steht die Toxoplasmose im Verdacht, neurodegenerative Erkrankungen wie 

Morbus Parkinson sowie Morbus Alzheimer zu begünstigen und ist auch deshalb weiterhin im Zentrum 

der Forschung (MIMAN et al. 2010, KUSBECI et al. 2011). 

SABIN (1939, 1941) erkannte, dass die Gattung Toxoplasma nur die Spezies Toxoplasma gondii enthält. 

Aktuell wird der Parasit nach SCHNIEDER et al. (2006) folgendermaßen eingeordnet: 

Stamm:  Apicomplexa 

Klasse:  Coccidea 

Unterklasse: Eucoccidea 

Ordnung: Eimeriida 
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Familie: Sarcocystidae 

Gattung: Toxoplasma 

Art:  Toxoplasma gondii 

2.1.2 Struktur und Vorkommen der Entwicklungsstadien 

Der Entwicklungszyklus von T. gondii gliedert sich in 3 Phasen, die durch verschiedene infektiöse 

Stadien repräsentiert werden: die Tachyzoiten, die Bradyzoiten in den Gewebezysten und die 

Sporozoiten, welche während der exogenen Sporulation der Oozysten gebildet werden. Die Tachyzoiten 

und Bradyzoiten leben obligat intrazellulär (ROBERT-GANGNEUX und DARDÉ 2012). Die 3 

genannten infektiösen Stadien haben eine sichelförmige Gestalt mit einer Größe von ca. 4 – 8 x 6 µm 

(DUBEY et al. 1998, HALONEN und WEISS 2013). 

2.1.2.1 Tachyzoiten 

Den Begriff Tachyzoit (tachys [griechisch] = schnell) prägte FRENKEL (1973) in Bezug auf die sehr 

schnelle Replikationsgeschwindigkeit dieses Stadiums. Tachyzoiten können alle kernhaltigen Zellen 

befallen und sind vor allem während der akuten Infektion im Wirt zu finden (JOINER und 

DUBREMETZ 1993, HALONEN und WEISS 2013). Sie besitzen am apikalen Ende, wie alle 

Apicomplexa, den so genannten Apikalkomplex. Dabei handelt es sich um sekretorische Organelle, 

welche neben dem Zytoskelett eine essentielle Rolle bei der Invasion in die Wirtszelle spielen (DUBEY 

et al. 1998, BAUM et al. 2008). Durch das Eindringen in die Wirtszelle wird der Parasit von Teilen ihrer 

Plasmamembran umschlossen, welche nun eine parasitophore Vakuole (PV) bildet. Durch diese sind 

die Parasiten vor zelleigenen Abwehrmechanismen, wie z. B. dem im Lysosom vorkommenden 

Lysozym, geschützt (DUBEY et al. 1998, MORDUE et al. 1999, HALONEN und WEISS 2013, 

BLADER et al. 2015). Die Tachyzoiten transformieren in Trophozoiten und der Parasit vermehrt sich 

anschließend asexuell in Form der so genannten Endodyogenie in Intervallen von 6 – 8 Stunden rapide 

in der PV, bis die Wirtszelle letztlich zerstört wird und die nun freiwerdenden Tachyzoiten neue 

Wirtszellen infizieren können. Nach wenigen Wochen werden die freien Tachyzoiten vom 

Immunsystem des Wirts eliminiert (HALONEN und WEISS 2013, SCHLÜTER et al. 2014). 

2.1.2.2 Bradyzoiten und Gewebezysten 

Durch die Immunantwort des Wirts werden die Parasiten in ihrer Replikationsgeschwindigkeit gebremst 

und differenzieren sich zu Bradyzoiten. Den Begriff Bradyzoit prägte ebenfalls FRENKEL (1973) in 

Anlehnung an die langsamere Reproduktion des Parasiten (bradys [griechisch] = langsam). Die 

Parasiten vermehren sich nur noch sehr langsam über Endodyogenie, sodass sie die Wirtszelle nicht zum 

Platzen bringen. Durch die Bildung einer Zystenwand um die Bradyzoiten entstehen intrazelluläre 

Gewebezysten (FERGUSON und HUTCHISON 1987, DUBEY et al. 1998). Durch die sie 

umschließende Wirtszellmembran und die glykoproteinhaltige Zystenwand entgehen die Bradyzoiten 

bzw. Zystozoiten der Immunabwehr des Wirts (ZHANG et al. 2001). Gewebezysten können bereits 3 

Tage nach der Infektion entstehen und stellen das chronische Stadium bzw. das Dauerstadium von T. 

gondii im Wirtsgewebe dar (DUBEY und FRENKEL 1976). Toxoplasma-Zysten können lebenslang im 

Wirt persistieren (FERGUSON und HUTCHISON 1987, FRENKEL 1988). Der Durchmesser der 

Zysten kann bis zu 100 µm betragen. Sie kommen primär in der grauen Substanz des Gehirns, aber auch 

in der Muskulatur, Leber, Lunge, Niere und anderen viszeralen Organen vor (FERGUSON und 

HUTCHISON 1987, DUBEY et al. 1998, WEISS und KIM 2000, HALONEN und WEISS 2013, 

SCHLÜTER et al. 2014, CHIEBAO et al. 2021). 
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2.1.2.3 Oozysten 

Die Oozysten entstehen bei der sexuellen Vermehrung des Parasiten im Darm des Endwirts und werden 

über den Kot in die Umwelt abgegeben (HUTCHISON et al. 1969, DUBEY et al. 1970, DUBEY 2009a). 

Dabei können sie in der Umwelt bis zu 1,5 Jahre und bei 4 °C bis zu 4,5 Jahre überleben (FRENKEL et 

al. 1975, DUBEY et al. 1998). Sie sind oval bis rund und haben einen Durchmesser von 10 x 13 µm. 

Der Großteil der Oozyste wird vom Sporonten ausgefüllt. Nach 1 – 5 Tagen kommt es in der Umwelt 

zur Sporulation. Die Oozyste enthält dann 2 ca. 6 x 8 µm große Sporozysten mit je 4 Sporozoiten. Die 

Sporulation beinhaltet eine meiotische Teilung, so dass der aufgrund der Fertilisation diploide Sporont 

sich in insgesamt 8 haploide Sprorzoiten teilt. Erst nach der Sporulation ist die Oozyste infektiös 

(FRENKEL et al. 1970, DUBEY et al. 1998). 

2.1.3 Lebenszyklus 

2.1.3.1 Entwicklung im Zwischenwirt 

Als Zwischenwirt von T. gondii können alle Vögel und Säugetiere auftreten (TENTER et al. 2000, 

HALONEN und WEISS 2013, OPSTEEGH et al. 2015, ELSHEIKHA et al. 2021). Diese können sich 

durch die Aufnahme von sporulierten Oozysten aus der Umwelt oder über Gewebezysten durch den 

Verzehr anderer infizierter Zwischenwirte infizieren. Dabei wird die Wand der Oozysten bzw. der 

Gewebezysten im Magen-Darm-Trakt v. a. durch proteolytische Enzyme und eine pH-Wert Senkung 

aufgelöst. Die dadurch freigesetzten Sporozoiten bzw. Bradyzoiten durchdringen die Membran von 

Enterozyten, bilden eine PV und differenzieren sich zu Tachyzoiten. Während der akuten 

Infektionsphase vermehren sich die Tachyzoiten durch Endodyogenie, bis die infizierte Zelle schließlich 

rupturiert und wiederum Tachyzoiten freisetzt. Über den lympho-hämatogenen Weg verteilen sich die 

Tachyzoiten im gesamten Körper und können alle kernhaltigen Zellen der verschiedenen Organe und 

Gewebe infizieren. In den Wirtszellen vermehren sie sich in weiteren Endodyogeniezyklen, solange 

keine Immunität entwickelt wird (FERGUSON und HUTCHISON 1987, FRENKEL 1988, JOINER 

und DUBREMETZ 1993, DUBEY et al. 1998, TENTER et al. 2000, WEISS und KIM 2000, 

MONTOYA und LIESENFELD 2004, SCHLÜTER et al. 2014, SHAPIRO et al. 2019, ATTIAS et al. 

2020, ELSHEIKHA et al. 2021).  

Während der Endodyogenien wird das adaptive Immunsystem stimuliert, so dass es in der chronischen 

Phase der Toxoplasmose im Zwischenwirt zur Elimination der freien Tachyzoiten kommt. Gleichzeitig 

verbleibt im Sinn einer Immunevasion ein Teil der Parasiten in ihren Wirtszellen – vorwiegend in Gehirn 

und Muskulatur – wo sie der Immunattacke entgehen und sich zu intrazellulären Gewebezysten, in 

denen durch eine langsame Vielteilung Bradyzoiten entstehen, entwickeln. Die Gewebezysten können 

lebenslang im Wirt persistieren (FERGUSON und HUTCHISON 1987, FRENKEL 1988, SCHLÜTER 

et al. 2014). Im Falle einer Immundefizienz des Wirts können sich die Bradyzoiten wieder zu 

Tachyzoiten differenzieren und es kann ohne erneute Infektion eine akute Toxoplasmose entstehen, die 

zu schwerwiegenden Krankheiten, wie z.B. einer Enzephalitis, führen kann (MONTOYA und 

LIESENFELD 2004, KIM und WEISS 2008, BASAVARAJU 2016, ELSHEIKHA et al. 2021). 

2.1.3.2 Entwicklung im Endwirt 

Die sexuelle Vermehrung von T. gondii findet nur im Darm von Feliden, die den Endwirt darstellen, 

statt. Nach erfolgter oraler Aufnahme von Gewebezysten sowie Exzystierung durch proteolytische 

Enzyme und pH-Wert-Änderung im Magen-Darm-Trakt infizieren die freigesetzten Bradyzoiten bzw. 
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Sporozoiten die Enterozyten. Innerhalb ihrer Wirtszelle transformieren die Infektionsstadien zu 

Tachyzoiten, die zu Meronten auswachsen, die wiederum über Endodyogenie zahlreiche Merozoiten 

bilden. Es kommt zur Ruptur des Enterozyten und die dadurch freigesetzten Merozoiten können sodann 

andere Enterozyten befallen und erneut intrazelluläre Endodyogeniezyklen einleiten. Es folgt die 

Gamogonie, in der sich invasive Merozoiten zu Mikrogamonten und Makrogamonten differenzieren. 

Mikrogamonten teilen sich zu zahlreichen motilen Mikrogameten, die aktiv die sessilen ausgereiften 

Makrogameten befruchten und damit eine Zygote, schließlich nach Entstehen der Oozystenwand eine 

unreife Oozyste bilden, die einen diploiden Sporonten enthält. Die Oozyste wird über den Kot in die 

Umwelt abgegeben. Dort reift sie nach 1 – 5 Tagen zur vesporten infektiösen Oozyste (Sporulation), die 

2 Sporozysten mit jeweils 4 haploiden Sporozoiten enthält (MILLER et al. 1972, DUBEY und 

FRENKEL 1976, DUBEY et al. 1998, TENTER et al. 2000, WEISS und KIM 2000, MONTOYA und 

LIESENFELD 2004, DUBEY 2009a, SHAPIRO et al. 2019, ATTIAS et al. 2020, ELSHEIKHA et al. 

2021). 

Alternativ kann sich T. gondii in Feliden nach oraler Aufnahme von sporulierten Oozysten wie in 

Zwischenwirten entwickeln (2.1.3.1), um dort eine sexuelle Entwicklung mit Bildung meist weniger 

Oozysten einzuleiten (DUBEY 1995, ZULPO et al. 2018).  

Infiziert sich der Endwirt über Bradyzoiten beträgt die Präpatenzzeit 3 – 10 Tage, wohingegen diese bei 

einer Infektion über Sporozoiten bei 23 Tagen liegt (DUBEY 2006). 

2.1.4 Genotypisierung 

Auf der Virulenz von Mäusen basierend, wurde T. gondii in 3 Hauptgenotypen (Typ I, II und III) 

unterteilt. Dabei zeigt der Typ I eine sehr hohe Virulenz, wohingegen die Typen II und III eher eine 

niedrige Virulenz aufweisen. So ist die intraperitoneale (i. p.) Applikation von einem Tachyzoiten vom 

Typ I für alle Mäuse tödlich (LD100 = 1), konträr hierzu ist die mittlere letale Dosis der Typen II und III 

bei über 1000 i. p. applizierten Tachyzoiten (LD50 ≥ 10³). Zudem unterscheiden sich die Typen stark im 

Reproduktionsverhalten und in der Fähigkeit Gewebezysten zu bilden (SIBLEY und BOOTHROYD 

1992, HOWE und SIBLEY 1995). Diese Stämme sind primär in Europa und Nordamerika zu finden, 

wohingegen in Afrika, Asien und Südamerika v.a. atypische Strämme vorkommen. In Deutschland 

kommt am häufigsten der Genotyp II mit 87,2 % vor (MAKSIMOV et al. 2012, AMOUEI et al. 2020). 

2.2 Humane Toxoplasmose  

2.2.1 Epidemiologie 

Weltweit sind ca. 33 % der Menschen mit T. gondii infiziert (MONTOYA und LIESENFELD 2004, 

BIGNA et al. 2020). Dabei kann die Seroprävalenz anhand von Toxoplasma-IgG-Antikörpern je nach 

Land von unter 10 % bis über 90 % schwanken und selbst innerhalb eines Landes stark variieren. 

Niedrige Prävalenzen von bis zu 30 % findet man v. a. in Nordamerika, im Fernen Osten und in 

Nordeuropa, mittlere Prävalenzen von 30 – 50 % in Mittel- und Südeuropa und hohe in Südamerika und 

den tropischen Gebieten Afrikas (TENTER et al. 2000, PAPPAS et al. 2009, FLEGR et al. 2014, 

WILKING et al. 2016, BIGNA et al. 2020). Dabei haben umwelt- und sozioökonomische Bedingungen, 

einschließlich Ernährungsgewohnheiten und gesundheitsrelevante Praktiken, einen starken Einfluss. 

Eine mögliche Ursache für die höheren Prävalenzen in den Gebieten mit tropischem Klima liegt in der 

Wärme und Feuchte, da die Oozysten ideale Bedingungen zum Sporulieren vorfinden und auch über ein 

Jahr lang infektiös bleiben können (FRENKEL et al. 1975, SCHLÜTER et al. 2014, SHAPIRO et al. 
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2019). Die höhere Prävalenz in Ostdeutschland gegenüber Westdeutschland wird durch einen höheren 

Konsum von rohem Schweinehackfleisch im Osten erklärt (WILKING et al. 2016). Zudem kann 

festgestellt werden, dass die Prävalenz stark vom Lebensalter abhängt. Sie nimmt beispielsweise in 

Deutschland um 1 % pro Lebensjahr zu. Die Seroprävalenz in Deutschland liegt bei 55 % (GROSS 

2004, WILKING et al. 2016). 

2.2.2 Infektionsquellen 

2.2.2.1 Tachyzoiten 

Bei der horizontalen Übertragung sind Tachyzoiten aufgrund ihrer kurzen Persistenz nur von 

untergeordneter Bedeutung. Tachyzoiten können galaktogen übertragen werden (COSTA und 

LANGONI 2010, DUBEY et al. 2014, BOUGHATTAS 2017). Deshalb stellt der Verzehr von nicht 

pasteurisierter Milch ein potentielles Risiko dar. Beim Menschen ist die besondere Übertragung durch 

eine Bluttransfusion, bei welcher der Spender akut infiziert ist und so den Empfänger mit Trachyzoiten 

infizieren kann, beschrieben (YAZAR et al. 2006, ALVARADO-ESQUIVEL et al. 2010, ELHENCE et 

al. 2010, TONG et al. 2011, KHURANA und BATRA 2016, ALVARADO-ESQUIVEL et al. 2018). 

Im Gegensatz hierzu sind Tachyzoiten der entscheidende Faktor bei der vertikalen Infektion des 

Embryos bzw. Fötus (2.2.3.2). 

2.2.2.2 Bradyzoiten 

In Fleisch und Innereien befindliche Gewebezysten stellen ein hohes potentielles Risiko für eine 

Infektion mit dem Parasiten dar. Dabei gehen sowohl COOK et al. (2000) als auch SLIFKO et al. (2000) 

davon aus, dass ca. 50 % der Infektionen mit T. gondii auf diesem Weg geschehen. Toxoplasmen können 

alle warmblütigen Tiere als potentiellen Zwischenwirt befallen (DUBEY et al. 1998, TENTER et al. 

2000, OPSTEEGH et al. 2015). Als Folge einer natürlichen Infektion sind viele Nutztiere, insbesondere 

bei Weide- oder Auslaufhaltung, für T. gondii seropositiv. Die Prävalenzen liegen bei Schweinen in der 

Stallhaltung bei 19 %, in der Freilandhaltung bei bis zu 68 %. Geflügel erreicht Prävalenzen von bis zu 

65 %, Rinder, Schafe und Ziegen mit Weidegang von bis zu 92 % (TENTER et al. 2000, EFSA 2007, 

DUBEY und JONES 2008, KIJLSTRA und JONGERT 2008, DUBEY 2009b, DUBEY 2009c, 

HERRERO et al. 2016, ALIZADEH et al. 2018). Da vom Fleisch eines Schweines 300 – 400 Personen 

essen, ist von Zysten befallenes Fleisch durchaus von zoonotischer Relevanz (TENTER und 

FEHLHABER 2002). So ist es bereits mehrfach zu Ausbrüchen infolge einer Infektion von Menschen 

über Gewebezysten gekommen (BONAMETTI et al. 1997, MEIRELES et al. 2015, SCHUMACHER 

et al. 2021). 

Im Zuge der Verarbeitung werden Fleisch und Fleischerzeugnisse für den menschlichen Verzehr 

zubereitet. Dabei sind nicht alle Verfahren geeignet, um die Zysten zu inaktivieren und somit ein 

sicheres Lebensmittel für den Menschen herzustellen. So werden beispielsweise durch das Faschieren 

Gewebezysten nicht inaktiviert. Ein sicheres Lebensmittel erhält man z. B. durch Erhitzen auf 

mindestens 67 °C, Einfrieren des Fleisches bei -20 °C für mindestens 3 Tage und das Pökeln bei 

mindestens 2 % Salzkonzentration im Fleisch. (ALIZADEH et al. 2018). 

2.2.2.3 Oozysten 

Oozysten stellen das umweltresistente Stadium von T. gondii dar und spielen folglich eine wichtige 

Rolle in der Epidemiologie dieses Zoonoseerregers. Obwohl T. gondii verschiedene warmblütige 

Tierarten infiziert, sind Hauskatzen (Felis catus) und andere Felidae die einzigen bekannten Endwirte, 
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die in der Lage sind, Oozysten in ihrem Kot auszuscheiden (DUBEY et al. 1970, JEWELL et al. 1972, 

MILLER et al. 1972, SHAPIRO et al. 2019). Hauskatzen leben weltweit in enger Verbindung mit dem 

Menschen (LIBERG et al. 2000) und sowohl Hauskatzen als auch freilaufende, streunende oder 

verwilderte Hauskatzen tragen zur Oozystenbelastung der Umwelt bei. Die Verbreitung der Oozysten 

in der Umwelt beginnt mit der Infektion eines Feliden. Diese können mit T. gondii durch den Verzehr 

eines infizierten Zwischenwirts (Bradyzoiten in Zysten), die Aufnahme von Oozysten aus der Umwelt 

oder kongenital über Tachyzoiten infiziert werden. Man geht davon aus, dass die meisten Infektionen 

von Katzen durch infizierte Beutetiere erworben werden (DUBEY und JONES 2008, SHAPIRO et al. 

2019). Dabei liegt die Präpatenz nach einer Infektion mit Bradyzoiten bei ca. 3 – 10 Tagen, mit Oozysten 

bei ca. 23 Tagen (DUBEY 2006). Nach postnataler Erstinfektion können Katzen über 1 – 2 Wochen 

über eine Millionen Oozysten je Gramm Kot ausscheiden (DUBEY et al. 1998, DUBEY 2006, 

SCHARES et al. 2008). In der Umwelt erfolgt innerhalb von 1 – 5 Tagen die Sporulation und die 

Oozysten erreichen ihre Infektiosität (DUBEY et al. 1998). Die Seroprävalenz bei Hauskatzen liegt 

durchschnittlich bei ca. 30 – 40 %, wobei davon ausgegangen werden muss, dass diese Tiere zur 

immensen Verbreitung des Parasiten beitragen (ELMORE et al. 2010). 

Über viele Jahrzehnte war es nicht möglich, eine exakte Aussage zu treffen, ob eine Infektion des 

Menschen primär über Oozysten oder über Bradyzoiten bzw. Tachyzoiten erfolgt. Lediglich über die 

Auswertung von Anamnesebögen konnten Vermutungen aufgestellt werden. Mit Hilfe der von HILL et 

al. (2011) etablierten Sporozoiten-spezifischen Antikörper konnte erstmals bestätigt werden, dass sich 

43 – 78 % der US-Amerikaner über Oozysten infizieren (BOYER et al. 2011, AGUIRRE et al. 2019).  

Bei einer Infektion mit Oozysten spielen verschiedene Risikofaktoren eine Rolle. Dabei variiert das 

Infektionsrisiko je nach Studie in Bezug auf das Vorhandensein von Katzen im eigenen Haushalt stark. 

So haben KOLBEKOVA et al. (2007), WILKING et al. (2016) und THEBAULT et al. (2021) eine 

positive Korrelation zwischen dem Besitz von Katzen und der Seroprävalenz festgestellt, JONES et al. 

(2009) lediglich beim Besitz von mindestens 3 Katzenwelpen. Sowohl KAPPERUD et al. (1996), 

COOK et al. (2000) als auch ERTUG et al. (2005) konnten hingegen keinen Zusammenhang feststellen. 

Auffallend ist, dass auf Spitzbergen eine hohe Seroprävalenz des Parasiten in der Wildtierpopulation 

vorherrscht, obwohl es dort keinen Endwirt gibt und somit dieser nicht entscheidend für die Verbreitung 

des Parasiten sein kann (PRESTRUD et al. 2010). 

Einen deutlichen Einfluss hingegen hat der Verzehr von nicht ausreichend behandeltem Wasser 

(BAHIA-OLIVEIRA et al. 2003, ERTUG et al. 2005, JONES et al. 2005, PETERSEN et al. 2010, 

THEBAULT et al. 2021). So sind die bislang größten Toxoplasmoseausbrüche in Kanada, Brasilien und 

Indien auf mit Oozysten verunreinigtes Trinkwasser zurückzuführen (BOWIE et al. 1997, MOURA et 

al. 2006, BALASUNDARAM et al. 2010, MEIRELES et al. 2015). 

Nicht ausreichend durchgegarte Muscheln, insbesondere Austern, stellen ebenfalls ein hohes Risiko für 

eine Toxoplasma-Infektion dar. In den Wasser filternden Membranen der Muscheln kumulieren die 

Oozysten, ohne dabei stark an Infektiosität einzubüßen (JONES et al. 2009, THEBAULT et al. 2021). 

Etwa 6 – 17 % der Infektionen in den USA sind auf Kontakt mit kontaminierter Erde zurückzuführen 

(COOK et al. 2000). Insbesondere Sandkästen sind mit Oozysten belastet. Da Kinder zur Geophagie 

neigen, besteht die Gefahr, dass sie sich auf diesem Weg mit dem Parasiten infizieren (STAGNO et al. 

1980, DOS SANTOS et al. 2010, MOSHFE et al. 2018). 
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Des Weiteren stellt der Verzehr von unzureichend gewaschenem Obst und Gemüse einen Risikofaktor 

dar. Über den Kontakt mit kontaminierten organischen Düngemitteln, Wasser oder direkten 

Bodenkontakt können Oozysten am Obst und Gemüse anhaften (KAPPERUD et al. 1996, 

ALVARADO-ESQUIVEL et al. 2010, THEBAULT et al. 2021). 

2.2.3 Formen der humanen Toxoplasmose 

2.2.3.1 Postnatale Toxoplasmose 

In den meisten Fällen verläuft die postnatale Toxoplasmose bei immunkompetenten Kindern und 

Erwachsenen asymptomatisch oder wird von leichten grippeähnlichen Symptomen begleitet. Weniger 

als 10 % der Infizierten entwickeln Symptome wie Fieber, Kopf- und Gliederschmerzen sowie eine 

Lymphadenopathie, insbesondere der Hals- und Hinterhauptlymphknoten. Diese Symptome klingen in 

der Regel nach spätestens 4 – 6 Wochen komplett ab (MONTOYA und LIESENFELD 2004, FLEGR 

et al. 2014, SCHLÜTER et al. 2014, PLEYER et al. 2019). Sehr seltene Komplikationen kommen in 

der Regel nur bei immunsupprimierten Menschen vor, z. B. infolge einer AIDS- oder Krebserkrankung 

oder einer Organtransplantation vor. Diese können sich in Form einer Myokarditis, Polymyositis, 

Pneumonitis, Hepatitis oder Enzephalitis, die bis zum Tod führen können, äußern. Bei 

immunsupprimierten Patienten ist dies meist die Folge einer Reaktivierung der Bradyzoiten in den 

Zysten zu Tachyzoiten (STAGNO et al. 1980, FARKASH et al. 1986, PORTER und SANDE 1992, 

MONTOYA und LIESENFELD 2004, KIM und WEISS 2008, AKANMU et al. 2010, FLEGR et al. 

2014, BASAVARAJU 2016). 

Eine weitere Form einer Toxoplasma-Infektion ist die okuläre Toxoplasmose. Die okuläre 

Toxoplasmose stellt beim Menschen die häufigste Ursache für eine posteriore Uveitis dar. Sobald der 

Parasit die Netzhaut und Aderhaut erreicht hat, vermehrt er sich in den Wirtszellen, lässt diese 

rupturieren und dringt in die benachbarten Zellen ein, wodurch es zu einer nekrotisierenden 

Chorioretinitis kommt. Diese aktiven Läsionen granulieren in der Regel innerhalb von 2 – 4 Monaten 

mit einer hyperpigmentierten Narbe als Folge der Zerstörung des retinalen Pigmentepithels 

(MONTOYA und LIESENFELD 2004, PARK und NAM 2013, MAENZ et al. 2014, SCHLÜTER et 

al. 2014). Bei 80 % der Fälle kommt es innerhalb der nächsten 5 Jahre zum Rezidiv. Dabei sind die 

neuen Läsionen an den alten Narben assoziiert. In der Folge kann eine Erblindung auftreten (BOSCH-

DRIESSEN et al. 2002, HOVAKIMYAN und CUNNINGHAMJR 2002). 

2.2.3.2 Pränatale (kongenitale) Toxoplasmose 

Falls während einer Gravidität eine akute Parasitämie infolge einer Erstinfektion oder einer 

Reaktivierung durch Immunsuppression auftritt, kann es in 20 – 50% der Fälle zu einer diaplazentaren 

(kongenitalen) Übertragung auf das Ungeborene kommen (DUNN et al. 1999). Dabei ist das Risiko der 

Übertragung im ersten Trimester am niedrigsten und steigert sich stetig bis zum dritten Trimester 

(DUNN et al. 1999, MONTOYA und LIESENFELD 2004). Im Gegensatz hierzu ist die Symptomatik 

am stärksten, je früher die Infektion stattgefunden hat. So kommt es bei einer Infektion im ersten 

Trimester vermehrt zu Aborten. Im zweiten Trimester treten die als klassische Triade bezeichneten 

Symptome Gehirnverkalkungen, Hydrozephalus und Chorioretinitis auf. Dabei bilden 5 % aller 

Nachkommen diese Triade aus. Zudem kann es zu Hepato- und Splenomegalien, Krampfanfällen und 

Gelbsucht kommen. Erfolgt eine Infektion im letzten Trimester, bleiben die Nachkommen meist 

asymptomatisch. Dennoch kann es in bis zu 84 % der Fälle nachträglich zu einer okulären 

Toxoplasmose, Epilepsie und Entwicklungsstörungen kommen, die oftmals nicht mehr mit einer 
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kongenitalen Toxoplasmose assoziiert werden (BÉRARD-BADIER et al. 1968, DESMONTS und 

COUVREUR 1974, FARKASH et al. 1986, WONG und REMINGTON 1994, COUVREUR 1999, 

DUNN et al. 1999, TENTER et al. 2000, JONES et al. 2001, THULLIEZ 2001, ELSHEIKHA 2008, 

PHAN et al. 2008, CAPOBIANGO et al. 2014, MCAULEY 2014, MALDONADO und READ 2017, 

FRENKEL et al. 2018, MAQUERA-AFARAY et al. 2022). 

2.2.3.2.1 Diagnostik 

Die Toxoplasmose verläuft in der Regel bei gesunden Erwachsenen asymptomatisch und auch am 

Embryo sind ultrasonographisch nur selten Veränderungen feststellbar (GAY-ANDRIEU et al. 2003). 

Da somit eine akute Infektion während der Schwangerschaft nicht klinisch auffällig ist, muss sie durch 

serologische Untersuchungen festgestellt werden. Ein serologisches Screening von Schwangeren ist 

sinnvoll, da ein frühes Erkennen der Infektion rechtzeitige therapeutische Maßnahmen ermöglicht, die 

zu einer deutlichen Reduktion der Symptomatik des Kindes führen (THALHAMMER und HELLER-

SZÖLLÖSY 1979, FOULON et al. 2000, GRAS et al. 2005, THIÉBAUT et al. 2007, MONTOYA und 

REMINGTON 2008, CORTINA-BORJA et al. 2010, HOTOP et al. 2012, MCAULEY 2014). Dabei 

wird das maternale Serum oder Plasma zunächst untersucht und festgestellt, ob sich überhaupt 

Antikörper gegen T. gondii im Blut befinden. Ist dieser Befund negativ, ist davon auszugehen, dass die 

Mutter noch keinen Kontakt mit dem Parasiten hatte und es werden Wiederholungsuntersuchungen alle 

8 Wochen empfohlen, um eine mögliche Serokonversion frühzeitig zu erkennen. Im Falle eines 

positiven Befundes werden nun die Antikörper genauer spezifiziert. Falls nur IgG-Antikörper detektiert 

werden, kann von einer latenten und inaktiven Infektion ausgegangen werden. Damit gilt die Mutter als 

immun gegen T. gondii und muss sich nicht weiter untersuchen lassen. Falls zusätzlich IgM-Antikörper 

nachgewiesen werden, besteht der Verdacht, dass es sich um eine akute Infektion handelt. Daraufhin 

sollte die IgG-Avidität bestimmt werden. Ist diese hoch, ist von einer latenten oder abklingenden 

Infektion auszugehen; ist diese niedrig, ist eine akute Infektion und damit eine behandlungswürdige 

Toxoplasmose sehr wahrscheinlich (DESMONTS und COUVREUR 1974, LEBECH et al. 1996, 

GROSS et al. 2000, CHRISTOPH et al. 2004, MONTOYA und LIESENFELD 2004, THIÉBAUT et 

al. 2007, SAADATNIA und GOLKAR 2012, PAQUET et al. 2013, ÖGHMPH 2013, SCHLÜTER et 

al. 2014, RKI 2018). 

Um diesen Verdacht zu bestätigen, kann ein direkter Erregernachweis aus Nabelschnurblut oder mittels 

Amniozentese gewonnenem Fruchtwasser in Betracht gezogen werden. Die Inokulation dieses Materials 

in Labornagern führt zu einer Serokonversion dieser Tiere, so dass eine aktive Toxoplasmose auf diesem 

Weg sicher nachgewiesen werden kann. Aufgrund der mangelnden Praktikabilität dieser 

Vorgehensweise für die Routinediagnostik sowie tierethischer Aspekte wird inzwischen die qPCR als 

die besser geeignete Alternative angewendet. Die qPCR hat Sensitivitäten von 65 – 80 % (LEBECH et 

al. 1996, BESSIÈRES et al. 2001, CHRISTOPH et al. 2004, ÖGHMPH 2013, RKI 2018) 

Falls diese Verfahren zu nicht eindeutigen Ergebnissen geführt haben, gibt es Befunde, die am 

geborenen Kind eine kongenitale Infektion beweisen. Dazu zählen: 

• der Nachweis von spezifisch gegen T. gondii gerichteten IgM- und IgA-Antikörper im Blut des 

Kindes (LEBECH et al. 1996, BESSIÈRES et al. 2001, CHRISTOPH et al. 2004), 

• der direkte Erregernachweis im Blut oder andere Gewebe des Kindes bzw. der Nachgeburt 

(BESSIÈRES et al. 2001, RIKI 2018), 
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• der Nachweis von Neo-Antikörpern im Blut des Kindes, wobei hierfür ein vergleichender IgG-

Immunblot von Mutter und Kind durchgeführt werden muss (LEBECH et al. 1996, ROBERT-

GANGNEUX et al. 1999, GROSS et al. 2000), 

• persistierende oder steigende IgG-Gehalte gegen T. gondii im Blut des Kindes in den ersten 

6 – 12 Monaten (LEBECH et al. 1996). 

Sollten die IgG-Gehalte in den ersten 8 – 12 Monaten hingegen sinken, ist eine T. gondii Infektion 

auszuschließen und es müssen andere Erkrankungen, die eine ähnliche Symptomatik hervorrufen, z. B. 

Infektionen mit dem Zytomegalievirus, dem Herpes-simplex-Virus, dem Lymphozytäre-

Choriomeningitis-Virus oder dem Varizella-Zoster-Virus berücksichtigt werden (CHRISTOPH et al. 

2004). 

2.2.3.2.2 Behandlung 

Falls eine kongenitale Toxoplasmose während der Schwangerschaft diagnostiziert wird, ist unverzüglich 

mit einer medikamentösen Therapie zu beginnen, um die Symptomatik für das Kind zu minimieren 

(THALHAMMER und HELLER-SZÖLLÖSY 1979, FOULON et al. 2000, GRAS et al. 2005, 

THIÉBAUT et al. 2007, MONTOYA und REMINGTON 2008, CORTINA-BORJA et al. 2010, 

HOTOP et al. 2012, MCAULEY 2014). Insbesondere ist eine rechtzeitige Behandlung in den frühen 

Schwangerschaftsstadien durch einen deutlich besseren Verlauf gekennzeichnet (MCLEOD et al. 2006). 

Zur Behandlung der kongenitalen Toxoplasmose wird zwischen der pränatalen und perinatalen Therapie 

unterschieden. Ziel der pränatalen Therapie ist es die Infektion des Fötus zu verhindern und – im Falle 

einer nachgewiesenen Infektion – die Behandlung bereits vor der Geburt zu beginnen. Während die 

postnatale Therapie darauf abzielt, die Infektion zu behandeln und die Folgeerscheinungen zu 

verhindern (SERRANTI et al. 2011). Dabei richtet sich die Therapie insbesondere auf die Läsionen-

auslösenden Tachyzoiten, weniger auf die ruhenden Bradyzoiten (RKI 2018). 

Initial startet die Therapie in der Regel mit Spiramycin, einem Makrolidantibiotikum, welches die 

Proteinbiosynthese des Parasiten hemmt. Ergänzt wird es durch die Folsäure-Synthese-Antagonisten 

Sulfadiazin und Pyrimethamin. Die Tachyzoiten haben durch ihre schnelle Teilungsaktivität einen 

enormen Bedarf an Folsäure. Durch die Medikamente steht dem Parasiten weniger Folsäure zur 

Verfügung und es kommt schließlich zur Parastitostase. Jedoch hat auch das Kind einen erhöhten Bedarf 

an Folsäure. Dieser muss durch Supplementierung von Folinsäure, welche vom Kind, aber nicht vom 

Parasiten verstoffwechselt werden kann, geschaffen werden. Dabei darf keine weitere 

Folsäuresupplementierung von Seiten der werdenden Mutter erfolgen, um das Sulfadiazin und 

Pyrimethamin nicht zu hemmen (CHRISTOPH et al. 2004, MONTOYA und REMINGTON 2008, 

SERRANTI et al. 2011, ÖGHMPH 2013, PAQUET et al. 2013, SCHLÜTER et al. 2014, RKI 2018). 

Nach der Geburt wird die Therapie bei begründetem Verdacht einer Übertragung auf das Kind (z. B. ein 

positiver Erregernachweis in der Amniozentese oder im Nabelschnurblut) für 0,5 – 2 Jahre fortgesetzt, 

um mögliche Schäden, wie z. B. eine okuläre Toxoplasmose (2.2.3.1) zu minimieren (MCLEOD et al. 

2006, MONTOYA und REMINGTON 2008, SERRANTI et al. 2011, ÖGHMPH 2013, PAQUET et 

al. 2013, RKI 2018). 
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2.2.4 Mögliche Tierversuchsmodelle für die kongenitale Toxoplasmose 

In einem umfassenden Übersichtsartikel haben VARGAS-VILLAVICENCIO et al. (2016) die meisten 

etablierten Versuchsmodelle für die kongenitale Toxoplasmose zusammengefasst. Im Folgenden wird 

auf die wichtigsten Tiermodelle eingegangen. 

Die Hausmaus (Mus musculus) und die Farbratte (Rattus norvegicus domestica) sind die am häufigsten 

verwendeten Versuchssäugetiere (HICKMAN et al. 2017, BMEL 2021, EC 2021). Dies zeigt sich 

ebenfalls bei der Anzahl der etablierten Modelle für die kongenitale Toxoplasmose (VARGAS-

VILLAVICENCIO et al. 2016). Dabei sind Maus und Ratte die ältesten und am besten untersuchten 

Tiermodelle für die Toxoplasmose (EICHENWALD 1948, BEVERLEY 1959, REMINGTON et al. 

1961). Mäuse können je nach verwendetem Toxoplasma-Stamm sehr empfindlich auf eine Infektion mit 

T. gondii reagieren, wohingegen Ratten und der Mensch nur ausnahmsweise erkranken und damit relativ 

resistent sind (DUBEY und SHEN 1991, ROBERTS und ALEXANDER 1992, ZENNER et al. 1993, 

PAULINO und VITOR 1999, FREYRE et al. 2001, SU et al. 2002, FREYRE et al. 2008, MAKSIMOV 

et al. 2012, MÜLLER et al. 2017, MEHDI SHARIF et al. 2018, CHIEBAO et al. 2021). Die 

Trächtigkeitsdauer beträgt bei Mäusen und Ratten ca. 3 Wochen (DEWAR 1968, NAGASAWA 1982, 

HICKMAN et al. 2017). Sie bilden eine Plazenta hämotrichorialis aus und die Nachkommen werden als 

primäre Nesthocker geboren (KRESSIN et al. 2019). 

Das Hausschwein (Sus scrofa domesticus) ist das am häufigsten verwendete Großsäugermodell in der 

Versuchstierhaltung. Trotz des vergleichsweise hohen Aufwandes die Tiere zu halten, lässt sich ein 

steigender Trend in der Anzahl der verwendeten Tiere beobachten (EC 2021). Schweine gelten als eine 

der wichtigsten Tierarten in der translationalen Forschung, v. a. weil sie dem Menschen ähnliche 

anatomische und physiologische Merkmale aufweisen, insbesondere in Bezug auf das Herz-Kreislauf-

System und das Gehirn (SAULEAU et al. 2009, SWINDLE et al. 2012, SALAMEH et al. 2015). 

DUBEY und URBAN (1990) sowie JUNGERSEN et al. (2001) konnten im Schweinmodell die 

transplazentare Übertragung in mit Oozysten oder mit Tachyzoiten infizierten Sauen nachweisen. Dabei 

wurden in den Nachkommen der humanen kongenitalen Toxoplasmose vergleichbare Schäden 

beobachtet. Die Trächtigkeitsdauer von Schweinen liegt bei ca. 114 Tagen. Sie bilden, anders als der 

Mensch, eine Plazenta epitheliochorialis aus und ihre Nachkommen sind Nestflüchter (KRESSIN et al. 

2019). 

Das Hausschaf (Ovis gmelini aries) gewinnt aktuell immer mehr an tierexperimenteller Bedeutung, da 

es sich vor allem durch seine dem Menschen ähnliche Gehirnanatomie sehr gut für Schlaganfallmodelle 

eignet (BOLTZE et al. 2008, BOLTZE et al. 2011, TERPOLILLI et al. 2012, WELLS et al. 2012). 

MUNDAY und DUBEY (1986) und MÉVÉLEC et al. (2010) konnten Aborte durch eine kongenitale 

Toxoplasma-Infektionen in Schafen auslösen. MÉVÉLEC et al. (2010) schlugen das Schaf als 

Versuchstierspezies für die Impfstoffforschung gegen T. gondii vor. Schafe sind ca. 150 Tage trächtig, 

besitzen wie das Schwein eine Plazenta epitheliochorialis und bringen ihre Nachkommen als 

Nestflüchter zur Welt (KRESSIN et al. 2019). 

Das Meerschweinchen (Cavia porcellus) wird bereits seit dem 17. Jahrhundert tierexperimentell 

eingesetzt und war neben anatomischen Studien auch stets für Infektionsmodelle in Gebrauch 

(SUCKOW et al. 2012). Entdeckt wurde T. gondii im Gundi, eine mit dem Meerschweinchen verwandte 

Nagerspezies (NICOLLE und MANCEAUX 1908). WRIGHT (1972) nutzte erstmals das 

Meerschweinchen als Versuchstier für eine kongenitale Toxoplasmose. Dabei konnte, wie auch in 
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späteren Studien, eine diaplazentare Übertragung erreicht werden und eine der pränataler Infektion des 

Menschen vergleichbare Symptomatik ausgelöst werden (HAUMONT et al. 2000, FLORI et al. 2002, 

FLORI et al. 2003). HAUMONT et al. (2000) stellten fest, dass sich das Meerschweinchen für Studien 

in der Impfstoffentwicklung gegen T. gondii eignet. In den ca. 66 Tagen Tragezeit bilden 

Meerschweinchen wie der Mensch eine Plazenta hämomonochorialis aus und ihre Nachkommen sind 

Nestflüchter (MESS 2007, KRESSIN et al. 2019, CARTER 2020). 

2.3 Neokortex 

2.3.1 Anatomischer und histologischer Aufbau des Neokortex 

Das Großhirn (Telencephalon) befindet sich in der rostralen knöchernen Schädelhöhle und ist von den 

Hirnhäuten (Meningen) umgeben. Bei Säugern stellt das Großhirn den größten Teil des Gehirns dar. 

Das Telencephalon ist dorsal durch die in die Fissura longitudinalis ragende Großhirnsichel (Falx 

cerebri) in 2 Hemisphären geteilt. Die Großhirnhemisphären umschließen jeweils einen mit Liquor 

cerebrospinalis gefüllten Lateralventrikel. Der Großhirnmantel (Pallium cerebri) umgibt das Großhirn 

und besteht aus der Großhirnrinde (Cortex cerebri), die v. a. Nervenzellkörper und Dendriten enthält 

und die graue Substanz bildet und dem darunter liegenden Marklager, welches primär die myelinisierten 

Axone beinhaltet und die weiße Substanz bildet (NICKEL et al. 2004, AURICH 2019, SALOMON et 

al. 2020).  

Die Großhirnrinde lässt sich in den Neokortex (Isokortex), mit einem Anteil von ca. 90 % und den 

Allokortex unterteilen. Zum Allokortex gehören z. B. der Bulbus olfactorius und der Hippocampus 

(PURVES 2012, SALADIN 2012). Der Neokortex wird morphologisch anhand der angrenzenden 

Schädelknochen in Lobus parietalis, Lobus temporalis, Lobus frontalis und Lobus occipitalis unterteilt 

(AURICH 2019). Die Funktionen des Neokortex sind vielschichtig, dazu zählen beispielsweise die 

Erzeugung von motorischen Befehlen, räumliches Denken, Sinneswahrnehmung, Kognition und 

Sprache (LUI et al. 2011, LODATO und ARLOTTA 2015). 

Der Neokortex besteht in etwa zu gleichen Anteilen aus Gliazellen und Neuronen (AZEVEDO et al. 

2009). Bei den Neuronen lassen sich 2 Haupttypen unterscheiden: einerseits glutamaterge 

Projektionsneurone (~70 – 85 %), die aufgrund ihrer Morphologie auch Pyramidenzellen genannt 

werden und im dorsalen Telencephalon entstehen, und andererseits GABAerge Interneurone 

(~15 – 30 %) und aus dem ventralen Telencephalon stammen (HENDRY et al. 1987, LETINIC et al. 

2002, MARÍN und RUBENSTEIN 2003, WONDERS und ANDERSON 2006, HAN und SESTAN 

2013, HANSEN et al. 2013). Gliazellen sind spezialisierte Bindegewebszellen, die obligatorische 

Hilfsfunktionen im zentralen Nervensystem übernehmen. So haben sie eine Stütz- und 

Ernährungsfunktion, sind maßgeblich an der Bildung der Blut-Hirn-Schranke (Astrozyten) und 

Myelinscheide (Oligodendrozyten) beteiligt, übernehmen wichtige Abwehrfunktionen (Mikroglia) oder 

produzieren Liquor cerebrospinalis (Ependymzellen) (LIEBICH 2009, OHATA und ALVAREZ-

BUYLLA 2016, VASILE et al. 2017, WELSCH et al. 2022). 

Der Neokortex ist histologisch in 6 laminare Schichten gegliedert. Direkt an die Meningen angrenzend 

liegt die Molekularzellschicht. In dieser Schicht befinden sich v. a. viele Nervenzellfortsätze. Zudem 

sind hier viele Astrozyten an der Blut-Hirn-Schranke beteiligt. Dann folgt die äußere Körnerzellschicht, 

in der kleine Pyramidenzellen (10 – 20 µm) und Nicht-Pyramidenzellen zu finden sind. Dem schließt 

sich die äußere Pyramidenzellschicht mit zahlreichen mittelgroßen (20 – 40 µm) Pyramidenzellen an. 
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In der folgenden inneren Körnerzellschicht befinden sich wiederum zahlreiche Nicht-Pyramidenzellen. 

An diese Schicht innen angrenzend ist die innere Pyramidenzellschicht. Hier liegen große (80 – 120 µm) 

Pyramidenzellen, deren Apikaldendrit durch alle äußeren Schichten zieht. Das Axon der großen 

Pyramidenzellen führt durch die innen angrenzende multiforme Schicht bis in die weiße Substanz 

(NOBACK et al. 2007, SEEGER et al. 2010, WELSCH et al. 2022). 

2.3.2 Pränatale Entwicklung und Stammzellen des Neokortex 

Die Gehirnentwicklung beginnt bereits mit der Differenzierung von neuralen Progenitorzellen während 

der Gastrulation. Im Bereich der Chorda dorsalis kommt es zu Ektodermwucherungen, die zunächst zur 

Bildung der Neuralplatte und durch Abfaltung zur Neuralfalte, Neuralfurche und schließlich zum 

Neuralrohr mit innenliegendem Neuralkanal führen. Am cranialen Ende des Neuralrohres (Neuroporus 

cranialis) entwickelt sich durch Expansion und Hohlraumbildung die Gehirnanlage. Diese weist 

zunächst 3 Bläschen auf, welche das Vorderhirn (Prosencephalon), Mittelhirn (Mesencephalon) und 

Rautenhirn (Rhomencephalon) darstellen. Anschließend teilen sich sowohl das Vorderhirn in Endhirn 

(Telencephalon) und Zwischenhirn (Diencephalon) als auch das Rautenhirn in Hinterhin 

(Metencephalon) und Nachhirn (Mylencephalon) und formen so mit dem bestehen bleibenden 

Mittelhirn 5 Hirnbläschen (RÜSSE und SINOWATZ 2010, STILES und JERNIGAN 2010, KRESSIN 

et al. 2019). Aus dem Neuralkanal des cranialen Hirnbläschens, dem Telencephalon, bilden sich die 

Seitenventrikel. Im weiteren Verlauf wachsen die dorsalen Anteile der beiden Hirnbläschen des 

Telencephalons stark und überdecken als Hirnmantel (Pallium) das Stammhirn. Aus dem Pallium 

entwickeln sich u. a. der Neokortex, Hippocampus und Bulbus olfactorius. Der ventrale Anteil des 

Telencephalons wächst ebenfalls stark, verdrängt dabei das Lumen des Seitenventrikels und bildet unter 

anderem die Basalganglien (KRESSIN et al. 2019). 

Die Projektionsneurone werden fast ausschließlich während der embryonalen und fötalen Entwicklung 

gebildet und stammen von neuralen Stamm- und Progenitorzellen ab. Diese Zellen exprimieren das 

Intermediärfilament Nestin und lassen sich in apikale (in Richtung Lateralventrikel) und basale (in 

Richtung Pia mater) Vorläuferzellen grob unterteilen (LENDAHL et al. 1990, FIETZ und HUTTNER 

2011, FLORIO und HUTTNER 2014, MOLNÁR et al. 2014, DEHAY et al. 2015, CÁRDENAS und 

BORRELL 2020, KALEBIC und HUTTNER 2020, KALUSA et al. 2021). Die Zellkörper der apikalen 

Progenitorzellen befinden sich in der ventrikulären Zone (VZ), der Keimzone, die den lateralen 

Ventrikel auskleidet. Sie sind die primären neuralen Progenitorzellen. Ihre Zellkörper besitzen eine 

apikale Zellpolarität und einen radial orientierten Basalfortsatz. Sie exprimieren charakteristischerweise 

das Markerprotein paired box gene 6 (Pax6). Primär entstehen die apikalen Progenitorzellen aus 

neuroepithelialen Zellen. Durch symmetrische Teilung differenzieren sich diese in apikale radiale 

Gliazellen und intermediäre Vorläuferzellen (KRIEGSTEIN und GÖTZ 2003, GAL et al. 2006, 

KRIEGSTEIN und ALVAREZ-BUYLLA 2009, STANCIK et al. 2010, FIETZ und HUTTNER 2011, 

FLORIO und HUTTNER 2014, PINSON et al. 2019, CÁRDENAS und BORRELL 2020). 

Mit Einsetzen der Neurogenese beginnen sich die apikalen radialen Gliazellen asymmetrisch zu teilen. 

In der Folge wandern deren Zellkörper basal in die an die VZ angrenzende Subventrikulärzone (SVZ) 

aus und bilden die basalen Progenitorzellen. Diese lassen sich in die fortsatzlosen basalen intermediären 

Vorläuferzellen und fortsatzhaltende basale radiale Gliazellen unterteilen (KRIEGSTEIN und GÖTZ 

2003, ATTARDO et al. 2008, KRIEGSTEIN und ALVAREZ-BUYLLA 2009, FIETZ et al. 2010, 

FIETZ und HUTTNER 2011, FLORIO und HUTTNER 2014, CÁRDENAS und BORRELL 2020, 

KALEBIC und HUTTNER 2020). Die basalen radialen Gliazellen exprimieren primär Pax6 und 
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astrogliale Marker (FLORIO und HUTTNER 2014). Die basalen intermediären Vorläuferzellen (BIV) 

unterteilen sich wiederum in die proliferativen BIV, die v. a. die Transkriptionsfaktoren Pax6 und T-

box brain protein 2 (Tbr2) exprimieren, und den neurogenen BIV, die nur Tbr2 und nicht Pax6 

exprimieren (MIYATA et al. 2004, NOCTOR et al. 2004, FIETZ und HUTTNER 2011, SAUERLAND 

et al. 2018, KALUSA et al. 2021). Durch die Teilung der neurogenen BIV entstehen schließlich die 

Neurone, die basal in die entstehende Kortikalplatte migrieren. Diese Zellen zeichnen sich dadurch aus, 

dass sie mit Hilfe der Markerproteine HuC und HuD (Hu C/D) anfärbbar sind. Zunächst bilden sich 

hierbei die Cjal-Retzius-Zellen. Diese liegen während der gesamten Neurogenese in der 

Molekularzellschicht des entstehenden Neokortex. Dabei sezernieren die Cjal-Retzius-Zellen Reelin, 

welches für die folgende Migration der weiteren Neurone von entscheidender Bedeutung ist. Mit 

Abschluss der Neurogenese bilden sich die Cjal-Retzius-Zellen zurück (GUPTA et al. 2003, FRANCO 

et al. 2011, SEKINE et al. 2011, GIL-SANZ et al. 2013). Bei der dadurch entstehenden Schichtung 

werden die oberflächlichen Schichten von den später entstandenen Neuronen gebildet. Diese müssen 

hierfür radial an den früher entstandenen apikalen Zellschichten vorbeigleiten („Inside-Out-Methode“). 

Durch diesen Prozess nimmt der Neokortex erheblich an Dicke zu und erlangt sein für Säuger typisches 

Erscheinungsbild (ANGEVINE und SIDMAN 1961, RAKIC 1988, NOCTOR et al. 2001, FIETZ und 

HUTTNER 2011). 
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Abstract 

Background 

Up-to-date, specialized literature provides very little information on performing and interpreting clinical 

neurological tests on small mammals, particularly guinea pigs. 

 

Methods 

Two clinical neurologists performed separate neurological examinations of 25 guinea pigs. The structure 

of the examination was similar to those performed in other companion animals and included postural 

reaction tests, cranial nerve tests, and spinal reflex tests. Each test was evaluated for feasibility, 

reproducibility, and associated stress level for the animals. 

 

Results 

The following tests revealed an excellent ability to elicit the expected response: hopping reaction in the 

thoracic limbs, wheelbarrowing and hemiwalking, medial and lateral palpebral reflex, auricular 

sensitivity, maxillary sensitivity, horizontal oculocephalic reflex, tone of the jaw, voluntary movement 

of the tongue, and direct pupillary light reflex. On the other hand, a poor ability to elicit the expected 

response was observed in the following tests: visual paw replacement of the thoracic limbs, tactile paw 

replacement in both thoracic and pelvic limbs, paper test for thoracic and pelvic limbs, mandibular 

sensitivity, vertical oculocephalic reflex, menace response, patellar reflex, cutaneous trunci reflex, and 

perineal reflex. The most reliable spinal reflex test with a good ability to elicit the expected response 

was the withdrawal reflex for both thoracic and pelvic limbs.  The guinea pigs experienced the most 

stress during the spinal reflex tests. 

 

Conclusion 

It is possible to apply several clinical neurological tests on guinea pigs and produce meaningful 

results. However, certain tests elicited high stress responses in the animals and should therefore 

only be used if necessary. Based on the results, we propose a possible protocol for neurological 

examination in guinea pigs. 

 

Clinical relevance 

This is the first study to evaluate a full range of clinical neurological tests performed on guinea pigs. 

The results of this study could lead to a better understanding of lesion localization and serve as a basis 

for further diagnostic and therapies in guinea pigs with neurological diseases. 
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Introduction 

Small mammals, including guinea pigs, have gained more and more popularity as companion animals 

over the past decades (KRAFT 2005). While most owners demand proper medical care for these kinds 

of pets, research and clinical advances still lag behind those of other pets, such as dogs and cats. The 

same problem arises for clinical neurologists confronted with a potentially neurologically impaired 

guinea pig. The last few years have seen detailed studies on the clinical neurological examination of 

rabbits and chinchillas, while other species like rodents (including guinea pigs) and ferrets are only 

briefly mentioned in one study (VERNAU et al. 2007, MANCINELLI 2015, SNOW et al. 2017, 

WARNEFORS et al. 2019). The clinical neurological examination itself is an integral part of the correct 

diagnostic workup of neurological cases in dogs and cats. Neurological or systemic diseases that affect 

the central or peripheral nervous system have also been described in guinea pigs (LANGENECKER et 

al. 2009, MEREDITH and RICHARDSON 2015). Unfortunately, only limited data on how to perform 

the neurological examination of guinea pigs are available, which might lead to misjudgment of 

symptoms and therefore result in the selection of inappropriate diagnostic tests (MANCINELLI 2015). 

In addition to the clinical relevance of the correct assessment of a neurological case, guinea pigs are also 

frequently used as animal models in various research areas of human medicine (PADILLA-CARLIN et 

al. 2008, BARBERO and FRASCH 2009). A better understanding of feasible clinical neurological tests 

in guinea pigs could be vital for future research. 

This study aimed to evaluate a wide range of clinical neurological tests in guinea pigs regarding the 

feasibility and cooperation of the animals, reproducibility between different examiners, and associated 

stress levels for the animals. 

 

Animals, Material and Methods 

Animals 

Twenty-five guinea pigs were examined. Female Dunkin Hartley guinea pigs (n=16) were obtained from 

Charles River Laboratories (Écully, France). Additionally, five female (n=5) and four male (n=4) 

animals of the short-haired breed originated from the Institute of Parasitology, Faculty of Veterinary 

Medicine, Leipzig University, Leipzig, Germany. All animals were housed in the animal-care facility 

of the Institute of Parasitology, Faculty of Veterinary Medicine, Leipzig University, Leipzig, Germany. 

The guinea pigs were kept in groups of two in 50 x 70 x 50 cm wire mesh cages. Water supplemented 

with 400 mg/l ascorbic acid, standard diet pellets (Altromin Spezialfutter, Lage, Germany), and fresh 

vegetables were provided ad libitum. Room temperature was kept at 19–25°C and relative humidity was 

kept at an average of 55% (±10%). The light/dark cycle was set to 12 h:12 h. Each cage offered a shelter 

(cardboard boxes or plastic houses) for hiding. The health status of all guinea pigs, including weight, 

was checked at least once a week by a veterinarian (TG). The animals belonged to a research cohort 

regarding a study on establishing an animal model for research on congenital toxoplasmosis 

(GROCHOW et al. 2021). All neurological examinations were performed before the animals came into 
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contact with oocytes of Toxoplasma gondii. The competent authority (Landesdirektion Sachsen, 

Germany) approved both studies. 

 

Clinical neurological examination 

The neurological examination was performed in the animal-care facility of the Institute of Parasitology, 

Leipzig University, Leipzig, Germany, which ensured familiar surroundings for the guinea pigs. Each 

animal was examined separately by two observers, the first being a board-certified neurologist with 

several years of clinical experience (IB) and the second a neurologist in training with three years of 

clinical experience and additional clinical experience in small mammal medicine (JD). The two 

examinations on the same animal were performed at least seven days apart. Clinical neurological 

examinations were carried out in accordance with those performed on dogs and cats. They included a 

variety of proprioceptive testing, cranial nerve tests, and spinal reflex tests (GAROSI and LOWRIE 

2013). In cases when an animal showed signs of severe stress, the examination was paused for a short 

break of several minutes until the animal was calm again. If there was no improvement in the stress 

symptomatology, the examination was aborted. 

The examination started with the hands-off evaluation of mentation, behavior, posture, face symmetry, 

and gait. After that, a hands-on examination began with postural reaction tests, including paw 

replacement and hopping reaction of thoracic and pelvic limbs, wheelbarrowing, extensor postural 

thrust, hemiwalking, tactile placing of thoracic and pelvic limbs, and visual placing of the thoracic limbs. 

These tests were executed in a similar way to those for dogs and cats. Additionally, the animals were 

evaluated for righting reflex after being placed on one side. Paw replacement was evaluated by 

positioning one paw on a sheet of paper that was pulled away laterally (later referred to as the “paper 

test”). A tactile test on which the animals were allowed to see the edge of the table was performed. This 

was done similarly to the visual placing test of the thoracic limbs, but if the animal did not reach for the 

table, the table was contacted with the dorsal paw side without covering the animal’s eyes. Cranial nerve 

tests included medial and lateral palpebral reflex; sensitivity of the ear, mandibula, and maxilla; corneal 

reflex; menace response; sensitivity of the nasal septum; and direct and consensual pupillary light reflex 

for each eye. Furthermore, oculocephalic reactions were observed by horizontal and vertical movement 

of the head as well as evaluation of positional reactions (strabismus when the head was lifted or 

occurrence of nystagmus in dorsal recumbency). Tonus of the jaw, tongue movement, and gag reflex 

were examined as well. Spinal reflex tests included the withdrawal reflex in thoracic and pelvic limbs, 

patellar reflex, perineal reflex, and cutaneous trunci reflex. Except for the patellar tendon reflex, all 

reflexes were tested with the animal in an upright position. Additionally, skin sensitivity was examined 

by gently touching the ventral aspects of the thorax and abdomen with forceps. The actual execution of 

the tests and the handling of the animals are shown in Fig. 1. 
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Fig. 1 Handling of guinea pigs for each part of the neurological examination. a paw replacement 

reaction. b hopping reaction. c tactile paw replacement. d wheelbarrowing. e extensor postural thrust. f 

straightening up. g paper test. h cranial nerves are tested with the animal sitting upright on the table. i 

spinal reflexes are tested with the animal standing in front of the examiner with exception of the patellar 

tendon reflex. j the patellar tendon reflex is tested with the animal being lifted by the examiner 

 

All tests excluding the hands-off examination were evaluated in terms of ability to elicit the expected 

responses of the animals. If a guinea pig did not show the expected response at all during a test, this was 

considered unwillingness and not a disease. The feasibility of a test was assessed as “excellent” if 100% 

of the animals showed the expected response and as “good” if more than 90% of the animals showed 

the expected response. “Moderate” feasibility was defined as the ability to elicit the expected response 

in between 60% and 90% of the animals. Tests with a response rate below 60% were assessed as “poor.”  

In addition to being evaluated regarding feasibility and type of response, the animals were also observed 

for signs of stress, namely vocalization, defensive movements, or biting. If an animal showed any of 

these signs during a test, a positive stress response was noted. This was also the case if only one of the 

observers noted positive signs of stress. 

For the examination, a reflex hammer, a fine clamp, a small flashlight, cotton swabs, and an examination 

table with a non-slip surface were used.  
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Results 

The examination results, the relative agreement between the two operators and the calculated kappa 

value for each test can be found in the tables referring to each section of the clinical neurological 

examination (Tables 1, 2, 3, 4). 

 

Table 1 Summary of results of the hands-off examination in 25 adult guinea pigs.  Left and right body 

side are not differentiated in the table. When one body side was rated differently to the other body side 

in the same animal, the lower rate was counted. Results were summarized for both examiners (n = 50). 

In the case of gait analysis, some guinea pigs refused to walk (n < 50). Percentage of positive responses 

is given in brackets. Agreement between the two raters is given. The relative observed agreement among 

raters was calculated by the number of tests, on which the raters agreed, divided by the number of 

animals. Kappa could not be calculated for each test (inc. = incalculable). 

 

 

Normal 

response 

Relative 

observed 

agreement 

between the two 

operators 

Kappa K Observed signs of stress in % of 

animals 

Mentation 50/50 (100%) 100% inc. 0% 

Behavior 50/50 (100%) 100% inc. 0% 

Body stance 50/50 (100%) 100% inc. 0% 

Face 

symmetry 

50/50 (100%) 100% inc. 0% 

Gait 42/42 (100%) 76% 0,15 0% 

 

 

Table 2 Summary of results of the postural reaction tests in 25 adult guinea pigs. Left and right body 

side are not differentiated in the table. When one body side was rated differently to the other body side 

in the same animal, the lower rate was counted. Results were summarized for both examiners (n = 50). 

In some cases, the examination could not be performed due to stress for the guinea pig (n < 50).  

Percentage of positive responses is given in brackets. Agreement between the two raters is given. The 

relative observed agreement among raters was calculated by the number of tests, on which the raters 

agreed, divided by the number of animals. Kappa could not be calculated for each test (inc. = 

incalculable). 
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Test Positive response 

 

Relative observed 

agreement 

between the two 

operators 

Kappa 

K 

Observed signs of stress in % 

of animals 

Paw replacement 

thoracic limbs 

47/49 (96%) 88% 

 

-0,06 24% 

Paw replacement 

pelvic limbs 

36/49 (73%) 60% 

 

0,02 

 

36% 

Hopping reaction 

thoracic limbs 

50/50 (100%) 100% inc. 24% 

Hopping reaction 

pelvic limbs 

41/50 (82%) 72% 0,07 

 

20% 

Wheel-barrowing 50/50 (100%) 100% inc. 16% 

Extensor postural 

thrust 

39/50 (78%) 64% 0,06 40% 

Visual paw 

replacement (only 

thoracic limbs) 

11/50 (22%) 64% -0,05 20% 

Tactile paw 

replacement 

thoracic limbs 

0/50 (0%) 100% inc. 20% 

Tactile paw 

replacement pelvic 

limbs 

1/50 (2%) 96% 0,00 20% 

Hemiwalking 49/49 (100%) 96% 0,00 36% 

Paper test thoracic 

limbs 

16/49 (33%) 76% 0,45 8% 

Paper test pelvic 

limbs 

6/49 (12%) 76% -0,12 8% 

Righting reflex  48/50 (96%) 92% 0,00 48% 
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Test Positive response 

 

Relative observed 

agreement 

between the two 

operators 

Kappa 

K 

Observed signs of stress in % 

of animals 

Tactile and visual 

paw replacement 

38/48 (79%) 76% 0,34 12% 

 

 

Table 3 Summary of results of the cranial nerve tests in 25 adult guinea pigs.  Left and right body side 

are not differentiated in the table. When one body side was rated differently to the other body side in the 

same animal, the lower rate was counted. Results were summarized for both examiners (n = 50). In some 

cases, the examination could not be performed due to stress for the guinea pig (n < 50). Percentage of 

positive responses is given in brackets. Agreement between the two raters is given. The relative observed 

agreement among raters was calculated by the number of tests, on which the raters agreed, divided by 

the number of animals. Kappa could not be calculated for each test (inc. = incalculable). 

Test Positive response 

 

Agreement 

between the two 

operators 

Kappa 

K 

Observed signs of stress in % 

of animals  

Palpebral reflex 

medial 

50/50 (100%) 100% inc. 8% 

Palpebral reflex 

lateral 

50/50 (100%) 100% inc. 8% 

Auricular 

sensitivity 

50/50 (100%) 100% inc. 0% 

Maxillary 

sensitivity 

50/50 (100%) 100% inc. 0% 

Mandibular 

sensitivity 

2/50 (4%) 92% 0,00 0% 

Corneal reflex 48/49 (98%) 92% 0,00 8% 

Oculocephalic 

reflex (horizontally) 

49/49 (100%) 96% 0,00 13% 

Oculocephalic 

reflex (vertically) 

0/49 (0%) 100% 

 

inc. 52% 
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Test Positive response 

 

Agreement 

between the two 

operators 

Kappa 

K 

Observed signs of stress in % 

of animals  

Tone of the jaw 

(total) 

48/48 (100%) 92% -0,04 12% 

Gag reflex not performed in all 

animals due to 

strenous defense 

not performed in all 

animals due to 

strenous defense 

inc. - 

Motoric of the 

tongue 

49/49 (100%) 96% 0,00 0% 

Menace response 1/50 (2%) 96% 0,00 0% 

Sensitivity of nasal 

septum 

49/50 (98%) 96% 0,00 0% 

Pupillary light 

response (direct)  

50/50 (100%) 100% inc. 0% 

Pupillary light 

response (indirect) 

30/50 (60%) 52% 0,19 0% 

Pathological 

nystagmus 

0/50 (0%) 100% inc. 4% 

Positional 

nystagmus 

0/50 (0%) 100% inc. 32% 

Permanent 

strabismus 

0/50 (0%) 100% inc. 4% 

Positional 

strabismus 

2/50 (4%) 92% 

 

0,32 24% 

 

Table 4 Summary of results of spinal reflex tests in 25 adult guinea pigs.  Left and right body side are 

not differentiated in the table. When one body side was rated differently to the other body side in the 

same animal, the lower rate was counted. Results were summarized for both examiners (n = 50). In some 

cases, the examination could not be performed due to stress for the guinea pig (n < 50). Percentage of 

positive responses is given in brackets. Agreement between the two raters is given. The relative observed 
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agreement among raters was calculated by the number of tests, on which the raters agreed, divided by 

the number of animals. Kappa could not be calculated for each test (inc. = incalculable). 

Test Positive response 

 

Agreement 

between the two 

operators 

Kap

pa K 

Observed signs of stress in % of 

animals 

Withdrawal reflex 

thoracic limbs 

48/49 (98%) 92% 0,00 84% 

Withdrawal reflex 

pelvic limbs 

48/49 (98%) 92% 0,00 84% 

Patellar reflex 0/50 (0%) 100% inc. 60% 

Cutaneous trunci 

reflex 

4/49 (8%) 84% 0,00 100% 

Perineal reflex 1/49 (2%) 96% 0,00 100% 

Sensitivity of skin 33/50 (66%) 56% 0,19 52% 

 

 

Mentation, behavior, posture, face symmetry, and gait 

A complete overview of all tests and responses is provided in Table 1. Data on mentation, behavior, 

posture, and face symmetry was collected for all animals (ability to elicit the expected response: 100%). 

None of the guinea pigs showed any abnormalities regarding these examinations. Twenty-three (JD) and 

19 (IB) animals, respectively, could be observed roaming free outside the cage. The remaining animals 

could not be motivated to walk during the examination. A few animals occasionally showed a bunny-

hopping gait. None of these examination points elicited stress in the observed guinea pigs. 

Postural reactions 

A complete overview of all tests and responses is provided in Table 2. An excellent ability to elicit the 

expected response was documented by both examiners for hopping reaction in the thoracic limbs (with 

only one guinea pig lacking response in the right thoracic limb, presumably due to long nails), 

wheelbarrowing, and hemiwalking. Paw replacement in thoracic limbs and righting reflex had a good 

ability to elicit the expected response (96%). A moderate ability to elicit the expected response was 

observed in paw replacement in pelvic limbs, hopping reaction in pelvic limbs, extensor postural thrust 

and in the tactile test where the animals could both feel and see the table surface. A poor ability to elicit 

the expected response was observed by both examiners in the following tests: visual paw replacement 

of the thoracic limbs, tactile paw replacement in both thoracic and pelvic limbs, and paper test for both 

thoracic and pelvic limbs.  
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None of these tests could be carried out without any stress response. Regarding the excellent tests, 

wheelbarrowing (16%) and hopping reaction in thoracic limbs (24%) were associated with a minor stress 

level, while hemiwalking (36%) was more stressful in comparison. Overall, the most stressful tests were 

the righting reflex (48%) and extensor postural thrust (40%). The least stressful test was the paper test 

in thoracic limbs (8%) and pelvic limbs (8%). 

Cranial nerve tests 

A complete overview of all tests and responses is provided in Table 3. The gag reflex was unfeasible in 

all animals due to anatomic features and defensive behavior when reaching for the throat. Excellent 

ability to elicit the expected responses could be observed for medial and lateral palpebral reflex, 

auricular sensitivity, maxillary sensitivity, horizontal oculocephalic reflex, tone of the jaw, voluntary 

movement of the tongue and direct pupillary light response. Sensitivity of nasal septum (with one animal 

giving an asymmetric response during one examination) and corneal reflex were rated as good with an 

ability to elicit the expected response in 98 % of cases. Indirect pupillary light reflex was rated as 

moderate. A poor ability to elicit the expected response was observed in the following tests: mandibular 

sensitivity, vertical oculocephalic reflex, and menace response. None of the animals showed 

pathological or positional nystagmus or permanent strabismus. Unilateral positional strabismus was 

elicited in two animals. Most of the cranial nerve tests elicited responses that would be classified as 

reduced in dogs and cats.  

No signs of stress were observed for auricular, maxillary and mandibular sensitivity, sensitivity of the 

nasal septum, and direct and indirect pupillary light reflex, menace response and evaluation of voluntary 

movement of the tongue. A minor percentage of animals showed signs of stress while being tested for 

medial (8%) and lateral (8%) palpebral reflex, corneal reflex (8%), horizontal oculocephalic reflex 

(13%), and tone of the jaw (12%). The highest stress rate was found when testing the vertical 

oculocephalic reflex (52%); testing for positional nystagmus and strabismus caused stress in 24–32% of 

the animals. 

Spinal reflexes 

A complete overview of all tests and responses can be found in Table 4. None of the performed tests 

elicited an excellent response. The withdrawal reflex in both, thoracic and pelvic limbs, were rated as 

good (98%) with an agreement between the two operators of 92%. A moderate ability to elicit the 

expected response was observed for testing the sensitivity of the skin and a poor ability to elicit the 

expected response in the following tests: patellar reflex, cutaneous trunci reflex and perineal reflex. 

Spinal reflex tests were the most stressful part of the examination for the guinea pigs, with a stress 

response ranging from 52-100% depending on the performed test. The only test showing a good ability 

to elicit the expected response, the withdrawal reflex, led to stress in 84% of the animals. 

Discussion 

All 25 guinea pigs could be fully examined, and only one animal required a short break due to signs of 

severe stress. The hands-off examination was easy to perform and did not cause any stress to the animals. 

All animals showed the same test responses in hands-off examinations as would be expected in dogs 

and cats. Therefore, any signs of reduced mentation or asymmetry in body posture should be considered 

abnormal. Head tilt, in particular, is commonly seen in guinea pigs with otitis media (et interna) and 
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may be part of complete (head tilt, vestibular ataxia, and pathological or positional nystagmus) or 

incomplete vestibular syndrome (MEREDITH and RICHARDSON 2015). In dogs, distinguishing 

between peripheral and central vestibular disease is often possible only by examination and guides the 

selection of appropriate diagnostic tests (BONGARTZ et al. 2020). This might also be an application 

for neurological examination in guinea pigs. Gait analysis revealed occasional bunny hopping in some 

animals, which has been discussed as a possible sign of degenerative or metabolic disease of the skeletal 

system (WITKOWSKA et al. 2016). Animals were not followed up long-term in this study, so a 

degenerative, slowly progressive disease cannot be completely ruled out. A metabolic disease seems 

unlikely as the animals repeatedly showed normal behavior during routine clinical and laboratory 

examinations. Observation of ataxia or signs of paresis in one, two, or all limbs is vital for lesion 

localization, especially in spinal cord disease.  

Postural reaction tests are good options for detecting minor deficits or differences between thoracic and 

pelvic limbs or left and right sides in dogs and cats. In this study, some tests, like the hopping reaction 

in thoracic limbs, wheelbarrowing, hemiwalking, and righting reflex from a lying position, were quite 

feasible as most guinea pigs cooperated well. In contrast, the corresponding tests for the pelvic limbs 

(hopping and extensor postural thrust) showed a less reliable ability to elicit the expected response. A 

similar observation has been described for neurological examinations of rabbits and chinchillas (SNOW 

et al. 2017, WARNEFORS et al. 2019). The reason behind this tendency in small mammals remains 

unknown and should always be considered when examining a guinea pig. Overinterpretation of 

decreased or absent response for hopping reaction in pelvic limbs or extensor postural thrust alone 

should not lead to localization of a lesion in the caudal spinal cord segments. Unfortunately, no postural 

test assessing the pelvic limbs alone showed a good or excellent outcome. Therefore, we recommend 

evaluation of the pelvic limbs during hemiwalking and righting reflex. Especially, the righting reflex is 

a complex reaction that enables an individual to regain a physiological body posture after changing the 

position of its body. Since it involves the vestibular and proprioceptive system and requires unaltered 

coordination of all four limbs, it can be used to assess proprioception in thoracic and pelvic limbs.  

As previously described in other small mammals, the guinea pigs lacked a menace response (SNOW et 

al. 2017, WARNEFORS et al. 2019). Only one animal showed a minor response in one examination. 

Possible reasons for this could be too vigorous movement of the examiner creating air movement that 

caused a tactile response. Therefore, vision cannot be successfully tested via menace response but should 

be evaluated via history given by the owner or an obstacle course. Lateral and medial palpebral reflexes 

were very consistently performed in all animals, but a great percentage of guinea pigs showed a minor 

response in comparison to dogs and cats (especially for the lateral aspect of the test). The same applies 

to the other tests with an excellent ability to elicit the expected response (auricular and maxillary 

sensitivity, horizontal oculocephalic reflex, tonus of the jaw, voluntary movement of the tongue and 

direct pupillary light response). The only test that was not feasible was the gag reflex, which has been 

reported unworkable in chinchillas as well (SNOW et al. 2017). To our surprise, all guinea pigs showed 

a horizontal oculocephalic reflex when the head was moved from side to side but no positive response 

when a vertical movement was performed. The direct pupillary light response was elicited in all animals, 

but the observers rated the extent of pupil constriction very differently. Indirect pupillary light reflex 

was observed significantly less frequently. Positional cranial nerve tests as evaluation for positional 

strabismus and nystagmus led to severe signs of stress in one-quarter to one-third of the animals. 

Accordingly, we propose that these tests should be performed only when they are deemed necessary. 
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This would be the case when examining for subtle vestibular signs is necessary and unavoidable to 

differentiate between central or peripheral vestibular disease.  

Withdrawal reflexes showed a good response regarding feasibility. The composition of the brachial and 

lumbar plexus of guinea pigs has been described in one study and is nearly identical to the anatomy in 

dogs and cats, with the brachial plexus originating from segments C6-Th1 and the lumbar plexus 

originating from the segments L4-S3 (POTTER and W. L. BRUECK 1958). This knowledge about the 

neuroanatomy of the guinea pig makes it possible to extrapolate the localization to functional spinal 

cord segments, as is done in dogs and cats. Spinal reflex testing was the most difficult part of 

neurological examination in guinea pigs in terms of feasibility and stress level. When this examination 

was performed for the second time, especially, signs of severe stress were observed even before the 

animal was touched. Each animal’s two examinations were performed at least seven days apart. 

Nevertheless, most guinea pigs seemed to remember that the upcoming portion would be discomforting. 

Unfortunately, the very consistently performed withdrawal reflex tests were associated with a high 

percentage of stress. Patellar reflex, cutaneous trunci reflex, and perineal reflex could be elicited reliably 

in none or only a small percentage of animals and were therefore considered unreliable. A previous 

study reported that the cutaneous trunci reflex can be elicited in guinea pigs by tactile and electrical 

stimulation (BLIGHT et al. 1990). Our results did not support these findings. Even if the cutaneous 

trunci reflex was associated with a reliable response, we would strongly advise against a routine 

performance of this test because of the high stress response in all animals tested. Interestingly, the 

perineal reflex also caused severe stress in all tested animals and is therefore not recommended. 

All tests were evaluated to determine whether the animals showed a normal or reduced response 

compared to dogs and cats. Most of the time, to a greater or lesser extent, the reactions were diminished 

in guinea pigs. In addition to the high percentage of animals performing no hopping responses in pelvic 

limbs and extensor postural thrust, the remaining animals showed only a reduced response in these two 

tests. However, the paper test, tactile and visual placing, palpebral reflex, and sensitivity of the nasal 

septum and the skin also elicited only minor reactions. This could mean that the standard assumption of 

what is normal in dogs and cats may not be extrapolated to guinea pigs. A possible explanation for this 

is that, unlike dogs and cats, guinea pigs are prey animals and therefore tend to behave differently in 

stressful situations. A study examining the antipredator behavior of guinea pigs documented that, 

regarding vigilance and body tension, there is no significant difference between the reaction toward a 

dog or an unknown human (BALKOVA et al. 2016). Since the stress factor of an examining person 

cannot be eliminated, supposedly reduced reactions should not be overrated. This applies, in particular, 

to animals that appear vigilant or frightened during the examination. In addition, the animals in our study 

and in the study by BALKOVA et al. (2016) were all raised and living in a laboratory facility and not 

handled by a human on a daily basis (e.g., picking up the guinea pig, being petted) as would be likely in 

a pet. We therefore cannot rule out that guinea pigs used to human handling show stronger responses in 

the neurological tests due to less pronounced antipredator behavior. On the other hand, test responses in 

guinea pigs might be physiologically less pronounced than in dogs and cats.  

It is known that kappa can lead to paradoxical results, e.g. low kappa even in the presence of strong 

observer agreement. We think this is the case in our study. When there is a high prevalence for each 

operator to categorize the factor as present, this results in an imbalance of the 2x2 table that is used to 

calculate kappa. This has the effect of lowering kappa and producing a paradoxical effect. In the case of 

total agreement and zero disagreement, kappa might be incalculable as it is not possible to divide by 
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zero. As all healthy animals should show the expected response to a neurological test, this imbalance is 

unavoidable. We suggest therefore, only to use the relative observed agreement between the two 

operators and not to use kappa for interpretation. Interestingly, the two examiners sometimes diverged 

in their interpretation of whether the animals’ reactions were diminished. This included testing of skin 

sensitivity, cutaneous trunci reflex, extensor postural thrust, and direct and indirect pupillary light reflex. 

Examiner 1 (JD), who is routinely involved in small mammal cases of all kinds, tended to be less strict 

than examiner 2 (IB), who has several years of experience in clinical neurology for dogs and cats and is 

a board-certified neurologist. These differences between the examiners regarding neurological 

experience in general but also experience in handling small mammals and especially interpretation of 

guinea pig behavior might explain the divergent ratings on some of the tests. Accordingly, we would 

appreciate further validation of our proposed modified neurological examination in client-owned guinea 

pigs by examiners with different levels of experience in small mammal medicine. 

 

Conclusion 

Several of the established neurological tests elicited a response in all or nearly all examined animals and 

thus can be used routinely for the neurological examination of guinea pigs. Nevertheless, clinicians 

should be aware that some tests, especially proprioceptive testing in the pelvic limbs and menace 

response, vertical oculocephalic reflex, and mandibular sensitivity, do not create a consistent response 

in guinea pigs and do not necessarily allow the conclusion of a neurological deficit. All hands-off 

examinations are very feasible and should be given special attention.  

Caution should be exercised as some tests cause stress in a high percentage of animals. We propose that 

these kinds of tests be used only when deemed necessary (e.g., withdrawal reflex only for suspected 

spinal cord disease or multifocal lesions). For animals in a critical state of disease, an abbreviated 

neurological examination with only non-stressful examinations, such as auricular, maxillar, and nasal 

septum sensitivity, pupillary light reflex, wheelbarrowing, and hopping reaction in thoracic limbs, might 

be preferred. A template for a generally applicable examination sheet is provided in the appendix. 
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Abstract 

Toxoplasma (T.) gondii is an obligate intracellular parasite with a worldwide distribution. Congenital 

infection can lead to severe pathological alterations in the brain. To examine the in vivo cell tropism and 

effects of toxoplasmosis in the fetal brain, pregnant guinea pigs are infected with T. gondii oocysts on 

gestation day 23 and dissected 10, 17 and 25 days afterwards. We show the neocortex to represent a 

target region of T. gondii and the parasite to infect neural progenitor cells (NPCs), neurons and astrocytes 

in the fetal brain. Importantly, we observe a significant reduction in neuron number at end-neurogenesis 

and find a marked reduction in NPC count, indicating that impaired neurogenesis underlies the neuronal 

decrease in infected fetuses. Moreover, we observe focal microglioses to be associated with T. gondii in 

the fetal brain. Our findings expand the understanding of the pathophysiology of congenital 

toxoplasmosis, especially contributing to the development of cortical malformations 

 

Keywords: congenital toxoplasmosis, Toxoplasma gondii, microgliosis, guinea pig, cell tropism, neural 

progenitor cells, microcephaly 

 

Introduction 

The obligate intracellular parasite Toxoplasma (T.) gondii causes the zoonosis toxoplasmosis (BLADER 

et al. 2015, OPSTEEGH et al. 2015, TENTER et al. 2000). In humans, the worldwide seroprevalence 

of T. gondii is approximately 33% (MONTOYA and LIESENFELD 2004, BIGNA et al. 2020). Around 

1.9% of women of childbearing age become infected for the first time during pregnancy (BIGNA et al. 

2020). All warm-blooded animals can serve as intermediate hosts and members of the cat family 

(Felidae) are the definitive hosts of T. gondii. The life cycle of T. gondii consists of different 

developmental stages (MCAULEY 2014, DUBEY et al. 1998). This parasite reproduces sexually in the 

intestinal epithelium of the definitive host, which results in the excretion of oocysts in the feces. 

(DUBEY et al. 1970). In the external environment, during a process called sporulation, infective 

sporozoites develop within the oocysts. Oral infection of the intermediate host leads to rapid asexual 

proliferation of the acute (tachyzoite) stage (DUBEY et al. 1998, HALONEN and WEISS 2013). After 

infection, T. gondii tachyzoites disseminates through the infected host via blood, lymph or other body 

fluids, able to reach all host tissues. About 10-14 days after infection, the immune response of the host 

against T. gondii has developed and causes chronic infection, which is characterized by intracellular 

tissue cysts, harboring bradyzoites, which may remain in the host for life, especially in the brain, retina, 

skeletal and cardiac muscle cells (FERGUSON and HUTCHISON 1987, DUBEY et al. 1998, WEISS 

and KIM 2000, SCHLÜTER et al. 2014, CHIEBAO et al. 2021). Primary routes of infection of the 

intermediate host are insufficiently heated or raw meat containing tissue cysts and ingestion of water or 

food contaminated with sporulated oocysts (COOK et al. 2000, MEIRELES et al. 2015, AGUIRRE et 

al. 2019).  

Importantly, the parasite is able to cross the placental barrier during maternal parasitemia and 

subsequently infect the embryo/fetus after primary infection of the mother (TENTER et al. 2000, 

ELSHEIKHA 2008, BLADER et al. 2015). In healthy and immunocompetent adults, the infection is 

usually asymptomatic. However, congenital infection may lead to severe symptoms in the offspring, 

especially in the brain (GILBERT et al. 2006, MCAULEY 2014). The clinical picture of human 
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congenital toxoplasmosis depends on the time of infection during pregnancy. An infection in early 

gestation, especially in the first trimester may lead to abortion. Infection in mid gestation is often 

characterized by microcephaly, intellectual disability and retinochorioiditis, while congenital infection 

in the third trimester of pregnancy may result in cerebral calcifications and hepatosplenomegaly (JONES 

et al. 2001, CAPOBIANGO et al. 2014).  

Data from in vitro experiments and adult mouse models have shown that T. gondii is able to infect 

neurons and astrocytes, leading to impairments in the number, morphology and function of the infected 

cells (FISCHER et al. 1997, BRUNET et al. 2008, PARLOG et al. 2015, CABRAL et al. 2016, KIM et 

al. 2016, WANG and GAO 2016, VELÁSQUEZ et al. 2019, MOUVEAUX et al. 2021). In eutherian 

mammals, neurogenesis occurs predominantly before birth and therefore neural stem and progenitor 

cells (NPCs) are exclusively present in high abundance in the prenatal cortex. Based on location of their 

nucleus at mitosis, NPCs can be divided into two major classes: apical progenitors (APs) and basal 

progenitors (BPs) (FIETZ and HUTTNER 2011, DEHAY et al. 2015, MOLNÁR et al. 2019, 

VILLALBA et al. 2021, ANDREWS et al. 2022, VAID and HUTTNER 2022). APs are the primary 

NPCs, whose cell body resides in the ventricular zone (VZ), the germinal zone adjacent to the lateral 

ventricle and characteristically express the nuclear marker protein Pax6 (RAKIC 1972, GÖTZ et al. 

1998). They first expand by proliferative divisions (RAKIC 1995). With the onset of neurogenesis, APs 

start dividing asymmetrically, thereby generating BPs that accumulate in the subventricular zone (SVZ). 

The SVZ is the germinal zone basal to the VZ and constitutes the major site of neuron production in the 

developing dorsal telencephalon (HAUBENSAK et al. 2004, MIYATA et al. 2004, NOCTOR et al. 

2004, HANSEN et al. 2010, BETIZEAU et al. 2013). BPs consist of two major subtypes: basal 

intermediate progenitors and basal radial glia, with the latter sharing key features with APs including 

the expression of Pax6 (FIETZ et al. 2010, HANSEN et al. 2010, REILLO et al. 2011, KELAVA et al. 

2012) and basal intermediate progenitors characteristically expressing the nuclear marker protein Tbr2 

(ENGLUND et al. 2005, MOLYNEAUX et al. 2007). Newborn neurons migrate radially into the cortical 

plate (CP) in a birth date-dependent inside-out manner, in which later-born neurons migrate and settle 

past earlier-born neurons (ANGEVINE and SIDMAN 1961, RAKIC 1974, RAKIC 1988). 

Up to date, the host cells and alterations of T. gondii infection in the brain of human fetuses congenitally 

infected with T. gondii are still poorly understood, due to the difficulties in performing clinical studies 

in pregnant women. As such, whether T. gondii infects NPCs in the fetal brain and what the potential 

consequences on brain development are, remains currently unknown. The aim of this study is to 

determine the in vivo host cells of T. gondii and the developmental alterations associated with a 

congenital T. gondii infection in the fetal brain, specifically focusing on the neocortex. The study was 

conducted in the guinea pig, which represents a highly suitable animal model for human congenital 

toxoplasmosis, due to the similarities in brain maturity status at birth, in relative timing of cortical 

neurogenesis and in placentation to humans (FLORI et al. 2002, FLORI et al. 2003, GROCHOW et al. 

2021). Here, we demonstrate that T. gondii infects NPCs, neurons and astrocytes in the fetal guinea pig 

brain following vertical transmission of the parasite. Our data show that T. gondii infection of the dam 

during first trimester of gestation results in massive changes in neocortex development of the fetus. 

Specifically, we observed a significant reduction in the number of neurons at end-neurogenesis and 

found a marked reduction in the number of BPs, specifically Pax6 and Tbr2-expressing BPs, in the fetal 

neocortex during mid-neurogenesis, indicating that impaired neurogenesis underlies the neuronal 

decrease in T. gondii infected fetuses. Moreover, we found T. gondii tachyzoites to be associated with 

microglia nodes in the fetal brain as early as second trimester of gestation. 
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Results  

Fetuses were successfully infected with T. gondii 17 and 25 days after inoculation of dams 

All guinea pig dams became pregnant upon first mating. No clinical abnormalities, i.e. in activity, 

movement, hair coat, water and food intake, breathing, mucosal color, urine, feces were detected in any 

of the dams during the daily assessment (Supplementary Table 1). Moreover, no abnormalities were 

found in the pregnant animals during the ultrasonographic and gynecological examination and no 

resorptions, abortions or stillbirth of fetuses were observed during the entire experiment. Litter size 

(mean ± SEM) of dams was 2.33 ± 0.29 for the control and 3.44 ± 0.34 for the infection groups. 

 

Supplementary Table 1. Scoring system used to evaluate the clinical condition of guinea pigs. If 

the additive score is greater than 3, the veterinarian and project manager will be informed, as well as the 

animals will be clinically examined in detail daily and additionally clinically observed at least once. In 

addition, appropriate measures are taken if necessary. If the additive score is greater than 5, painful 

conditions are assumed and 1.33 mg/ml metamizole sodium is added to the drinking water. If a score of 

2 is achieved in the dehydration category, 60 ml/kg bw and a score of 3, 100 ml/kg bw of a 0.9% sodium 

chloride solution is applied subcutaneously. If an additive score of at least 2 is reached in the following 

categories: activity, hair coat, nutritional status, water and feed intake, then social stress conditions are 

assumed, and the animal is separated into an additional cage. Humane endpoint: an additive score of 10, 

assessment of two criteria with a score of 3, weight loss of 15% or more, ascites, abortion, inability to 

move, blindness, central nervous deficits or the presence of even individual clinical manifestations of 

corresponding severity (with or without connection to the scoring system presented or to the exposure 

of the animals to the actual animal experiment) the affected animals are euthanized. This is done 

according to the assessment of the responsible veterinarian. 

Criteria 0 1 2 3 

Activity normal isolated, abnormal 

posture 

inactive or 

hyperactive 

moribund  

Movement, 

gait 

normal slightly uncoordinated 

or abnormal gait 

uncoordinated or no 

longer fully applies 

limb or aversion to 

movement 

swaying or does not 

sit up limb or 

paralysis 

Hair coat normal (smooth, 

shiny, close-fitting) 

brittle unkempt, wounds, 

loss of hair 

bleeding or 

infected wounds, 

massive hair loss, 

automutilation 

Nutritional 

status 

normal (ribs palpable, 

abdomen barrel-

shaped, no gluteal and 

axillary fat pads) 

thin loss of body fat loss of muscle mass 

Water intake normal (50-100 ml/kg 

bw) 

decreased or increased 

over 24 h 

decreased or 

increased over 48 h 

permanent drinking 

or no water intake 

over 24 h 

Food intake normal (30-50 g 

pellets/kg bw) 

decreased or increased 

over 24 h 

decreased or 

increased over 48 h 

obese or 

inappetence over 

48 h 

Urine normal (straw-

yellow) 

 abnormal color / 

quantity 

no urine output 

over 24 h or wet 

perineum 
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Criteria 0 1 2 3 

Feces normal (dry, 

clumped) 

mushy, moist diarrhea or decreased 

fecal output 

diarrhea over 24 h, 

bloody admixtures, 

no defecation over 

24 h 

Breathing normal, 100-150 

breaths/min 

elevated, flat elevated, abdominal dyspnea, irregular, 

cyanotic colored 

mucous 

membranes 

Vocalization normal, minor with 

manipulation 

none in case of 

manipulation 

high in case of 

manipulation 

 

Dehydration none reduced skin elasticity skin fold persists skin fold remains, 

sunken eyes 

Eyes normal dry, dull eye discharge lids stuck together, 

hemophthalmos, 

exophthalmos 

Nose normal dried out minor nasal discharge high-grade 

discharge, stuck 

Mucosal color pale pink  reddened or pale icteric, high-grade 

redness or cyanotic 

Vagina dry, no discharge swollen clear discharge cloudy, purulent or 

bloody discharge 

 

Prior to infection, all blood samples of the control and infection groups were seronegative using 

immunoblotting against a T. gondii p30 surface antigen. In order to verify a T. gondii infection of the 

dam and fetus, tissue samples were obtained from distinct organs, i.e. maternal heart, liver, and spleen 

and fetal brain, heart, liver, spleen, thigh muscle, placenta and amniotic fluid, and analyzed for the 

presence of T. gondii DNA by qPCR targeting a T. gondii specific 529 base pair repeat element. In all 

dams and fetuses of the control groups, no T. gondii DNA was detected in any of the maternal and fetal 

tissues and organs analyzed (Supplementary Table 2, line 43-74). In all dams of the infection groups, T. 

gondii DNA was detected in at least one maternal organ, indicating that all dams were successfully 

infected (Supplementary Table 2, line 1, 6, 11, 14, 17, 22, 27, 32, 36). In all fetuses of dams dissected 

on gestation day 33, i.e. 10 days after inoculation of dams, no T. gondii DNA was detected in any of the 

tissues and organs analyzed (Supplementary Table 2, line 2-5, 7-10, 12, 13). Thus, infection of fetuses 

dissected on gestation day 33 was considered as unsuccessful and the corresponding fetuses were 

excluded from further analysis. In all fetuses of dams dissected on gestation days 40 and 48, i.e. 17 and 

25 days after inoculation of dams, T. gondii DNA was detected in at least two tissues and organs of each 

fetus, indicating their successful infection (Supplementary Table 2, line 15, 16, 18-21, 23-25, 28-31, 33-

35, 37-41).
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Supplementary Table 2. T. gondii qPCR results separated by tissue and organ for each dam and corresponding fetuses of the infection groups. Data on grey 

background represent Ct values for T. gondii in the heart, liver and spleen of dams inoculated with T. gondii on gestation day 30 and dissected on gestation 30, 40 or 

48, respectively. Data on white background represent Ct values for T. gondii in the fetal brain, heart, liver, lung, spleen, muscle, placenta and amniotic fluid of 

corresponding dams inoculated with T. gondii on gestation day 30 and dissected on gestation 30, 40 or 48, respectively. A minus sign represents a negative result 

defined by a quantification cycle (Ct) equal to or higher than 40 in the qPCR analysis. No result could be obtained in the qPCR analysis for samples with the designation 

“IH”, indicating qPCR inhibition. The term “ND” represents values that were not determined. Fetal positivity rate represents the percentage of positive samples for a 

specific tissue or organ from all fetuses dissected on the same gestation day. Given the high number of qPCR inhibitions in the fetal liver and lung samples, fetal 

positivity rate was not determined in these two organs 

 

Line Dam 

no. 

Fetus 

no. 

Infection 

Dose 

Day of 

gestation 

Brain Heart Liver Lung Spleen Muscle Placenta Amniotic 

fluid 

1 1  100 33 ND 29.67 IH ND IH ND ND ND 

2 1 A 100 33 - - IH - - IH - - 

3 1 B 100 33 - - - - - - IH - 

4 1 C 100 33 - - IH - - - - - 

5 1 D 100 33 - - IH - - - - - 

6 2  100 33 ND 32.26 35.71 ND IH ND ND ND 

7 2 A 100 33 - - IH - - - IH - 

8 2 B 100 33 - - IH - - - IH - 

9 2 C 100 33 - - - - - - IH - 

10 2 D 100 33 - - IH - - - - - 

11 3  100 33 ND 30.90 35.66 ND IH ND ND ND 

12 3 A 100 33 - - - - - - - - 

13 3 B 100 33 - - - - - - - - 

14 4  100 40 ND 28.26 32.71 ND IH ND ND ND 

15 4 A 100 40 31.30 31.25 IH IH 31.41 32.43 27.87 39.92 

16 4 B 100 40 31.77 31.54 IH IH 31.77 - 29.66 - 

17 5  100 40 ND 29.43 33.39 ND IH ND ND ND 

18 5 A 100 40 33.27 31.19 IH 31.68 31.48 - 31.01 - 

4
0
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Line Dam 

no. 

Fetus 

no. 

Infection 

Dose 

Day of 

gestation 

Brain Heart Liver Lung Spleen Muscle Placenta Amniotic 

fluid 

19 5 B 100 40 30.93 29.74 IH IH 34.10 32.50 30.68 - 

20 5 C 100 40 39.05 - IH 37.39 - - 29.53 - 

21 5 D 100 40 33.33 37.02 IH - 36.36 35.46 33.70 - 

22 6  100 40 ND 30.78 34.18 ND IH ND ND ND 

23 6 A 100 40 35.58 36.08 IH - 32.66 37.21 30.83 - 

24 6 B 100 40 - 32.56 IH IH - - 33.73 - 

25 6 C 100 40 36.96 - IH - - - IH 38.76 

26   Fetal positivity rate 89% 78% ND ND 67% 44% 100% 22% 

27 7  100 48 ND 29.23 IH ND IH ND ND ND 

28 7 A 100 48 33.50 34.40 IH IH - 35.50 22.94 30.52 

29 7 B 100 48 31.19 34.47 IH IH - 38.16 25.06 29.70 

30 7 C 100 48 36.30 31.64 IH IH - 37.04 24.64 28.09 

31 7 D 100 48 35.28 34.73 IH IH - IH 31.24 27.58 

32 8  100 48 ND 30.36 IH ND IH ND ND ND 

33 8 A 100 48 33.57 34.51 IH IH 36.27 - IH 25.78 

34 8 B 100 48 33.31 IH IH IH IH IH 30.49 31.69 

35 8 C 100 48 30.05 33.43 IH IH 36.09 IH 27.66 33.59 

36 9  100 48 ND 31.88 IH ND IH ND ND ND 

37 9 A 100 48 31.92 32.02 IH 35.63 - 35.00 31.89 31.99 

38 9 B 100 48 29.72 IH IH IH 38.67 - 33.85 30.42 

39 9 C 100 48 30.56 34.18 IH IH 34.73 34.56 23.63 26.97 

40 9 D 100 48 27.06 32.23 IH IH 32.52 34.58 22.29 29.91 

41 9 E 100 48 31.44 31.39 IH IH 36.02 34.48 28.38 23.88 

42   Fetal positivity rate 100% 100% ND ND 58% 78% 100% 100% 

43 10 A 0 33 - - - - - - IH - 

44 10 B 0 33 - - IH - - - IH - 

45 10 C 0 33 - - IH - - - IH - 

46 10 D 0 33 - - IH - - - IH - 

47 11  0 33 ND - - ND IH ND ND ND 

48 11 A 0 33 - - IH - - - IH - 

4
1
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Line Dam 

no. 

Fetus 

no. 

Infection 

Dose 

Day of 

gestation 

Brain Heart Liver Lung Spleen Muscle Placenta Amniotic 

fluid 

49 11 B 0 33 - - IH - - - IH - 

50 11 C 0 33 - - - - - - IH - 

51 12  0 33 ND IH - ND IH ND ND ND 

52 12 A 0 33 - - IH - - - IH - 

53 12 B 0 33 - - - - - - IH - 

54   Fetal positivity rate 0% 0% ND ND 0% 0% ND 0% 

55 13  0 40 ND - - ND IH ND ND ND 

56 13 A 0 40 - - IH IH - IH IH - 

57 13 B 0 40 - - IH IH - - IH - 

58 14  0 40 ND - - ND IH ND ND ND 

59 14 A 0 40 - - IH IH - IH - - 

60 14 B 0 40 - - IH - - - IH - 

61 14 C 0 40 - - IH IH - IH IH - 

62 15  0 40 ND IH - ND IH ND ND ND 

63 44 A 0 40 - - IH IH - IH IH - 

64 44 B 0 40 - - IH IH - IH - - 

65   Fetal positivity rate 0% 0% ND ND 0% 0% ND 0% 

66 16  0 48 ND - - ND IH ND ND ND 

67 16 A 0 48 - IH IH IH - - IH - 

68 17  0 48 ND - - ND IH ND ND ND 

69 17 A 0 48 - - IH IH - - IH - 

70 17 B 0 48 - - IH - IH - - - 

71 18  0 48 ND - - ND IH ND ND ND 

72 18 A 0 48 - - IH IH IH IH IH - 

73 18 B 0 48 - - IH IH IH IH IH - 

74   Fetal positivity rate 0% 0% ND ND 0% 0% 0% 0% 

4
2
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T. gondii DNA was present in various fetal tissues and organs including the brain  

Using qPCR analysis, T. gondii DNA was detected in all fetal placentas and in the majority of the fetal 

brain (89%), heart (78%) and spleen (67%) samples on gestation day 40 (Supplementary Table 2, line 

26). By gestation day 48, the percentage of fetal tissues and organs containing T. gondii increased with 

its DNA being present in all fetal placental, amniotic fluid, brain and heart samples and in the majority 

of the fetal spleen (58%) and thigh muscle (78%) samples (Supplementary Table 2, line 42). 

 

We next translated the Ct values obtained by qPCR into genomic equivalents of tachyzoites by 

interpolation from a parasite dilution curve and compared values from the same tissue or organ between 

different durations of infection, i.e. duration between inoculation of the dam and sampling of animals 

(Fig. 1). No significant differences were found between the T. gondii DNA loads of the intra-embryonic 

tissues and organs, i.e. brain, heart, lung, spleen and thigh muscle when different durations of infection 

were compared (Fig. 1a, b). However, T. gondii DNA load in the amniotic fluid was significantly higher 

in fetuses dissected on gestation day 48, i.e. 25 days after inoculation of dams, when compared with 

those infected for a shorter duration, i.e. dissected on gestation day 40, thus 17 days after inoculation of 

dams (Fig. 1a, b).  

 

When T. gondii DNA loads were compared between different tissues and organs within the same group 

of duration of infection, T. gondii DNA loads in fetuses dissected on gestation 40 were significantly 

higher in the placenta than in the amniotic fluid and distinct intra-embryonic tissues and organs, i.e. 

thigh muscle and lung (Fig. 1a). Moreover, in fetuses dissected on gestation 48, T. gondii DNA loads 

were significantly higher in the placenta and amniotic fluid than in the thigh muscle and spleen (Fig. 

1b). No marked differences were found when T. gondii DNA loads were compared between the intra-

embryonic tissues and organs, i.e. brain, heart, lung, spleen and muscle, on gestation day 40 (Fig. 1a). 

However, upon longer duration of infection, dissected on gestation day 48, i.e. 25 days after inoculation 

of dams, highest median T. gondii DNA loads in the fetus were observed in the brain being significantly 

higher when compared with the spleen (Fig. 1b). 
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Fig. 1 T. gondii DNA loads in the guinea pig fetus congenitally infected with T. gondii. a, b T. gondii 

DNA loads in 10 mg tissue were obtained by qPCR in fetuses of dams inoculated with T. gondii on 

gestation day 23 and dissected on day 40 (a) and 48 (b). Center line, median; box limits, upper and lower 

quartiles; whiskers, 1.5x interquartile range; points, outliers. B, brain; H, heart; Lu, lung; S, spleen; M, 

thigh muscle; P, fetal placenta; A, amniotic fluid. Solid lines indicate comparison of fetal tissues and 

organs obtained from dams infected for the same duration of infection. Dashed lines indicate comparison 

between the same tissue and organ within the different durations of infection. *, P < 0.05; **, P < 0.01; 

***, P < 0.001; ****, P < 0.0001. Individual P values: comparison between tissues and organs on 

gestation day 40: P = 0.0433, P vs Lu; P = 0.0108, P vs M; P = 0.0002, P vs A; comparison between 

tissues and organs on gestation day 48: P = 0.0172 B vs S; P <0.0001, P vs S, P < 0.0001, A vs S; 

P = 0.0001, P vs M; P = 0.0005, A vs M; comparison between gestation days 40 and 48: P <0.0001, A. 

Only statistically significant differences are shown. Individual n values: comparison between tissues 

and organs on gestation day 40: n = 9, B; n = 9, H; n = 5, Lu; n = 9, S; n = 9, M; n = 8, P; n = 9, A; 

comparison between tissues and organs on gestation day 48: n = 12, B; n = 11, H; n = 1, Lu; n = 11, S; 

n = 9, M; n = 11, P; n = 12, A. 

 

The forebrain constitutes a main target region of T. gondii in the fetal brain 

We next investigated, whether there is a specific target region of T. gondii within the guinea pig fetal 

brain. For this, we analyzed 5 randomly chosen sections per brain of T. gondii infected fetuses dissected 

on gestation day 40 and 48 by immunohistochemistry using an antibody for the T. gondii tachyzoite-

specific surface antigen SAG1 (KASPER et al. 1983, BURG et al. 1988) and quantified delineated 
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SAG1+ clusters (Fig. 2a). A SAG1+ cluster most likely represents a spatially delimited accumulation 

of T. gondii tachyzoites consisting of a primary tachyzoite, which initially invades the host cell, and its 

daughter cells, which arise from several cycles of endodyogeny (DUBEY et al. 1998, ATTIAS et al. 

2020). We found T. gondii tachyzoite clusters to be present in one out of five (20%) brains of fetuses 

dissected on gestation day 40 and four out of ten (40 %) brains dissected on gestation day 48. When 

different brain regions, i.e. telen-, dien-, mesen-, meten- and myeloncephalon, were compared, all T. 

gondii tachyzoite clusters were located in the forebrain, i.e. telen- and diencephalon, with highest 

numbers being present in the neocortex (Fig. 2b). No T. gondii tachyzoite clusters were observed in 

brain regions caudal to the diencephalon (Fig. 2b). To verify the presence of T. gondii tissue cysts, we 

performed SAG1 immunohistochemistry together Dolichos biflorus agglutinin (DBA) staining on 

adjacent sections, in which T. gondii were detected by SAG1 immunohistochemistry (Supplementary 

Fig. 1). DBA binds to N-acetylgalactosamine moieties present on the T. gondii cyst wall57. T. gondii 

tissue cysts were solely detected in one section of a fetus dissected on gestation day 48. All cysts 

contained SAG1+ parasites, i.e. tachyzoites, thus indicating that they are at a very early stage of 

development. 
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Fig. 2 Localization of T. gondii tachyzoite clusters in the fetal guinea pig brain. a DAPI staining 

(blue) and immunofluorescence for SAG1 (red) on a 30 µm brain section of a guinea pig fetus of a dam 

inoculated with T. gondii on gestation day 23 and dissected on day 48. Open arrowheads indicate a 

SAG1+ T. gondii tachyzoite cluster. Scale bar, 10 µm. (b) Number of tachyzoite clusters detected by 

SAG1 immunofluorescence in the distinct brain regions of guinea pig fetuses of dams inoculated with 

T. gondii on gestation day 23 and dissected on day 40 and 48. Data are from all guinea pig fetal brains 

with Ct value below 35 as determined by qPCR for T. gondii (n=5 for gestation day 40, n=10 for 

gestation day 48, Supplementary Table 1). (c) Median section of an adult guinea pig brain. NC, 

neocortex; LV, lateral ventricle; BN, basal nuclei; SA septal area; T, thalamus; HT, hypothalamus. 

 

 

Supplementary Fig. 1 Identification of T. gondii tachyzoites in tissue cysts. DAPI staining (blue), 

DBA staining (green) and immunofluorescence for SAG1 (red) on a 30 µm brain cryosection of a guinea 

pig fetus of a dam inoculated with T. gondii on gestation day 23 and dissected on day 48. Scale bar, 10 

µm. 

 

T. gondii infects neural progenitor cells, neurons, and astrocytesin the fetal forebrain 

In a further step, we elucidated, which specific cell types are infected by T. gondii in the guinea pig fetal 

brain. To this end, we analyzed cortical sections of T. gondii infected fetuses dissected on gestation day 

40 and 48 by double or triple immunohistochemistry using antibodies for SAG1 and one of the following 

cytoplasmic marker protein(s): (i) Nestin, an intermediate filament protein of NPCs (LENDAHL et al. 

1990), (ii) MAP2, a microtubule associated protein of neuronal dendrites and soma (BERNHARDT and 

MATUS 1984), and neurofilament H, an intermediate filament protein of neuronal axons (SHAW and 

WEBER 1982, CARDEN et al. 1987), and (iii) GFAP, an intermediate filament protein of astrocytes 

(BIGNAMI and DAHL 1973, KÁLMÁN and HAJÓS 1989). Interestingly, T. gondii tachyzoites were 

completely encapsulated by Nestin+ immunofluorescence signal (Fig. 3a), thus revealing their presence 

in NPCs. Moreover, T. gondii tachyzoites were detected in neurons and astrocytes as visualized by the 

complete encapsulation of MAP2 and neurofilament H (Fig. 3b), and GFAP immunofluorescence signal, 

respectively (Fig. 3c). Together, this demonstrates the ability of T. gondii to infect NPCs, neurons as 

well as astrocytes in the fetal guinea pig brain following its vertical transmission. 
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Fig. 3 Host cells of T. gondii in the fetal guinea pig brain. a, b, c DAPI staining (blue) and 

immunofluorescence for Nestin (green, a), neurofilament H and MAP2 (green, b), or GFAP (green, c), 

and SAG1 (red) on 30 µm brain cryosections of guinea pig fetuses of dams inoculated with T. gondii on 

gestation day 23 and dissected on day 40 (b) or 48 (a, c). Image showing Nestin immunofluorescence 

represents a maximum intensity projection of 3 optical sections with a thickness of 0.2 µm each (a). 

Image showing MAP2 immunofluorescence represents a maximum intensity projection of 2 optical 

sections with a thickness of 0.2 µm each (b). Closed arrowheads indicate Nestin+ (a), neurofilament 

H/MAP2+ (b), or GFAP+ (c) cytoplasm. Open arrowheads indicate SAG1+ tachyzoites. 3D graphics 

were created by surface rendering for visualization only using Imaris. Scale bars, 10 µm. 

 

T. gondii infection results in a decrease of neurons and NPC count in the fetal neocortex 

To gain insight into the direct implications of the T. gondii infection in the guinea pig fetal neocortex, 

specifically on the pool size of the infected cells, we analyzed cortical sections at a medium position of 

the lateral ventricle per brain of the control and infection groups by immunohistochemistry using 

antibodies for characteristic marker proteins of the cells of interest. We first focused on neurons and 

used an antibody for the pan-neuronal marker Hu C/D (Fig. 4a-d, BARAMI et al. 1995, OKANO and 

DARNELL 1997). Quantification of Hu C/D+ cells revealed no significant differences in neuron 

number between fetuses of the control and the infection group dissected on gestation day 40 (Fig. 4a, b, 

e). However, on gestation day 48, the number of Hu C/D+ cells was significantly lower in the neocortex 

of fetuses infected with T. gondii when compared with those of the control group (Fig. 4c-e). No major 

differences in the distribution of Hu C/D+ cells between the control and infection groups on both 

gestation days were obvious, indicating that the apical-basal migration of neurons is not affected in the 

T. gondii infected brains. 
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Fig. 4 Hu C/D expression in the fetal guinea pig neocortex. a-d DAPI staining (blue) and 

immunofluorescence labeling for Hu C/D (red) on 30 µm brain cryosections of guinea pig fetuses of 

control dams (a, c) or dams inoculated with T. gondii on gestation day 23 (b, d) and dissected on day 40 

(a, b) or 48 (c, d). The entire cortical wall is shown. CP, cortical plate. Scale bars, 50 µm. (e) 

Quantification of Hu C/D+ cells in the cortical wall, expressed as number of cells per 100 µm ventricular 

surface. Cortical wall corresponding to a total ventricular surface of 150-800 µm was analyzed. Data 

represent mean ± SEM. Data of the infection groups are from all guinea pig brains with Ct value below 

35 as determined by qPCR for T. gondii (n=5 for gestation day 40, n=10 for gestation day 48, 

Supplementary Table 1). Data of the control group are as follows: n=7 for gestation day 40, n=5 for 

gestation day 48. *, P < 0.05 (P = 0.0181, df = 13). 

We next analyzed cortical sections by double immunohistochemistry using antibodies for distinct NPC 

markers, i.e. Pax6, a transcription factor characteristically expressed by APs and basal radial glia, and 

Tbr2, a transcription factor characteristically expressed by basal intermediate progenitors (Fig. 5a, b, 

ENGLUND et al. 2005, FIETZ et al. 2010, HANSEN et al. 2010, REILLO et al. 2011). As shown 

previously (KALUSA et al. 2021), no Tbr2+ cells were detected in the neocortex of the control and 

infected groups on gestation day 48, indicating that cortical neurogenesis in the guinea pig has 

terminated before. On gestation day 40, which constitutes mid-neurogenesis in the guinea pig neocortex 

(KALUSA et al. 2021), no significant differences in the number of Pax6+ and/or Tbr2+ cells of the VZ 

between the control and infected fetuses were detected (Fig. 5c), indicating that the pool size of the 

primary NPCs, i.e. APs, is largely unaffected in the developing neocortex of fetuses infected with T. 

gondii when compared with that of controls. We then focused our analysis on the secondary NPCs in 

the SVZ/IZ, i.e. BPs. Interestingly, their total number, i.e. the sum of Pax6+/Tbr2–, Pax6+/Tbr2+, Pax6–

/Tbr2+ NPCs, on gestation day 40 was significantly lower in T. gondii infected fetuses when compared 

with that of controls (Fig. 5d). When investigating whether this reduction was attributable to a specific 

BP subpopulation, we found the number of Pax6+/Tbr2+ BPs to be significantly decreased in T. gondii 

infected fetuses when compared with controls (Fig. 5d). Together, our data show that T. gondii infection 

of NPCs and neurons in the fetal guinea pig neocortex impacts their number, resulting in a reduction of 

the NPC pool during mid-neurogenesis and that of neurons at end-neurogenesis. No significant 
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differences were observed when the cortical thickness was compared between the control and infection 

group of both gestation days (Supplementary Fig. 2). Together, this suggests that the reduced cell 

numbers lead to a decrease in cell density but not to a decrease in cortical wall thickness in the brain of 

T. gondii infected fetuses. 

 

Fig. 5 Pax6 and Tbr2 expression in the fetal guinea pig neocortex. a, b DAPI staining (blue) and 

immunofluorescence labeling for Pax6 (red) and Tbr2 (green) on 30 µm brain cryosections of guinea 

pig fetuses of control dams (a) or dams inoculated with T. gondii on gestation day 23 (b) and dissected 

on day 40. Scale bar, 50 µm. c, d Quantification of Pax6+ (red) and/or Tbr2+ (green) NPCs in the 

ventricular zone (VZ, c) and subventricular zone/intermediate zone (SVZ/IZ), d), expressed as number 

of cells per 100 µm ventricular surface. Cortical wall corresponding to a total ventricular surface of 230-

500 µm was analyzed. The dashed line indicates the border between VZ and SVZ/IZ. Data represent 

mean ± SEM. Data of the infection groups are from all guinea pig brains with Ct value below 35 as 

determined by qPCR for T. gondii (n=5 for gestation day 40, Supplementary Table 1). Control group: 

n=7 for gestation day 40. *, P < 0.05 (P = 0.0440, df = 10, NPCs, i.e. the sum of Pax6+/Tbr2–, 

Pax6+/Tbr2+, Pax6–/Tbr2+ cells, in SVZ/IZ; P = 0.0441, df = 10, Pax6+/Tbr2+ cells in SVZ/IZ). 
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Supplementary Fig. 2 Cortical thickness of the fetal guinea pig neocortex. Data represent mean ± SEM. 

Data of the infection groups are from all guinea pig brains with Ct value below 35 as determined by 

qPCR for T. gondii (n=5 for gestation day 40, n=10 for gestation day 48, Supplementary Table 2). Data 

of the control group are as follows: n=7 for gestation day 40, n=5 for gestation day 48. 

 

In a final step, we focused on astrocytes and analyzed cortical sections by immunohistochemistry using 

an antibody for GFAP (Fig. 6a, b). Similar to previous observations (KALUSA et al. 2021), mature 

astrocytes, which exhibit a typical star-shaped appearance, were first detected after the end of 

neurogenesis, i.e. on gestation day 48 in the guinea pig neocortex (Fig. 6a, b). We then quantified the 

GFAP immunofluorescence intensity in the control and infected fetuses obtained on gestation day 48 

and found no difference when the two groups were compared (Fig. 6c). This indicates that T. gondii 

infection of the fetal guinea pig neocortex does not affect the number of astrocytes. 
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Fig. 6 GFAP expression in the fetal guinea pig neocortex. a and b DAPI staining (blue) and 

immunofluorescence for GFAP (green) on 30 µm brain cryosections of guinea pig fetuses of control (a) 

or infected (b) dams dissected on gestation day 48. Dams were inoculated with T. gondii on gestation 

day 23. Scale bar, 50 µm. The entire cortical wall is shown. CP, cortical plate. Scale bars, 50 µm. (c) 

Quantification of GFAP+ labelling intensity in the cortical wall, expressed as number of voxels per 100 

µm ventricular surface. Cortical wall corresponding to a total ventricular surface of 150-250 µm was 

analyzed. Data represent mean ± SEM. Data of the infection groups are from all guinea pig brains with 

Ct value below 35 as determined by qPCR for T. gondii (n=10 for gestation day 48, Supplementary 

Table 1). Data of the control group are as follows: n=5. (P = 0.3325, df = 13). 

 

T. gondii infection of the fetal neocortex is not associated with an increase in cell death 

Previous studies demonstrated the ability of T. gondii to induce cell death (ZHAO et al. 2009, WANG 

et al. 2014, GAGGERO et al. 2022). In order to investigate whether cell death accounts for the 

observed NPC and neuron loss in the T. gondii infected guinea pig neocortex, we analyzed cortical 

sections of the control and infection groups by immunohistochemistry using an antibody for caspase-3, 

a marker of programmed cell death (Supplementary Fig. 3, THORNBERRY and LAZEBNIK 1998, 

SLEE et al. 2001). Only a few apoptotic cells were detected in the cortical wall of the control group at 

both stages analyzed (Table 1). Similarly, the number of apoptotic cells in the cortical wall of fetuses 

dissected on gestation day 40 and 48 was markedly low (Table 1). No significant difference in their 

number was detected when the control and infection groups were compared (Table 1). Moreover, we 

analyzed DAPI-stained nuclei for pyknosis and/or karyorrhexis, which are hallmarks of cell death, in 

the cortical wall of the neocortex of both infection groups. We found all pyknotic and fragmented nuclei 
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to be present in caspase-3+ cells. Together, this suggests that cell death is unlikely to account for the 

reduction in NPC and neuron count observed in the neocortex of T. gondii infected fetuses. 

 

Supplementary Figure 3 Identification of apoptotic cells by immunohistochemistry for activated 

caspase 3. DAPI staining (blue) and immunohistochemistry for activated caspase 3 (green) on a 30 µm 

brain cryosection of a guinea pig fetus of control (a) or infected (b) dam dissected on gestation day 40. 

Arrowheads indicate activated caspase 3-expressing cells. Scale bars, 50  (a, b) , 10 μm (c). VZ, 

ventricular zone; SVZ, subventricular zone; IZ, intermediate zone. 

  

Table 1: Quantification of apoptotic cells in the cortical wall of fetuses of the control and T. gondii 

infection group on gestation day 48. 1, number of apoptotic cells identified by immunohistochemistry 

for activated caspase 3 and quantified in the cortical wall per 100 µm ventricular surface. 2, cortical 

zone in which apoptotic cells were detected. SVZ, subventricular zone, CP, cortical plate. 3, Mean ± 

SEM of the number apoptotic cells quantified in the cortical wall per 100 µm ventricular surface of the 

infection and control group. Brains of fetuses, whose Ct value was below 35 were included in the 
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analysis. Mann-Whiney test was used to compare the number of apoptotic cells between the control and 

infection group; P (gestation day 40) = 0.5758, P (gestation day 48) = 0.1538). 

 

Focal microglioses are present in the brain of T. gondii infected fetuses 

In the following, we aimed to gain insight into the fetal immune response against T. gondii in the guinea 

pig neocortex, focusing on microglia, which represent the resident immune cells in the central nervous 

system first (GINHOUX et al. 2013, FILIANO et al. 2015). For this, the adjacent section of the brain 

section in which T. gondii tachyzoites were detected and a control section of a corresponding brain area 

of fetuses dissected on gestation day 40 and 48 were stained with antibodies for Iba1, a characteristic 

marker of microglia (ITO et al. 1998, OKERE and KABA 2000) and SAG1 (Fig. 7a, b). In fetuses of 

the control group, microglia were present in the neocortex as early as gestation day 40, i.e. during mid-

neurogenesis (Fig. 7a). Remarkably, in the brain of guinea pig fetuses of both infection groups, all T. 

gondii tachyzoites were found in the center of the microglia aggregations and microglia nodules were 

only present in association with tachyzoites (Fig. 7c, d). Quantification of Iba1 immunofluorescence 

intensity in the tachyzoite related lesions and corresponding brain areas of the control group revealed a 

significant increase in the Iba1 fluorescence labelling intensity in the brain of T. gondii infected fetuses 

Fetus 

no. 

Group Gestation day Number of 

apoptosis1 

Cortical 

Zone² 

Mean ± SEM3 

13A Control 40 0  

0.7143±0.4738 

13B Control 40 0  

14A Control 40 0  

14B Control 40 0  

14C Control 40 2 SVZ 

15A Control 40 0  

15B Control 40 3 SVZ 

16A Control 48 0  

0 

17A Control 48 0  

17B Control 48 0  

18A Control 48 0  

18B Control 48 0  

4A Infected 40 1 SVZ 

0.6±0.4 

4B Infected 40 0  

5A Infected 40 2 SVZ 

5B Infected 40 0  

5D Infected 40 0  

7A Infected 48 0  

0,4±0.1633 

7B Infected 48 1 SVZ 

8A Infected 48 1 SVZ 

8B Infected 48 0  

8C Infected 48 0  

9A Infected 48 1 CP 

9B Infected 48 0  

9C Infected 48 0  

9D Infected 48 0  

9E Infected 48 1 CP 
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(Fig. 7e). This suggests that parasitic lesions are associated with focal or multifocal microglioses in the 

brain of guinea pig fetuses 17 days after inoculation of dams with T. gondii. 

 

Fig. 7 Localization of microglia in foci of T. gondii tachyzoite clusters the fetal guinea pig brain. 

a-c DAPI staining (blue) and immunofluorescence for Iba1 (green) and SAG1 (red) on 30 µm brain 

cryosections of guinea pig fetuses of control dams dissected on gestation day 40 (a) or 48 (b) and dams 

inoculated with T. gondii on gestation day 23 and dissected on day 40 (c, d). Scale bar, 50 µm. 

Arrowheads indicate Iba1+ microglia. Arrows indicate SAG1+ T. gondii tachyzoites. Dashed line 

outlines an agglomeration of Iba1+ microglia surrounding SAG1+ T. gondii tachyzoites. Image in (d) 

shows the same section and brain region as in (c) without the presence of tachyzoites. (e) Quantification 

of Iba1 labelling intensity as detected by immunofluorescence labeling for Iba1. Labelling intensities 

were quantified in a 200 x 200 µm area including a tachyzoite cluster of guinea pig fetuses of dams 

inoculated with T. gondii on gestation day 23 and from a 200 x 200 µm area covering the same brain 

region of control fetuses, dissected on gestation day 40 and 48. Results were expressed as voxels per 

µm². Data represent mean ± SEM and are from 15 T. gondii tachyzoite clusters observed in 5 fetuses 

dissected on gestation day 40 and 48 (Figure 2) and the corresponding regions of the control groups. **, 

P < 0.01 (P = 0.0064, df = 28, n=15). Dots not displayed: Infected: 4.01, 2.52, 4.62. 

 

During activation in response to various stimuli, e.g. brain infection, microglia undergo distinct 

morphological changes. Non-activated microglia mainly exhibit a ramified morphology, whereas fully 

activated microglia acquire an amoeboid shape 76. In order to analyze whether T. gondii infection is 
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associated with a change in microglia morphology in the fetal brain, microglia in the tachyzoite related 

lesions and corresponding brain areas of the control group of fetuses dissected on gestation day 40 and 

48 were classified as activated and non-activated using Imaris surface classification (Supplementary 

Figure 4). This revealed that tachyzoite related lesions contain a higher proportion of amoeboid to 

ramified microglia than corresponding control areas. Together, this indicates that a fetal immune 

response against T. gondii associated with the presence of formation of activated microglia nodules is 

established in the brain of T. gondii infected fetuses as early as gestation day 40. 

Supplementary Fig. 4: Microglia classification. Immunohistochemistry for activated (red) and non-

activated (red) microglia on 30 µm brain cryosection of a fetus of a control (a) or infected (b) dam 

dissected on gestation day 40. Scale bars, 15 µm. Imaris surface classification was used to analyze the 

microglia accordingly. (c) Classification of the proportions of voxels representing activated or non-

activated microglia. Microglia were analyzed in a 200 x 200 µm area including a tachyzoite cluster of 

guinea pig fetuses of dams inoculated with T. gondii on gestation day 23 and from a 200 x 200 µm area 

covering the same brain region of control fetuses, dissected on gestation day 40 and 48. Data in represent 

mean ± SEM and are from 15 T. gondii tachyzoite clusters observed in 5 fetuses dissected on gestation 

day 40 and 48 (Figure 2) and the corresponding regions of the control groups. ****, P < 0.0001, df = 

28. 

 

Secondary to microglia, astroglia may be recruited to the site of inflammation in the brain (MATEJUK 

and RANSOHOFF 2020), which is represented by an increased expression of GFAP (RODRÍGUEZ et 

al. 2022). In order to analyze whether astrocytes contribute to the immune response in foci of T. gondii 

tachyzoites, we analyzed the adjacent section of the brain section, in which T. gondii tachyzoites were 

detected on gestation day 48, by immunohistochemistry for GFAP (Fig. 8a, b). Quantification of the 

GFAP labelling intensity in the tachyzoite related lesions and corresponding brain areas of the control 

group revealed no significant difference between the control and infection group (Fig. 8c). This indicates 

that parasitic lesions are not associated with focal or multifocal astroglioses in the brain of guinea pig 

fetuses 25 days after inoculation of dams with T. gondii. 
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Fig. 8 Localization of astroglia in foci of T. gondii tachyzoite clusters in the fetal guinea pig brain. 

a and b DAPI staining (blue) and immunofluorescence for GFAP (green) and SAG1 (red) on 30 µm 

brain cryosections of guinea pig fetuses of control (a) or infected (b) dams dissected on gestation day 

48. Dams were inoculated with T. gondii on gestation day 23. Scale bar, 50 µm. Arrowheads indicate 

GFAP+ astroglia. Arrows indicate SAG1+ T. gondii tachyzoites. (c) Quantification of GFAP labelling 

intensity as detected by immunofluorescence labeling for GFAP. Intensities were quantified in a 200 x 

200 µm area including a tachyzoite cluster of guinea pig fetuses of dams inoculated with T. gondii on 

gestation day 23 and from a 200 x 200 µm area covering the same brain region of control fetuses, 

dissected on day 40 and 48. Results were expressed as voxels per µm². Data represent mean ± SEM and 

are from 15 T. gondii tachyzoite clusters observed in 5 fetuses dissected on gestation day 40 and 48 

(Figure 2) and the corresponding regions of the control groups. (P = 0.4688, df = 28, n=15). Dots not 

displayed: Control: 3.54, 2.52, Infected: 2.51. 

 

Discussion 

This project provides novel and fundamental contributions to the understanding of the pathogenesis of 

congenital toxoplasmosis, specifically in the context of neocortex development and alterations of fetuses 

infected with T. gondii. We have previously established the guinea pig as a highly suitable animal model 

for human congenital toxoplasmosis in an attempt to overcome difficulties in performing clinical studies 

in pregnant women and in evaluating work in cell and tissue culture systems that fail to re-capitulate the 

complexity of a living animal (GROCHOW et al. 2021). Since all dams survived and no resorptions, 

abortions or stillbirth of fetuses were observed during the entire trial, our data confirm that oral 

administration of 100 T. gondii oocysts of the ME49 strain in the beginning of the second trimester of 

gestation, i.e. on gestation day 23, has no major impact on the guinea pig dam and offspring survival 

rate (GROCHOW et al. 2021). Moreover, we show that the administration of T. gondii oocysts to the 

dams has no negative effect on litter size. 

 

We found no T. gondii DNA in the wide range of tissues and organs investigated, i.e. brain, heart, liver, 

lung, spleen, muscle, placenta and amniotic fluid, of fetuses dissected on gestation day 33, indicating 

that 10 days are not sufficient for a significant congenital transmission of the parasite and subsequent 

infection of the guinea pig fetus. When fetuses dissected on gestation days 40 and 48 were analyzed, T. 
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gondii DNA was in two or more tissues or organs of each fetus, revealing that the parasite is stably 

transmitted to a larger extent to and replicates in the fetus 17 and 25 days after oral inoculation of the 

dam. These data are in line with a former study (FLORI et al. 2003), in which pregnant guinea pigs were 

orally inoculated with 100 tissue cysts of the 76 K strain. We previously observed that the duration a 

pregnant dam is infected affects the T. gondii load in the guinea pig offspring (GROCHOW et al. 2021). 

Indeed, this study shows that longer duration of T. gondii infection results in higher T. gondii DNA load 

in the extra-embryonic amniotic fluid. However, no differences in T. gondii DNA load were observed 

within the intra-embryonic tissues and organs. Given that in our previous study (GROCHOW et al. 

2021), the duration of T. gondii incubation was up to 51 days, we suppose that the timespan, i.e. 8 days, 

between the two infection groups analyzed in this study was simply not long enough for any significant 

changes in the T. gondii DNA loads of the fetal tissues and organs to occur. Upon infection for 17 days, 

we observed no significant differences in the T. gondii DNA load between any of the fetal tissues and 

organs analyzed, which is consistent with previously published data (GROCHOW et al. 2021). 

Interestingly, when animals were analyzed after 25 days of inoculation, highest median T. gondii DNA 

loads in the fetus were observed in the brain. Moreover, the fetal brain possesses a remarkably high T. 

gondii positivity rate in both infection groups analyzed. Together, this confirms that the brain constitutes 

a preferred host organ of T. gondii in mammals including human (FLORI et al. 2003, PUSCH et al. 

2009, WANG et al. 2011, MÜLLER et al. 2017, DARD et al. 2018, SAMOJŁOWICZ et al. 2019, 

GROCHOW et al. 2021). 

All T. gondii tachyzoites were located in the forebrain of guinea pig fetuses, mostly in the telencephalic 

basal nuclei and neocortex, which is in line with published data obtained in postnatal mammals including 

mice and human showing high T. gondii cyst burden to be present in the telencephalon including the 

amygdala, hippocampus and various parts of the pallium such as the entorhinal, somatosensory, motor, 

orbital, frontal association and visual cortex (VYAS et al. 2007, DI CRISTINA et al. 2008, 

BERENREITEROVÁ et al. 2011). Moreover, we found T. gondii tachyzoites to be present in the 

choroid plexus and the lateral ventricle, thus providing further evidence for the notion that translocation 

across the choroid plexus and cerebrospinal fluid is a means for T. gondii to enter the brain 

(FIGUEIREDO et al. 2022, ROSS et al. 2022). 

This study provides important new data on the in vivo host cells of T. gondii in the offspring neocortex 

before birth. Similar to in vivo data in the adult brain demonstrating that neurons and astrocytes represent 

targets of T. gondii, we observed T. gondii to infect neurons and astrocytes in the brain of guinea pig 

fetuses following the parasite’s vertical transmission (FERGUSON and HUTCHISON 1987, MELZER 

et al. 2010, CABRAL et al. 2016, MENDEZ and KOSHY 2017). In this regard it is of great importance 

that NPCs are almost exclusively present in high abundance in the prenatal neocortex (FIETZ and 

HUTTNER 2011, DEHAY et al. 2015, MOLNÁR et al. 2019, KALUSA et al. 2021, VILLALBA et al. 

2021, ANDREWS et al. 2022, VAID and HUTTNER 2022). Indeed, this study reveals that T. gondii 

infects NPCs in the brain of guinea pig fetuses congenitally infected with the parasite. These data are 

consistent with in vitro studies using a primary murine NPC culture (MARCOS et al. 2020, PIRES et 

al. 2021). As a result of congenital infection, we found the total number of BPs, which are known to 

generate the majority of cortical neurons (HAUBENSAK et al. 2004, MIYATA et al. 2004, NOCTOR 

et al. 2004, HANSEN et al. 2010, BETIZEAU et al. 2013 to be markedly reduced in the neocortex of 

guinea pig fetuses during mid-neurogenesis. Specifically, we found the reduction in BP number to be 

mainly attributed to the Pax6+/Tbr2+ BP subtype population. On the assumption that sustained Pax6 

expression in NPCs is linked to higher cell proliferation (BETIZEAU et al. 2013, WONG et al. 2015), 
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our data suggest that proliferative BPs committed to the neuronal lineage are most affected by T. gondii 

infection. As delaying the switch of symmetric proliferative NPC divisions to asymmetric neurogenic 

NPC divisions results in an exponential accumulation of neurons over time (STEPIEN et al. 2021), one 

would assume that the impact of reduced BP proliferation on neuron count manifests during final stages 

of neurogenesis. Indeed, our data reveal that the number of neurons is significantly reduced in the 

neocortex of fetuses infected with T. gondii on gestation 48, i.e. at end-neurogenesis when compared to 

healthy controls. These data confirm previous studies in children showing prenatal infection with T. 

gondii is associated with microcephaly (CAPOBIANGO et al. 2014, MCAULEY 2014). Importantly, 

given that the reduction in neuron number is not primarily linked to an increase in neuronal cell death, 

our findings also indicate that, instead of neuron loss, impaired neurogenesis may underlie the reduction 

in neuron number observed in the neocortex of offspring congenitally infected with T. gondii. 

Again, the reduction in BP cell counts observed in the neocortex of T. gondii infected fetuses was not 

associated with an increase in their cell death. Similarly, in vitro data using a primary murine NPC 

culture showed that an infection by the ME49 strain of T. gondii results in reduced NPC proliferation 

with no apoptosis induction (PIRES et al. 2021). In this regard it is interesting to note that T. gondii 

infection has been shown to result in dysregulation of the host cell cycle, specifically to arrest host cell 

cycle before progression to mitosis (BRUNET et al. 2008, MOLESTINA et al. 2008, KIM et al. 2016). 

Moreover, recent data indicate that T. gondii induces a M cell cycle arrest by propagating chromosome 

segregation errors, mitotic spindle alteration and blockage of cytokinesis progression in primary bovine 

endothelial cells (VELÁSQUEZ et al. 2019). Therefore, one possible scenario might be that alterations 

in the BP cell cycle progression, specifically a blockage of its cell division rate, may explain the decrease 

in neurogenesis of the neocortex of T. gondii infected fetuses. Interestingly, T. gondii is able to inject 

effector proteins, e. g. rhoptry proteins, into cells it does not invade with the injected cells exceeding the 

infected cells many times over (KOSHY et al. 2012). In this regard it is interesting to note, that T. gondii 

rhoptry protein ROP16 has been found to partially mediate cell cycle arrest in a human neuroblastoma 

cell line (CHANG et al. 2015). Hence, it could be assumed that T. gondii invasion and secretion of T. 

gondii effector proteins into distinct NPCs collectively subvert their functions leading to a global 

reduction in neurogenesis in infected fetuses. As an additional explanation, indirect environmental 

effects from the host response, e.g. from microglia may contribute to the observed reduction of the BP 

cell pool. Future studies will focus on the cellular and molecular alterations including the mode and rate 

of cell division of NPCs in the fetal brain induced by T. gondii as well as the specific molecular 

mechanisms that play a role in parasite invasion, proliferation, clearing of cells and injection of effector 

proteins in the fetal brain. To precisely determine T. gondii cell tropism in the fetal brain, highly sensitive 

methods, e.g. flow cytometry, should be used to complement the data provided by this study. 

 

Moreover, our data indicate that congenital T. gondii infection does not affect the number of astrocytes 

in the fetal guinea pig brain, thus confirming the results of a recent in vitro study using a primary murine 

NPC culture, in which no alterations in the number of astrocytes were observed upon T. gondii infection 

(MARCOS et al. 2020). NPCs are known to generate glial cells including astrocytes at later stages of 

cortical development once neurogenesis is mostly complete (LEE et al. 2000, ROWITCH and 

KRIEGSTEIN 2010). As we found no alteration in the number of Pax6+/Tbr2- NPC BPs, which are not 

committed to the neuronal lineage, it is very likely that the generation of astrocytes – contrary to that of 

neurons – by NCPs is not affected in the neocortex of guinea pig fetuses upon vertical T. gondii 
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transmission, which in turn implies that distinct NPC subtypes differ in their susceptibility to T. gondii 

infection. However, as astrocytes – in contrast to neurons – maintain the ability to self-renew (ROBEL 

et al. 2011, LANGE CANHOS et al. 2021), it cannot be ruled out that a decrease in astrocyte generation 

by NPCs was compensated by increased in astrocyte proliferation, leading to recovery of their quantity. 

 

After birth, T. gondii infection of the central nervous system triggers an immune response by microglia, 

the resident immune cells of the brain and spinal cord, during the acute phase of infection (CHIEBAO 

et al. 2021, COWAN et al. 2022). We previously observed focal or multifocal microglioses in the 

neocortex of newborn guinea pigs prenatally infected with T. gondii (GROCHOW et al. 2021). During 

prenatal development, microglia start to colonize the brain concurrently with neurogenesis and prior to 

the generation of other glial cells (VERNEY et al. 2010, SCHLEGELMILCH et al. 2011, SWINNEN 

et al. 2013, TAY et al. 2017). As such, they might play various roles and are involved in neurogenesis, 

gliogenesis, and neuronal circuit formation (HATTORI 2022). . Here, we show that the fetal guinea pig 

neocortex is populated by microglia as early as day 40 of gestation, i.e. during mid-neurogenesis. We 

found that congenital T. gondii infection results in the formation of activated microglia nodules in the 

guinea pig fetal brain in the second and third trimester of gestation, i.e. on gestation days 40 and 48, 

which suggests that microglia generate immune responses, specifically contributing to host defense of 

the brain against T. gondii, long before birth. Microglia are able to induce the activation of astrocytes, 

which may act as immunocompetent cells by secreting inflammatory cytokines and producing reactive 

oxygen species (BRAHMACHARI et al. 2006, MATEJUK and RANSOHOFF 2020). Indeed, previous 

data showed activated astrocytes to be associated with foci of microglia containing T. gondii tachyzoite 

clusters in the adult murine cortex following reactivation of chronic brain infection (DELLACASA-

LINDBERG et al. 2011). However, in this study no signs of focal astrogliosis associated with T. gondii 

tachyzoite clusters in the guinea pig brain were observed on gestation day 48. Given the time span of 25 

days between inoculation of dams and analysis of the fetal brain, it is likely that this time window is too 

short for astrocytes to become activated to a large extent. Therefore, future studies using longer 

incubation periods and specific markers of astrocyte activation will reveal whether astrocytes - in 

addition to microglia - are part of the host defense against T. gondii in the fetal brain following congenital 

infection. 

 

In summary, our data reveal that the neocortex is a major target region of T. gondii in fetuses of 

congenitally infected guinea pigs. We show for the first time that T. gondii infects NPCs, neurons and 

astrocytes in the fetal brain. Our results indicate that the reduction in neuron numbers observed in the 

neocortex of offspring congenitally infected with T. gondii is associated with its reduced generation and 

that microglia activation and recruitment to T. gondii tachyzoites is already established during the period 

of mid-neurogenesis. Together, our findings contribute considerably to the understanding of the cortical 

malformations observed in individuals congenitally infected with T. gondii and help to establish new 

treatments and solutions for congenital toxoplasmosis. 

 

Methods 

Ethics and animal welfare approval 
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All animal experiments were performed in accordance with German animal welfare legislation. The 

guinea pig study was approved by the Landesdirektion Sachsen (TVV 45/17, DD24.1-5131./390/47) 

and infection of cats to provide oocyst infection material was permitted by the ethics commission of the 

Animal Care and Use Committee of the German Lower Saxony State Office for Consumer Protection 

and Food Safety (Niedersaechsisches Landesamt für Verbraucherschutz und Lebensmittelsicherheit; 

reference number 33.19 42502-05-17A206). 

 

Animals 

Female Dunkin Hartley guinea pigs (n=18) were obtained from Charles River Laboratories (Ecully, 

France) and housed in the animal-care facility of the Institute of Parasitology, Faculty of Veterinary 

Medicine, University of Leipzig, Leipzig, Germany under previously described conditions 

(GROCHOW et al. 2021). In brief, dams were kept in groups of two in 50 x 70 x 50 cm wire mesh cages 

and provided water supplemented with 400 mg/l ascorbic acid, standard diet pellets (Altromin 

Spezialfutter, Lage, Germany) and fresh vegetables ad libitum. Room temperature was maintained at 

19-25 °C and relative humidity at 55% (±10%). Light and dark cycle was set to 12:12 h. All dams were 

assessed daily based on a scoring system (Supplementary Table 1) during the entire trial. 

 

Mating and pregnancy examination 

Dams were mated at the animal-care facility of the Institute of Parasitology, Faculty of Veterinary 

Medicine, University of Leipzig, Germany. Before, their sexual cycle was synchronized by oral 

administration of Altrenogest (Regumate® Equine 2,2mg/ml, MSD Tiergesundheit, Unterschleißheim, 

Germany) at 0.22 mg/kg body weight once a day for 15 days (GROCHOW et al. 2021). Natural mating 

was initiated two days after the end of treatment by housing four females with one breeding ram for 4 

days. Successful pregnancy was examined by ultrasound scan using GE Logiq 400 CL (pet mode, 7-10 

MHz sample, GE Healthcare, Solingen, Germany). The day of successful mating is considered as 

gestation day 0±2 (GROCHOW et al. 2021). During ultrasound scan, the reproductive system, i.e. ovary 

and uterus wall, of all dams was examined. 

 

Serological investigation 

Blood samples of all dams were collected from the Vena saphena lateralis immediately before infection 

and centrifuged (2500 x g, 10 min, 4 °C). Serum was analyzed by immunoblotting against T. gondii 

surface antigen p30 (SAG1) as previously described (BURRELLS et al. 2018), but using a peroxidase 

conjugated anti-guinea pig IgG (H + L, Jackson Immunoresearch Laboratories, West Grove, USA) 

instead of a peroxidase conjugated anti-mouse IgG.  

 

Infection 

T. gondii oocysts (Strain ME49) were provided by the Institute of Parasitology, University of Veterinary 

Medicine Hannover, Germany. Oocysts were generated as previously described (GROCHOW et al. 
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2021). In brief, seronegative cats were given meat supplemented with brain, muscle, liver and spleen of 

guinea pigs chronically infected with T. gondii. Cat feces were purified using a sucrose solution gradient. 

Isolated oocysts were stored in 2% sulfuric acid at 4 °C for 1.5-2.5 months. Immediately before 

infection, 1 M sodium hydroxide solution was added to the oocyst suspension. Sporulated oocysts were 

quantified using a Neubauer-Improved cell counting chamber (Paul Marienfeld, Lauda-Königshofen, 

Germany). Oocysts were suspended in 500 µl phosphate buffered saline (PBS) and administered orally 

with a 16 G buttoned cannula (Henry Schein Dental, Langen, Germany). Guinea pigs were randomly 

divided into a control (n = 9) and infection (n = 9) group. Dams of the infection group were administrated 

100 oocysts on gestation day 23. Dams of the control group received 500 µl PBS solution only.  

 

Euthanasia and dissection 

Three dams and their corresponding litters of the control and infection group were euthanized by 

intraperitoneal injection of 500 mg/kg pentobarbital sodium on gestation day 33, 40 and 48, respectively. 

Fetuses were carefully dissected, and tissue samples were obtained from fetal brain, heart, liver, spleen, 

quadriceps femoris muscle, fetal placenta and amniotic fluid. Up to 600 mg of tissue was sampled per 

location. In case the entire tissue or organ weighed more, samples were taken randomly from at least 4 

different regions. Except for the brain, the entire tissue and organ samples were frozen at -80 °C until 

further processing. Immediately after the removal of the brain, the cerebral hemispheres were separated. 

One cerebral hemisphere was frozen at -80 °C and used for qPCR. The other cerebral hemisphere was 

fixed in 4% paraformaldehyde for 4 days, stored in PBS at 4°C and used for immunohistochemistry. 

 

Tissue homogenization and DNA Extraction 

Fetal tissue samples were processed using NucleoMag-Tissue kit (Macherey-Nagel, Düren, Germany) 

according to the manufacturer´s instructions with the following modifications: tissue samples (up to 600 

mg) were incubated with lysis buffer (T1) supplied with the NucleoMag-Tissue kit (Macherey-Nagel, 

Düren, Germany) at ratio 1:2 and two stainless steel balls (diameter 6 mm, TIS Wälzkörpertechnologie, 

Gauting, Germany) were added. The sample solution was homogenized using a TissueLyser II (Qiagen, 

Hilden, Germany) at 3000 Hz for 60 sec. Next, proteinase K of the NucleoMag-Tissue kit was added to 

the sample solution at ratio 1:10 and the solution was incubated at 56 °C overnight. 220 µl of lysate, 

corresponding to 100 mg of starting material, was used for all further extraction steps that were carried 

out using a King Fisher Flex resulting in 100 µl purified DNA (ThermoScientific, Waltham, USA). 

 

Quantitative PCR 

A probe-based qPCR was applied, in which the 529 bp repeat element, characterized by high specificity 

and sensitivity for detection of T. gondii, was used as a sequence (BELAZ et al. 2015, BIER et al. 2019). 

For all tissue and organ samples, qPCR was carried out as follows: primers and probes (MWG-Biotech, 

Ebersberg, Germany) were applied as previously described according to the assay protocol 

"Toxo529REP PCR" (Supplementary Table 3, TALABANI et al. 2009, GROCHOW et al. 2021). An 

internal control according to HOFFMANN et al. (2006) was used for inhibition detection as previously 

described (Supplementary Table 3, SCHARES et al. 2020, GROCHOW et al. 2021). When a negative 
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result was due to PCR inhibition, the respective data was excluded from the data analysis. qPCR 

reactions were carried out in a CFX96 cycler (Biorad Laboratories, Kabelsketal, Germany) using 10 µl 

of purified DNA and the PerfeCTa MultiPlex qPCR ToughMix (VWR International, Dresden, 

Germany). qPCR conditions were as follows: 2 min at 50 °C and 10 min at 95 °C (initial denaturation). 

This was followed by 55 cycles, each consisting of 15 sec at 95 °C (denaturation) and 1 min at 60 °C 

(hybridization and elongation). All qPCR results were evaluated using the CFX manager software 

version 1.6 (Biorad Laboratories, Kabelsketal, Germany). PCR results with a quantification cycle (Ct) 

equal to or higher than 40 were stated as Ct = 40 and considered as negative (GROCHOW et al. 2021). 

Brains of fetuses, whose Ct value was below 35 were included in the immunohistochemistry analysis. 

To establish a standard curve, tachyzoites were extracted from cell culture under the same conditions. 

Different negative extracts (guinea pig brain and muscle) were used for a 10-fold dilution series (2.8 x 

101 to 2.8 x 105) in quintuplicates. The parameters for this semi-logarithmic standard curve are as 

follows: y =  3.406x + 36.36, R² = 0.9977, E = 96.6%. Using this curve, Ct values were translated into 

genomic equivalents of tachyzoites. 

 

Supplementary Table 3. Primers, probes and their final concentrations in Toxoplasma gondii real-

time qPCR assay. 

Assay Names of 

primers 

and probes 

Sequences of primers 

and probes 5′–3′ 

Probe labelling Final 

concentrati

on 

Reference 

Toxo529REP 

PCR 

TalF TGG TTG GGA AGC 

GAC GAG AG 

 800 nM Talabani et al. 

2009 

TalR CAT CAC CAC GAG 

GAA AGC GTC 

 800 nM Talabani et al. 

2009 

TalP1_FAM TGT CGT GCC AGC 

TGC ATT A 

5′-FAM, 3′-BHQ1 200 nM Talabani et al. 

2009 

Internal 

control PCR, 

IC2 PCR 

EGFP1-F  GAC CAC TAC CAG 

CAG AAC AC 

 500 nM Hoffmann et 

al. 2006 

EGFP2-R GAA CTC CAG CAG 

GAC CAT G 

 500 nM Hoffmann et 

al. 2006 

EGFP1-Hex AGC ACC CAG TCC 

GCC CTG AGC A 

5′-HEX, 3′-BHQ1 160 nM Hoffmann et 

al. 2006 

 

Immunocytochemistry 

Cerebral hemispheres were processed and subjected to an immunohistochemistry protocol as described 

previously (SAUERLAND et al. 2018). In brief, fixed hemispheres were dehydrated in 30% sucrose in 

PBS at room temperature, embedded in Tissue-Tek (Sakura Finetek, Staufen im Breisgau, Germany) 

and stored at −20 °C. Sections were cut at 30 μm using a Leica cryoystat (Leica CM1850, Leica 

Biosystems, Wetzlar, Germany) and stored at −20 °C. Complete brain was cut coronally.  

For analysis of regional tropism of T. gondii tachyzoites, five randomly chosen sections per brain of all 

fetuses with Ct value below 35 were used. For analysis of T. gondii host cells, 6-8 sections per brain in 

close proximity to the section, in which T. gondii tachyzoites observed, were analyzed. For 

quantification of neurons, NPCs, apoptosis and astrocytes in the neocortex, the section at a medium 

position of the lateral ventricle with regard to the rostro-caudal axis per brain of all fetuses with Ct value 
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below 35 was used. For analysis of focal micro- and astrogliosis, the adjacent section, to which T. gondii 

tachyzoites were observed, was evaluated. 

Sections for Pax6, Tbr2 and Hu C/D immunohistochemistry were subjected to an antigen retrieval 

protocol by heating sections for 1 h at 90 °C in 0.01 M citrate buffer (pH 6). All sections were 

permeabilized with 0.3% Triton X-100 in PBS and quenched with 0.1 M glycine. Antibodies were 

diluted in 0.2% gelatine-PBS. Primary antibodies were incubated overnight at 4 °C and secondary 

antibodies were incubated for 1h at room temperature. The following primary antibodies were used: 

Pax6 (1:200, rabbit, Biolegend, London, United Kingdom, 901301), Tbr2 (1:200, sheep, R&D Systems, 

Abingdon, United Kingdom, AF6166), Hu C/D (1:500, rabbit, Abcam, Amsterdam, Netherlands, 

ab184267), neurofilament H (1:500, chicken, Abcam, Amsterdam, Netherlands, ab8135), SAG1 

(1:1200, mouse, Bio-Rad Laboratories, Feldkirchen, Germany, 9070-2020), MAP2 (1:1000, chicken, 

Abcam, Amsterdam, Netherlands, ab5392), GFAP (1:500, rabbit, antibodies.com, Cambridge, United 

Kingdom, A85419), caspase 3 (1:400, rabbit, Sigma-Aldrich Chemie, Steinheim, Germany, C8487) and 

IBA1 (1:500, rabbit, SynapticSystems,, Göttingen, Germany, 234003). Pax6, Tbr2, Hu C/D, 

neurofilament H, MAP2 and GFAP antibodies have previously been successfully used in the 

immunohistochemistry analysis of fetal guinea pig brain tissue (KALUSA et al. 2021). Dolichos biflorus 

agglutinin FITC-conjugated were obtained from Biozol (1:200, Eching, Germany, VEC-FL-1031- 5). 

Donkey secondary antibodies coupled to Alexa Fluor® 488 chicken (A11039), mouse (A21202), and 

rat (A21208), Alexa Fluor® 555 mouse (A31570) and rabbit (A31572), Alexa Fluor® 647 sheep 

(A21448) (1:500, Invitrogen, Darmstadt, Germany) and Alexa Fluor® 647 chicken (703-606-155) 

(1:500, Jackson ImmunoResearch Europe, Ely, UK) were used. All sections were counterstained with 

DAPI (1:500, Sigma, Taufkirchen, Germany), mounted in Mowiol (Merck Biosciences, Darmstadt, 

Germany), coverslipped and kept at 4 °C. 

 

Confocal Laser Scanning Microscopy and Deconvolution 

Brain sections were imaged with a confocal laser scanning microscope (CLSM) Leica TCS SP8 (Leica 

Microsystems, Mannheim, Germany), using the software Leica Application Suite X (LAS-X 3.5.7). 

Images were acquired using the following microscope settings: bidirectional scan, scan speed 600 Hz, 

pinhole 1 Airy unit, and 3x line averaging. Sequential scanning of each channel separately was used to 

minimize cross talk between applied dyes. DAPI was excited at 405 nm (PMT detection range: 493 – 

541 nm), Alexa Fluor® 488 at 488 nm (PMT detection range 493 – 541 nm), Alexa Fluor® 555 at 561 

nm (HyD detection range 565 – 618 nm), and Alexa Fluor® 647 at 633 nm (HyD detection range 648 – 

699 nm). The transmission (attenuator value) of each laser line was set so that the signal (8 bit-encoding) 

was just above saturation.  

For analysis of regional tropism of T. gondii tachyzoites, tachyzoite clusters were manually determined 

under transmitted light using a 40x/1.10 W objective. For analysis of T. gondii host cells, a 63x/1.2 W 

objective was used and a scan resolution equivalent to a voxel size of 69 x 69 x 356 nm. Image stacks 

consisting of up to 61 layers were recorded to ensure that the entire parasite and compartment of the 

infected host cell was completely included. For quantification of neurons, NPCs and apoptosis, and of 

Iba1 and GFAP labelling intensity, a 40x/1.10 W objective was used and a scan resolution equivalent to 

a voxel size of 75 x 75 x 200 nm. Tile scans were recorded as z-stacks consisting of up to 5 layers. 
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Deconvolution of CLSM images, using Huygens Professional, version 20.10 (SVI, Hilversum, The 

Netherlands), was applied to reduce optical aberrations and to correct for the discrepancy in refractive 

indices (IR) of the embedding (IR = 1.49) and immersion media (IR =1.33). Microscopic parameters 

were set according to the image metadata. A theoretical point spread function was used, and the 

following deconvolution parameters were set for batch processing with the Classic Maximum 

Likelihood Estimation (CMLE) algorithm: maximum iterations = 40, quality change threshold = 0.01, 

signal-to-noise ratio = 6.6667. Background for images of T. gondii host cell analysis and quantification 

of apoptosis and Iba1 and GFAP labelling intensity, all channels = 0. Background for images of 

quantification of neurons and NPCs: DAPI = 10.5, Alexa Fluor® 488 = 12, Alexa Fluor® 647 = 8. 

 

Data Analysis 

The ventricular zone (VZ), subventricular zone (SVZ), intermediate zone (IZ) and cortical plate (CP) 

were identified based on their cytoarchitecture and, in case of the SVZ, based on the presence and 

abundance of Tbr2 positive nuclei. In brief, the VZ represents a densely packed cell layer lining the 

lateral ventricle and whose nuclei exhibit radial morphology. The SVZ is located basally to the VZ and 

exhibits a looser and sparser cell arrangement than the VZ. The apical border of the SVZ is marked by 

the presence of a continuous Tbr2 positive nuclear layer. The IZ contains very low cell density and lies 

between the SVZ and the CP. The CP is a cell layer adjacent to the IZ, which represents a high cell 

density and radially aligned nuclei.  

Imaris 9.7.2 (Oxford Instruments, Abingdon, UK) was used for image analysis. For quantification of 

neurons, NPCs and apoptosis, and of Iba1 and GFAP labelling intensity, only the middle layer of the z-

stacks was used.  

For quantification of neurons and NPCs, colocalization between channels for DAPI and Hu C/D, DAPI 

and Pax6, DAPI and Tbr2, DAPI and Pax6 and Tbr2 was displayed. Intensity thresholds for 

corresponding channels were set as follows: DAPI = 10.5, Hu C/D = 9, Pax6 and Tbr2 = 13 each. The 

segmentation of colocalized signals was achieved by the following settings: surface detail = 0.2 μm, 

thresholding: background substraction, diameters of largest sphere = 6 μm, manual threshold value: 

DAPI and Hu C/D = 2, DAPI and Pax6 = 8, DAPI and Tbr2 = 8, DAPI and Pax6 and Tbr2 = 4.5, seed 

point diameter = 6 μm, quality: DAPI and Hu C/D > 1, DAPI and Pax6 > 2, DAPI and Tbr2 > 2, DAPI 

and Pax6 and Tbr2 > 1.8. If nuclei of individual cells were displayed as merged objects by automatic 

segmentation, these objects were separated manually. The number of cells was quantified in a rectangle 

spanning the corresponding cortical zone with an apical edge length of 100 µm.  

For astrocyte analysis in the neocortex, the number of voxels representing GFAP labelling with 

intensities greater than 50 out of 255 (8-bit coding) was quantified in a rectangle spanning entire cortical 

wall with an apical edge length of 100 µm. Apoptotic cells were quantified in a rectangle spanning the 

entire cortical wall with an apical edge length of 100 µm. Cells with a caspase-3 fluorescence intensity 

of more than 50 out of 255 (8-bit coding) and nuclear changes (e.g. segmentations) detected in the DAPI 

signal were considered as positive (Supplementary Fig. 3). For analysis of focal micro- and astrogliosis, 

Iba1 and GFAP labelling was analyzed in a 200 x 200 µm area around the tachyzoite clusters and of the 

same region in the brain of the control group was analyzed. The number of voxels representing Iba1 and 

GFAP labelling with intensities greater than 50 out of 255 (8-bit coding) was quantified and the results 

were expressed as voxels per µm² (voxels projected onto an image area). Subsequently, microglia in this 
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area were classified according to activated and non-activated using Imaris 9.9.1 (Oxford Instruments, 

Abingdon, UK). Surface rendering of all 5 z-stacks was used with the following parameters: surface 

detail = 0.2 μm, thresholding: absolute intensity 12.7, filter bounding box 250 x 250 nm. All objects 

consisting of less than 894 voxels (equivalent to a projected area of 1 µm²) were considered ramified, 

i.e., non-activated, and all objects that were larger were considered amoeboid, i.e., activated. Data were 

shown as a proportion of the respective microglia population. After data analysis, Adobe Photoshop was 

used for better visualization using selective gradation curve fitting of the weak DAPI-signal on the nuclei 

of T. gondii in Figs. 2, 3, and Supplementary Fig. 1 and for a general gradation curve fitting of all 

channels in Figs. 4 to 7 and Supplementary Fig. 1 and 3. 

 

Statistics and reproducibility 

Statistical analysis was performed using Graphpad Prism 9.4.1 (GraphPad Software Inc., San Diego, 

USA) software. Normal distribution of all parameters was tested by Anderson-Darling test and Shapiro-

Wilk test. T. gondii DNA loads obtained by qPCR analysis and number of apoptotic cells were not 

normally distributed and analyzed by Mann-Whitney test (for comparison of two groups) and Kruskal-

Wallis test (for comparison of more than two groups) followed by Dunn's post hoc test. All other data 

were normally distributed and analyzed using one tailed unpaired t-test. P values < 0.05 were considered 

statistically significant. Significance levels were split further as to **P < 0.01, ***P < 0.001, ****P < 

0.0001.  

 

Data availability  

Data generated and analyzed during this study are included in this published article or can be obtained 

from the corresponding author (Simone.fietz@vetmed.uni-leipzig.de) on request. 
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4 Übergreifende Diskussion 

T. gondii ist ein potentieller Krankheitserreger bei vielen Wirbeltierarten, einschließlich des 

Meerschweinchens und des Menschen (HENRY und BEVERLEY 1977, HAUMONT et al. 2000, 

TENTER et al. 2000, FLORI et al. 2002, FLORI et al. 2003, MONTOYA und LIESENFELD 2004, 

BIGNA et al. 2020). Aufgrund des Neurotropismus des Parasiten können bei Meerschweinchen 

zentralnervöse Symptome beobachtet werden. Besonders pränatale Infektionen des Embryos führen 

beim Menschen zu massiven Gehirnschäden mit Todesfolge oder starken Funktionsverlusten und 

Missbildungen (WRIGHT 1972, DESMONTS und COUVREUR 1974, WONG und REMINGTON 

1994, TENTER et al. 2000, JONES et al. 2001, MONTOYA und LIESENFELD 2004, HAVELAAR et 

al. 2007). 

4.1 Etablierung eines Tierversuchsmodells für die humane kongenitale Toxoplasmose 

Nach postnataler Infektion befällt T. gondii während der akuten Phase vorzugsweise Gliazellen und 

beim chronischen Verlauf insbesondere Neurone im Kortex von Mensch und Tier. Die T. gondii-

Infektion führt dabei zu Beeinträchtigungen der Morphologie und Funktion der infizierten Zellen. Für 

das pränatale Gehirn lagen zur Pathogenese und zum Infektionsverlauf, insbesondere zum Zelltropismus 

von T. gondii, bisher keine detaillierten Informationen vor. Dabei ist zu beachten, dass in höheren 

Säugetieren die Neurogenese zum überwiegenden Teil pränatal stattfindet und neurale Stammzellen in 

hoher Abundanz nur im pränatalen Kortex vorhanden sind (SAUERLAND et al. 2018, KALUSA et al. 

2021). Ob und in welchem Ausmaß T. gondii neurale Stammzellen, Neurone und/oder Gliazellen im 

sich entwickelnden bzw. pränatalen Gehirn nach kongenitaler Infektion befällt, war bislang unbekannt. 

Für die kongenitale Toxoplasmose, insbesondere für die humane kongenitale Toxoplasmose, war der 

eingangs durchgeführten Recherche zufolge bisher kein geeignetes Tiermodell definiert. Für die 

Untersuchung dieser schwerwiegenden Erkrankung – v. a. des Menschen – ist es von großer Bedeutung, 

ein geeignetes Tiermodell zu etablieren. Aufgrund der relativ kurzen Trächtigkeitsdauer von ca. 20 –  

22 Tagen sind Maus und Ratte für die Untersuchung der kongenitalen Toxoplasmose eher weniger 

geeignet (FLORI et al. 2002, FLORI et al. 2003, VARGAS-VILLAVICENCIO et al. 2016). So liegt der 

Höhepunkt der Neurogenese der Subplate, welche den Bereich unter der Kortikalplatte darstellt und für 

die Entwicklung des Neokortex von entscheidender Bedeutung ist, bei der Maus um den 11. und bei der 

Ratte um den 15. Trächtigkeitstag (CAVINESS 1982, BAYER und ALTMAN 1990, FINLAY und 

DARLINGTON 1995). Jedoch beträgt die Inkubationszeit für eine durch Oozysten induzierte 

kongenitale Toxoplasmose bis zu 20 Tage (JONES. et al. 2003). Somit kann man den Einfluss der 

kongenitalen Infektion auf die Neurogenese bei Maus und Ratte auf diesem natürlichen Infektionsweg 

nicht untersuchen. Zudem zeichnen sich beide Spezies – im Unterschied zum Menschen – als primäre 

Nesthocker durch einen relativ geringen Reifegrad des Gehirns zum Zeitpunkt der Geburt aus. 

Der Mensch entwickelt eine hämomonochoriale discoidale Plazenta. Dabei trennt nur eine 

Chorionschicht die fötalen Kapillaren vom mütterlichen Blut. Mäuse und Ratten hingegen bilden eine 

hämotrichoriale discoidale Plazenta aus, bei der 3 Schichten die fötalen Kapillaren vom mütterlichen 

Blut trennen. Große Haussäugetiere wie Wiederkäuer und Schweine weisen eine relativ lange 

Trächtigkeitsdauer auf (z. B. Rind: ca. 280 Tage, Schaf und Ziege ca. 150 Tage, Schwein ca. 114 Tage). 

Dies würde eine Untersuchung einer kongenitalen Toxoplasmoseinfektion selbst in den Frühphasen der 

Neurogenese ermöglichen (VARGAS-VILLAVICENCIO et al. 2016). Jedoch unterscheiden sich 

Mensch und diese Großtierarten im Hinblick auf die Plazentation, insbesondere in der Morphologie der 
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Plazenta. So entwickeln diese Tiere, anders als der Mensch, eine epitheliochoriale Plazenta, bei der ein 

einlagiges Chorionepithel die intakte Wand des Endometriums und die darunter liegenden mütterlichen 

Kapillaren begrenzt, weshalb sie als Tiermodelle für die Untersuchung humaner kongenitaler 

Infektionen weniger geeignet sind (KRESSIN et al. 2019). 

Das Meerschweinchen ist ein Nestflüchter, dessen Gehirn – ähnlich wie das des Menschen – zum 

Zeitpunkt der Geburt einen relativ hohen Reifegrad aufweist (WORKMAN et al. 2013). In Analogie 

zum menschlichen Kortex findet im pränatalen Kortex des Meerschweinchens die Neurogenese v. a. im 

zweiten Trimester der Trächtigkeit statt (FIETZ et al. 2010, KALUSA et al. 2021). In der Plazentation 

sowie in der Morphologie der Plazenta gibt es zwischen Meerschweinchen und Mensch zudem große 

Übereinstimmungen. Die transplazentare Übertragung von T. gondii nach oraler Infektion des 

Muttertieres konnte im Meerschweinchen bereits erfolgreich nachgewiesen werden (FLORI et al. 2002). 

Ähnlich des Menschen weist das Meerschweinchen eine hämomonochoriale Plazenta auf, bei der ein 

einlagiges, synzytiales Chorionepithel im direkten Kontakt mit dem mütterlichen Blut steht. Außerdem 

wird bei beiden Arten während der Gestation Progesteron von der Plazenta produziert. Weiterhin besitzt 

das Meerschweinchen eine relativ lange Tragezeit von ca. 66 Tagen, was die Untersuchung einer 

kongenitalen Toxoplasmoseinfektion ermöglicht, bevor die Neurogenese einsetzt. Zudem ist der 

Sexualzyklus des Meerschweinchens durch einen zyklisch wiederkehrenden Östrus gekennzeichnet 

(MESS 2007, GRIGSBY 2016, CARTER 2020). Diese Gemeinsamkeit zum Menschen hat für 

experimentelle Studien den Nachteil, dass, im Gegensatz zu Tieren mit einer provozierten Ovulation, 

wie z. B. Kaninchen, die Tiere nur während des Östrus verpaart werden können. Mit Hilfe eines 

15-tägigen Progesteronblocks ist es aber möglich, weibliche Meerschweinchen zu synchronisieren und 

gezielt terminiert zu verpaaren (GRÉGOIRE et al. 2012, PUBLIKATION 1). Dabei konnten 

Erstverpaarungserfolge von bis zu 100% erzielt werden. In der eigenen Studie wurde, als Basis für 

folgende experimentelle Untersuchungen, der neurologische Untersuchungsgang beim 

Meerschweinchen etabliert und validiert. Aufgrund der eigenen Befunde bietet sich in Übereinstimmung 

mit früheren Publikationen anderer Autoren das Meerschweinchen als Modelltier für die Untersuchung 

der kongenitalen Toxoplasmose, insbesondere der humanen kongenitalen Toxoplasmose, an 

(HAUMONT et al. 2000, FLORI et al. 2002, FLORI et al. 2003, VARGAS-VILLAVICENCIO et al. 

2016).  

Um das Meerschweinchenmodell für die humane kongenitale Toxoplasmose zu etablieren, musste 

zuerst der am besten geeignete Toxoplasma-Genotyp und die geeignetste Infektionsform gefunden 

werden. Die Entscheidung fiel auf einen Typ II Stamm (ME49), weil dieser den in Europa 

vorherrschenden Genotyp darstellt (MAKSIMOV et al. 2012, AMOUEI et al. 2020). Ob die in der 

eigenen Studie generierten Ergebnisse auch für andere Genotypen, die sich durch Unterschiede in der 

Pathogenität auszeichnen, gelten, muss noch geklärt werden. 

Als Infektionsquelle standen 3 infektiöse Entwicklungsstadien (Tachyzoiten, Bradyzoiten aus 

Gewebezysten und Sporozoiten aus Oozysten) zur Verfügung. Die intraperitoneale Infektion von 

Meerschweinchen mit Tachyzoiten ist bereits von HAUMONT et al. (2000) und FLORI et al. (2002) 

beschrieben worden. Der größte Vorteil dieser Methode ist es, dass die Generierung der Tachyzoiten in 

der Zellkultur standardisiert und im Sinne des 3R-Prinzips (replace, reduce, refine) ohne weitere 

Tierversuche auskommt. Aufgrund ihrer geringen Tenazität müssten Tachyzoiten parenteral appliziert 

werden, weil sie nach peroraler Gabe den niedrigen pH-Wert im Magens in der Regel nicht überleben 

(DUBEY 2016). Allerdings stellt eine parenterale Infektion per se keinen natürlichen Infektionsweg dar 
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und eine Infektion adulter Meerschweinchen über Tachyzoiten kommt in der Natur nicht vor. FLORI et 

al. (2003) haben die orale Infektion von Meerschweinchen mittels Gewebezysten bereits etabliert. Die 

Erzeugung einer hinreichenden Anzahl von Gewebezysten erfordert einen Tierversuch, was als 

unvermeidbarer Nachteil gesehen werden kann. Zwar handelt es sich bei der oralen Gabe von 

zystenhaltigem Gewebe nicht um den natürlichen Infektionsweg des Meerschweinchens, aber zur 

Untersuchung der Abläufe im Sinne eines Infektionsmodells für den Menschen ist es durchaus 

begründbar diesen Infektionsmodus zu betrachten. 

Als rein herbivores Tier werden Meerschweinchen in der Natur fast ausschließlich über mit Oozysten 

kontaminierte Lebensmittel oder Wasser infiziert. Die Infektion mit Oozysten spielt auch beim 

Menschen, neben den Gewebezysten, eine wichtige Rolle. Man geht davon aus, dass 43 – 78 % der 

menschlichen T. gondii-Infektionen über mit Oozysten kontaminierte Lebensmittel oder Wasser 

verursacht werden (BOYER et al. 2011, AGUIRRE et al. 2019). Oozysten können in vitro nicht 

produziert werden, sodass eine Passagierung des Parasiten im Tierversuch mit nachfolgender Isolation 

der Oozysten aus den Fäzes nötig ist. 

In der vorliegenden Studie wurden erstmals Oozysten als Infektionsquelle für eine kongenitale Infektion 

des Meerschweinchens genutzt (PUBLIKATION 1). Da aus diesem Grund keine Erfahrungswerte 

vorlagen, wurde bei der Wahl der Anzahl der Oozysten, die für die Infektion genutzt wurden, auf eine 

Studie von MÜLLER et al. (2017) zurückgegriffen. Diese Autoren konnten im Mausmodell bei mit 5 

oder 25 Oozysten infizierten trächtigen Tieren die höchsten Wurfgrößen bei gleichzeitig 

hundertprozentiger kongenitaler Übertragungsrate erzielt werden. Entsprechend des ca. zwanzigfachen 

Körpergewichts eines Meerschweinchens im Vergleich zur Maus wurden die Infektionsdosen auf 100 

oder 500 Oozysten festgelegt. Zusätzlich wurde eine Niedrigdosis mit lediglich 10 Oozysten gewählt, 

eine Oozystenzahl, die bei Mäusen gute Ergebnisse ergab, für die Annahme, dass nicht das 

Körpergewicht für die Dosis ausschlaggebend ist. Es konnte gezeigt werden, dass eine Infektion mit 500 

Oozysten unabhängig vom Infektionszeitpunkt für die Föten immer tödlich ist. Die mit 10 oder 100 

Oozysten infizierten Tiere zeigten gute Übertragungsraten. Zusätzlich hatten diese Tiere ein relativ 

ausgeglichenes Verhältnis zwischen den möglichen Schicksalen der Nachkommen (Lebendgeburt, 

Totgeburt, Abort, Fruchtresorption; PUBLIKATION 1). Bei einem Tier, welches mit nur 10 Oozysten 

inokuliert wurde, konnte weder ein positives qPCR-Ergebnis der Nachkommen noch ein Antikörpertiter 

des Muttertieres festgestellt werden, sodass die Infektion dieses Tieres als nicht erfolgreich gewertet 

werden musste. Ein möglicher Grund hierfür könnte sein, dass eine höhere Schwellendosis zur sicheren 

Infektion von Meerschweinchen nötig ist. Dies ist allerdings unwahrscheinlich, da die anderen Würfe 

dieser Infektionsgruppe alle positiv waren. MÜLLER et al. (2017) konnten mit der halben Dosis bei 

allen Würfen eine Infektion erreichen. Eine wahrscheinlichere Ursache könnte die Methodik der 

Einstellung der niedrigen Dosis sein, die über eine Neubauer-Improved-Zählkammer erfolgte. Dieses 

Verfahren eignet sich vor allem für die Bestimmung von hohen Oozystendichten. Durch die starke 

Verdünnung von 30 Oozysten je µl Oozystenstammsuspension auf zehn Oozysten je 500 µl 

Infektionslösung kann es zu unvermeidbaren Abweichungen von der sehr niedrigen Soll-

Oozystenmenge in einzelnen Präparationen im Versuch gekommen sein, sodass möglicherweise 

vereinzelt die Oozystendichte zu gering war, um eine erfolgreiche Infektion zu erreichen. 

Wahrscheinlich könnte mit der Verwendung eines Durchflusszytometers bei solch niedriger Dosierung 

eine höhere Sicherheit hinsichtlich der Oozystenzahl geben, was allerdings mit einem relativ hohen 

technischen Aufwand verbunden ist, der in der vorliegenden Studie nicht umsetzbar war. Da im Versuch 

(PUBLIKATION 1) keine signifikanten Unterschiede zwischen den mit 10 und 100 Oozysten infizierten 
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Tieren festgestellt werden konnten, wurden die folgenden Versuche (MANUSKRIPT 3) mit 100 

Oozysten durchgeführt. 

Für den Schweregrad und die allgemeine Übertragungswahrscheinlichkeit einer kongenitalen Infektion 

ist beim Menschen vor allem der Zeitpunkt der Infektion von hoher Bedeutung, d. h. in welchem 

Schwangerschaftstrimester sie stattfindet (DESMONTS und COUVREUR 1984, WONG und 

REMINGTON 1994, DUNN et al. 1999, THULLIEZ 2001). Die gewählten Infektionszeitpunkte in den 

eigenen Untersuchungen liegen ungefähr in der Mitte des jeweiligen Trimesters. Zu diesen Zeitpunkten 

erfolgen wichtige Entwicklungen in der Neurogenese. Der Tag 15 p. c. liegt noch vor Beginn der 

Neurogenese. Zu diesem Termin erfolgt vor allem die Stammzellproliferation. Am Tag 30 p. c. kommt 

es zum Höhepunkt der Neurogenese im Sinne einer Stammzelldifferenzierung. Am Tag 48 p. c. ist 

schließlich das Ende der Neurogenese erreicht (KALUSA et al. 2021). 

Insbesondere eine T. gondii-Infektion der Muttertiere im ersten Trimester, d. h. am 15. Tag der 

Trächtigkeit, endete für alle Würfe tödlich, wobei die meisten Nachkommen während der 

Schwangerschaft resorbiert wurden, wie dies auch beim Menschen nachgewiesen wurde (WONG und 

REMINGTON 1994, JONES et al. 2001). Interessanterweise endete auch eine spätere Infektion der 

Muttertiere im dritten Trimester (48. Trächtigkeitstag) für die meisten Würfe tödlich, wobei ein sehr 

hoher Anteil der Nachkommen tot geboren wurde oder abortiert wurde (PUBLIKATION 1). In ähnlicher 

Weise zeigte eine frühere Studie an Meerschweinchen, dass eine T. gondii-Infektion am Ende des 

zweiten Trächtigkeitsdrittels zu signifikant höheren Nachkommenverlusten führt als eine Infektion im 

ersten Trächtigkeitsdrittel (FLORI et al. 2002). Diese Ergebnisse stehen im Gegensatz zu Befunden bei 

Menschen, bei denen eine Infektion im dritten Trimester der Schwangerschaft für den Fötus oft ohne 

gravierende Folgen bleibt (WONG und REMINGTON 1994, DUNN et al. 1999). Eine mögliche 

Erklärung für diesen Unterschied könnte sein, dass T. gondii bei Meerschweinchen die Plazenta bei 

einer Infektion im dritten Trimester der Trächtigkeit stärker infiltriert und zerstört als dies beim 

Menschen der Fall ist. Da das Plazentagewebe von den Muttertieren unmittelbar nach dem Abort 

verzehrt wurde, war eine Untersuchung des Plazentagewebes in der ersten Studie nicht möglich 

(PUBLIKATION 1). Im Folgeversuch konnte die Parasitenbürde der Plazenten untersucht werden, da 

die Tiere bereits vor der Geburt euthanasiert wurden. Hier zeigten die Plazenten, insbesondere im letzten 

Trächtigkeitstrimester, die höchsten Parasitenmengen aller Organe (MANUSKRIPT 3). Dieser Fakt 

stützt die These, dass Toxoplasmen beim Meerschweinchen die Plazenta in der späten Phase der 

Trächtigkeit verstärkt infiltrieren und wahrscheinlich auch funktionell beeinträchtigen. Abschließend 

könnte dies durch eine pathologisch-histologische Untersuchung bestätigt werden, die aber nicht 

Aufgabenstellung der eigenen Studien war. 

Eine Toxoplasmose kann aufgrund des Neurotropismus des Parasiten auch zu neurologischen 

Symptomen beim Muttertier führen (STAGNO et al. 1980, FARKASH et al. 1986, MONTOYA und 

LIESENFELD 2004, HAVELAAR et al. 2007). Vor dieser Studie gab es nur wenige Daten über 

neurologische Befunde bei Meerschweinchen, was zu einer Fehleinschätzung von Symptomen und zur 

Auswahl ungeeigneter diagnostischer Tests in früheren Studien geführt hat (MANCINELLI 2015). Um 

das Meerschweinchen als Modelltier für die humane kongenitale Toxoplasmose zu etablieren, war es 

folglich von entscheidender Bedeutung, einen neurologischen Untersuchungsgang für das 

Meerschweinchen zu erstellen und zu validieren. MANUSKRIPT 2 liefert erstmals detaillierte Daten 

über die neurologische Untersuchung inklusive der reflektorischen Bewertungen beim 

Meerschweinchen. 
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4.2 Folgen der kongenitalen Toxoplasmose auf das sich entwickelnde Meerschweinchen-

gehirn 

Nachdem das Meerschweinchen als Tierversuchsmodell für die humane kongenitale Toxoplasmose 

etabliert worden ist, konnte es für weitere Untersuchungen verwendet werden. Im Fokus stand 

insbesondere, welche Auswirkungen der Parasit auf das sich entwickelnde Nervensystem, insbesondere 

den Neokortex hat. Hierfür wurde anhand der in PUBLIKATION 1 gewonnenen Daten ein geeigneter 

Infektionszeitpunkt ausgewählt. Tiere, die im ersten Trimester, d. h. am Trächtigkeitstag 15, infiziert 

wurden, lieferten keine auswertbaren Ergebnisse, weil die Embryonen abstarben oder resorbiert wurden. 

Somit musste ein späterer Zeitpunkt gewählt werden. In der Mitte der Trächtigkeit, d. h. am 

Trächtigkeitstag 30, konnten mit der qPCR die höchsten Toxoplasma-Gehalte im Gehirn erhoben 

werden. Das ist sicherlich auf die längere Infektionsdauer, während der sich der Parasit replizieren kann, 

zurückzuführen. Allerdings ist dieser Zeitpunkt für eine Untersuchung zum Einfluss der Toxoplasma-

Infektion auf das sich entwickelnde Gehirn zu spät, da die Erreger mindestens 10 Tage von der Infektion 

des Muttertiers bis zum Erreichen des Fötus brauchen (BÉRARD-BADIER et al. 1968). Zu diesem 

Zeitpunkt (Trächtigkeitstag 40) ist ein Großteil der Neurogenese bereits abgeschlossen. Deshalb wurde 

festgelegt, die Tiere am Trächtigkeitstag 23 zu infizieren. Dieser Tag liegt zwischen den oben genannten 

Infektionszeitpunkten und stellt den Beginn des zweiten Trimesters dar. Hier befindet sich die 

Neurogenese des Gehirns noch im Anfangsstadium, sodass der Einfluss der Toxoplasma-Infektion trotz 

der 10-tägigen Inkubationszeit auf die Neurogenese noch untersucht werden kann. Als 

Euthanasiezeitpunkte wurden die Trächtigkeitstage 33, 40 und 48 gewählt. Tag 33 repräsentiert den 

Höhepunkt der Neurogenese, Tag 40 das Ende der Neurogenese und Tag 48 das Gehirn nach Abschluss 

der Neurogenese ab (KALUSA et al. 2021). 

Während des Versuchs haben alle Muttertiere überlebt und es kam zu keinen Komplikationen während 

der Trächtigkeit, wie z. B. Fruchtresorptionen oder Aborte (MANUSKRIPT 3). Dieser Befund stützt die 

in PUBLIKATION 1 gewonnenen Daten, dass sich 100 Oozysten des ME49 Genotyps zur Infektion im 

zweiten Trimester gut eignen. Anschließend wurde der Erfolg der Infektion und die Parasitenbürde der 

Muttertiere an Herz-, Leber- und Milzgewebe sowie bei den Föten an Gehirn-, Herz-, Leber-, Lungen-, 

Milz-, Muskel-, Plazentagewebe und Amnionflüssigkeit mittels qPCR bestimmt. Dabei zeigte keines 

der am Trächtigkeitstag 23 infizierten und 10 Tage nach der Infektion euthanasierten Tiere ein positives 

Resultat in einem der Organe. Bei den Muttertieren dieser Föten konnte hingegen in mindestens einem 

Organ der positive Nachweis auf T. gondii-DNA erbracht werden. Bei den Muttertieren dieser Föten 

konnte hingegen in mindestens einem Organ der positive Nachweis auf T. gondii-DNA erbracht werden. 

Bei den später am Trächtigkeitstag 40 und 48 entnommenen Föten konnte in mindestens einem Organ 

der Parasit nachgewiesen werden. Diese Daten stehen im Einklang mit einer früheren Studie, in der 

trächtigen Meerschweinchen 100 Zysten des 76 K-Stammes oral verabreicht wurden (FLORI et al. 

2003). Somit kann die Infektion als erfolgreich gewertet werden, aber die Infektionszeit von lediglich 

10 Tagen am Trächtigkeit 33 war vermutlich nicht ausreichend, um den Fötus zu infizieren. Diese Föten 

wurden für die Untersuchung damit nicht berücksichtigt. Im Gegensatz zu diesen eigenen Befunden 

fanden BÉRARD-BADIER et al. (1968) bereits ab 10 Tagen p. i. die Parasiten in den Plazenten. Dies 

könnte durch die Verwendung eines Typ I Stammes (RH) erklärt werden, welcher eine höhere Virulenz 

als der in dieser Studie (MANUSKRIPT 3) genutzte Typ II Stamm (ME49) aufweist (SIBLEY und 

BOOTHROYD 1992, HOWE und SIBLEY 1995). Im Gegensatz zu den Ergebnissen in 

PUBLIKATION 1, konnten in MANUSKIRPT 3 keine signifikanten Unterschiede bei den 

Parasitenmengen der intraembryonalen Gewebe zum selben Untersuchungszeitpunkt, aber auch 
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zwischen den Untersuchungszeitpunkten reproduziert werden. Die Vermehrung des Erregers mit einer 

anschließenden Akkumulation in den verschiedenen Organen vollzieht sich über eine längere Zeitdauer, 

sodass in den initialen Studien (PUBLIKATION 1) die Dauer der experimentellen T. gondii-Infektion 

bis zu 51 Tage betrug. In den folgenden Experimenten wurden die beiden Infektionsgruppen im Abstand 

von 8 Tagen untersucht (MANUSKRIPT 3), was wahrscheinlich zu kurz war, um signifikante 

Unterschiede in der Anzahl von T. gondii in den fötalen Geweben und Organen zwischen den beiden 

Gruppen erkennbar werden zu lassen. Immerhin wurden bei der Analyse der Tiere 25 Tage p. i. die 

höchsten medianen T. gondii-Mengen im Gehirn der Föten registriert. Alle untersuchten fötalen Gehirne 

waren unabhängig von der untersuchten Infektionsgruppe ohne Ausnahme positiv für T. gondii. Dies 

bestätigt, dass bei Meerschweinchen ebenso wie bei anderen Säugetieren einschließlich des Menschen 

das Gehirn ein bevorzugtes Wirtsorgan für T. gondii ist (TENTER et al. 2000, FLORI et al. 2003, 

PUSCH et al. 2009, WANG et al. 2011, SULLIVAN und JEFFERS 2012, SCHLÜTER et al. 2014, 

MÜLLER et al. 2017, DARD et al. 2018, SAMOJŁOWICZ et al. 2019). 

Bei den anschließenden Untersuchungen (MANUSKRIPT 3) standen Alterationen durch den Parasiten 

im fötalen Gehirn im Fokus, um mögliche Ursachen für schwerwiegende Folgen der kongenitalen 

Toxoplasmose, wie z. B. die beim Menschen gelegentlich auftretende Mikrozephalie, zu ermitteln. Dazu 

wurde zunächst der regionale Tropismus der Parasiten innerhalb des Gehirns untersucht. Mittels 

Immunfluoreszenzfärbungen konnte festgestellt werden, dass sich alle T. gondii-Tachyzoiten im 

Vorderhirn der Meerschweinchenföten, vor allem in den telencephalen Basalkernen und im Neokortex, 

befanden, was im Einklang mit veröffentlichten Daten steht. So wurde postnatal nach intrauteriner 

Übertragung bei Mäusen und Menschen eine hohe T. gondii-Zystenmenge im Telencephalon, 

einschließlich der Amygdala, des Hippocampus und verschiedener Teile des Palliums wie dem 

entorhinalen, somatosensorischen, motorischen, orbitalen, frontalen Assoziations- und visuellen Kortex, 

berichtet (VYAS et al. 2007, DI CRISTINA et al. 2008, BERENREITEROVÁ et al. 2011). Darüber 

hinaus wurden T. gondii-Tachyzoiten im Plexus choroideus und im lateralen Ventrikel gefunden, was 

ein weiterer Beleg für die Annahme ist, dass T. gondii über den Plexus choroideus und den Liquor in 

das Gehirn gelangen kann (ALVARADO-ESQUIVEL et al. 2015, FIGUEIREDO et al. 2022, ROSS et 

al. 2022). 

T. gondii-Tachyzoiten konnten in der eigenen Studie (MANUSKRIPT 3) bei Meerschweinchen 

intrazellulär u. a. in Astrozyten und Neuronen detektiert werden. Zu einem ähnlichen Ergebnis kamen 

bereits frühere in vitro Studien (HALONEN et al. 1996, FISCHER et al. 1997, MOUVEAUX et al. 

2021). Entsprechende Befunde gab es bislang für Meerschweinchen nicht. Des Weiteren konnte 

erstmals in vivo nachgewiesen werden, dass T. gondii neurale Progenitorzellen infiziert 

(MANUSKRIPT 3). Diese Daten stimmen mit einer in vitro-Studie überein, bei der eine primäre murine 

neurale Progenitorzellen-Kultur verwendet wurde (PIRES et al. 2021). 

Von großer Bedeutung ist die Tatsache, dass neurale Progenitorzellen fast ausschließlich im pränatalen 

Neokortex in hoher Anzahl vorhanden sind und entscheidend für die Entwicklung des Gehirns sind 

(FIETZ et al. 2010, FIETZ und HUTTNER 2011, FLORIO und HUTTNER 2014, DEHAY et al. 2015, 

MOLNÁR et al. 2019, CÁRDENAS und BORRELL 2020, KALUSA et al. 2021, VILLALBA et al. 

2021, VAID und HUTTNER 2022). Als Ergebnis der Infektion zeigte sich, dass die Gesamtzahl der 

basalen Progenitorzellen, einer Subpopulation der neuralen Progenitorzellen, im Neokortex von 

Meerschweinchenföten während der mittleren Neurogenese deutlich reduziert waren. Von diesen Zellen 

ist bekannt, dass sie die Mehrheit der kortikalen Neuronen erzeugen (HAUBENSAK et al. 2004, 
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MIYATA et al. 2004, NOCTOR et al. 2004, HANSEN et al. 2010, FIETZ und HUTTNER 2011, LUI 

et al. 2011, BETIZEAU et al. 2013). 

Insbesondere stellte sich heraus, dass die Verringerung der Anzahl der basalen Progenitorzellen 

hauptsächlich die Pax6+/Tbr2+ -Subtyp-Population betrifft. Ausgehend von der Annahme, dass die 

Aufrechterhaltung der Pax6-Expression in basalen Progenitorzellen mit einer höheren Zellproliferation 

verbunden ist (BETIZEAU et al. 2013, WONG et al. 2015), deuten die Daten darauf hin, dass diese 

proliferativen basalen Progenitorzellen am stärksten von einer T. gondii-Infektion betroffen sind. Da die 

selbsterneuernde und neurogene Zellteilung im Laufe der Zeit zu einer fortschreitenden Anhäufung von 

Neuronen führt, könnte man annehmen, dass sich die Auswirkungen einer verringerten basalen 

Progenitorzellproliferation auf die Anzahl der Neurone in den letzten Phasen der Neurogenese 

manifestieren (FIETZ et al. 2010, FIETZ und HUTTNER 2011, FLORIO und HUTTNER 2014). 

Tatsächlich zeigten die eigenen Daten (MANUSKRIPT 3), dass die Anzahl der Neurone im Neokortex 

von Föten, die am 48. Tag der Trächtigkeit, d. h zum Abschluss der Neurogenese, mit T. gondii 

intrauterin infiziert sind, im Vergleich zu gesunden Kontrolltieren deutlich reduziert ist. Diese Daten 

bestätigen frühere Studien an Kindern, die zeigen, dass eine pränatale Infektion mit T. gondii mit 

Mikrozephalie verbunden ist (CAPOBIANGO et al. 2014, MCAULEY 2014) und bestätigen, dass das 

Meerschweinchenmodell durchaus, zumindest in Teilbereichen, auf die humane Toxoplasmose 

übertragbare Befunde liefern kann. Da die Verringerung der Zahl der Neurone nicht in erster Linie mit 

einem Anstieg des neuronalen Zelltods verbunden ist, ist es sehr wahrscheinlich, dass die Verringerung 

der Zahl der Neurone im Neokortex von Föten, die kongenital mit T. gondii infiziert sind, nicht auf den 

Verlust von Neuronen, sondern auf eine gestörte Neurogenese zurückzuführen ist (MANUSKRIPT 3). 

Dies ist im Einklang mit in vitro-Daten unter Verwendung einer primären murinen neuralen 

Progenitorzellkultur, die zeigten, dass eine Infektion mit dem ME49-Stamm von T. gondii zu einer 

verringerten Proliferation von neuralen Progenitorzellen führt, ohne dass die Apoptose induziert wird 

(PIRES et al. 2021). 

In diesem Zusammenhang ist es interessant festzustellen, dass eine Infektion mit T. gondii nachweislich 

zu einer Dysregulation des Wirtszellzyklus führt, insbesondere zu einer Unterbrechung des 

Wirtszellzyklus vor dem Übergang zur Mitose (BRUNET et al. 2008, MOLESTINA et al. 2008, KIM 

et al. 2016). Darüber hinaus deuten neuere Daten darauf hin, dass T. gondii einen G2/M-

Zellzyklusstillstand auslöst, indem es Chromosomensegregationsfehler, Veränderungen der mitotischen 

Spindel und eine Blockade der Zytokineseprogression in primären Rinderendothelzellen verbreitet 

(VELÁSQUEZ et al. 2019). Daher könnte ein mögliches Szenario sein, dass Veränderungen in der 

Zellzyklusprogression der basalen Progenitorzellen, insbesondere eine Blockierung der Zellteilungsrate, 

dem Rückgang der Neurogenese im Neokortex von T. gondii-infizierten Föten zugrunde liegen.  

4.3 Schlussfolgerungen 

Im Rahmen der vorliegenden Arbeiten ist es gelungen das Meerschweinchen für die kongenitale 

Toxoplasmose, insbesondere für die humane kongenitale Toxoplasmose, als Tiermodell zu etablieren. 

Dabei wurde erstmals der neurologische Untersuchungsgang für das Meerschweinchen evaluiert. Das 

Modell konnte genutzt werden, um neue Erkenntnisse bezüglich der Erregertransmission und 

Pathogenese zu gewinnen. Zusammengenommen tragen die Ergebnisse zum Verständnis der kortikalen 

Fehlbildungen bei, die bei kongenital mit T. gondii infizierten Personen beobachtet werden, und können 

helfen, neue Behandlungen und Bekämpfungsstrategien für kongenitale Toxoplasmose zu finden. 
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Einleitung: Die Toxoplasmose ist eine weltweit häufig auftretende Zoonose. Die Krankheit wird durch 

den einzelligen Parasiten Toxoplasma (T.) gondii ausgelöst. Bei einer primären Infektion während der 

Schwangerschaft ist T. gondii in der Lage, die Plazenta zu überwinden und den Fötus zu infizieren. Dies 

kann zu schweren und fortschreitenden Symptomen im Fötus führen, die u. a. das zentrale 

Nervensystem, insbesondere das Gehirn, betreffen. Bislang steht kein geeignetes Tiermodell für die 

Erforschung der (humanen) kongenitalen Toxoplasmose zur Verfügung. Zudem fehlen detaillierte 

Daten über den Verlauf der Infektion und die spezifischen Wirtszellen im sich entwickelnden Gehirn. 

Ziele der Untersuchungen: Ziel dieses Projekts war es, das Meerschweinchen als Tiermodell für die 

kongenitale Toxoplasmose zu etablieren. Des Weiteren sollte ein neurologischer Untersuchungsgang 

für das Meerschweinchen entwickelt werden. Darüber hinaus stand die Charakterisierung der befallenen 

Wirtszellpopulationen und die Veränderungen im fötalen und neonatalen Gehirn des Meerschweinchens 

nach vertikaler Übertragung von T. gondii im Mittelpunkt. 

Tiere, Material und Methoden: Terminiert verpaarte Meerschweinchen (n=27) wurden am 15., 30., 

oder 48.Trächtigkeitstag oral mit 10, 100 oder 500 T. gondii-Oozysten (Stamm ME49) infiziert. 3 Tiere 

blieben als Kontrollgruppe uninfiziert. Die Nachkommen wurden unmittelbar post partum euthanasiert 

und seziert. Die Parasitenbelastung in den neonatalen Organen, einschließlich des Gehirns, wurde 

mittels qPCR bestimmt. Qualitative und quantitative Veränderungen im neonatalen Gehirn wurden 

durch eine pathohistologische Untersuchung beurteilt. 

Im Folgeversuch wurden terminiert verpaarte Meerschweinchen (n=18) am Trächtigkeitstag 33, 40 oder 

48 euthanasiert und deren Föten entnommen. Die Hälfte der Tiere wurde zuvor am Trächtigkeitstag 23 

mit 100 T. gondii-Oozysten infiziert. Die Parasitenbelastung in den Organen der Nachkommen wurde 

mittels qPCR bestimmt. Neurale Stammzellen und Neurone wurden im Gehirn der Föten durch 

immunhistologische Färbungen unter Verwendung spezifischer Antikörper (Pax6, Tbr2, Hu C/D) und 

der konfokalen Laserscanningmikroskopie visualisiert. Anschließend wurde ihre Anzahl mittels Imaris 

Software und Graphpad Prism in den Föten infizierter und nicht-infizierter Muttertiere quantifiziert und 

verglichen. Daten zum Zelltropismus wurden durch immunhistologische Färbungen mittels Antikörper 
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gegen Toxoplasmen (SAG1) und verschiedene Gehirnzellen (Nestin, Neurofilament, Hu C/D, GFAP, 

Iba1) und darauffolgende konfokaler Laserscanningmikroskopie gewonnen.  

Für die Etablierung und Validierung eines neurologischen Untersuchungsganges wurden die 

Meerschweinchen (n=25) auf Basis des neurologischen Untersuchungsganges für Hunde von 2 

erfahrenen Neurologen untersucht. 

Die statistische Analyse wurde mit der Software Graphpad Prism 9.0.0 und 9.4.1 durchgeführt (Test auf 

Normalverteilung: Anderson-Darling Test und D'Agostino&Pearson Test; für den Vergleich von zwei 

Gruppen: normalverteilt: einseitiger T-Test, nicht normalverteilt: Mann-Whitney Test; für den Vergeich 

von mehr als 2 Gruppen: normalverteilt: einfache Varianzanalyse gefolgt von Tukey’s post hoc-Test, 

nicht normalverteilt: Kruskal-Wallis test gefolgt von Dunn's post hoc-Test). 

Ergebnisse: Insbesondere die mit 500 Oozysten infizierten Muttertiere zeigten verkürzte 

Überlebenszeiten und erzeugten keinen einzigen lebenden Nachkommen. Bei den mit 10 und 100 

Oozysten infizierten Tieren wurden Lebendgeburten, Totgeburten, Aborte und Fruchtresorptionen 

(jeweils 11 – 49%) beobachtet. Auffallend war, dass insbesondere die im ersten Trimester der 

Trächtigkeit infizierten Tiere hohe Raten (75%) von Fruchtresorptionen hatten, was dem Krankheitsbild 

des Menschen ähnelt. 

Im fötalen Gehirn konnte ein Zelltropismus von T. gondii in neuronalen Stammzellen, Neuronen und 

Astroglia nachgewiesen werden. Zudem führte die T. gondii-Infektion zu einer signifikant reduzierten 

Anzahl neuronaler Stammzellen (P < 0,05) und Neurone (P < 0,05), bei nicht vermehrter Anzahl von 

Nekrosen und Apoptosen (P > 0,05). 

Bei der neurologischen Untersuchung hatten insbesondere die Hands-Off-Untersuchungen die beste 

Reproduzierbarkeit der Ergebnisse. Hingegen zeigten die propriozeptiven Tests an den 

Beckengliedmaßen, die Drohungsreaktion, der vertikale okulozephale Reflex und die 

Unterkiefersensibilität keine konsistente Reaktion (Kooperationsraten 0% – 100%). 

Schlussfolgerungen: Es konnte ein neurologischer Untersuchungsgang für das Meerschweinchen 

etabliert werden. Zudem zeigen die Ergebnisse, dass T. gondii bei Meerschweinchen vertikal übertragen 

wird und das Gehirn der Nachkommen infiziert, was die Eignung zur Untersuchung der kongenitalen 

Toxoplasmose belegt. Damit steht nun ein geeignetes Nagermodell zur Untersuchung der humanen 

kongenitalen Toxoplasmose zur Verfügung. Dies eröffnet neue Möglichkeiten für experimentelle 

Studien zur Pathogenese der Toxoplasmose im sich entwickelnden Gehirn bei Mensch und Tier. Es 

konnte ein klarer Zelltropismus von T. gondii gezeigt werden. Die beobachtete Verringerung der 

Neuronenanzahl konnte auf eine verminderten Bildung durch den Befall von neuronalen Stammzellen 

zurückgeführt werden. Darüber hinaus tragen unsere Ergebnisse wesentlich zum Verständnis der 

kortikalen Fehlbildungen bei, die bei kongenital mit T. gondii infizierten Personen beobachtet werden 

und helfen dabei, neue Behandlungen und Lösungen für kongenitale Toxoplasmose zu entwickeln.
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Introduction: Toxoplasmosis is a worldwide occurring zoonosis. The disease is caused by the 

unicellular parasite Toxoplasma (T.) gondii. In primary infection during pregnancy, T. gondii is able to 

cross the placenta and infects the fetus. This can lead to severe and progressive symptoms in the fetus, 

including those affecting the central nervous system, especially the brain. To date, no suitable animal 

model is available for the study of (human) congenital toxoplasmosis. In addition, detailed data on the 

course of infection and the specific host cells in the developing brain are lacking. 

Objectives: The aim of this project was to establish the guinea pig as an animal model for congenital 

toxoplasmosis. Furthermore, a neurological examination procedure for the guinea pig should be 

developed. In addition, the focus was on the characterization of the affected host cell populations and 

the changes in the fetal and neonatal brain of the guinea pig after vertical transmission of T. gondii. 

Animals, Material and Methods: Terminally mated guinea pigs (n=27) were orally infected with 10, 

100, or 500 T. gondii oocysts (strain ME49) on gestation day 15, 30, or 48. 3 animals remained 

uninfected as a control group. The offspring were euthanized and necropsied immediately post partum. 

Parasite loads in neonatal organs, including brain, were determined by qPCR. Qualitative and 

quantitative changes in the neonatal brain were assessed by pathohistological examination. 

In the follow-up experiment, terminally mated guinea pigs (n=18) were euthanized on gestation day 33, 

40, or 48, and their fetuses were collected. Half of the animals were previously infected with 100 

T. gondii oocysts on gestation day 23. Parasite loads in offspring organs were determined by qPCR. 

Neural stem cells and neurons were visualized in the brain of the fetuses by immunohistological staining 

using specific antibodies (Pax6, Tbr2, Hu C/D) and confocal laser scanning microscopy. Subsequently, 

their numbers were quantified and compared using Imaris software and Graphpad Prism in the fetuses 

of infected and uninfected dams. Cell tropism data were obtained by immunohistochemical staining 

using antibodies against Toxoplasma (SAG1) and various brain cells (nestin, neurofilament, Hu C/D, 

GFAP, Iba1) followed by confocal laser scanning microscopy.  

For the establishment and validation of a neurological examination protocol, guinea pigs (n=25) were 

examined based on the neurological examination protocol for dogs by 2 experienced neurologists. 

Statistical analysis was performed using Graphpad Prism 9.0.0 and 9.4.1 software (test for normal 

distribution: Anderson-Darling test and D'Agostino&Pearson test; for comparison of two groups: 
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normally distributed: one-sided T test, not normally distributed: Mann-Whitney test; for comparison of 

more than 2 groups: normally distributed: simple analysis of variance followed by Tukey's post hoc test, 

not normally distributed: Kruskal-Wallis test followed by Dunn's post hoc test). 

Results: In particular, dams infected with 500 oocysts showed shortened survival times and did not 

produce a single living offspring. Animals infected with 10 and 100 oocysts showed live births, 

stillbirths, abortions, and fetal resorptions (11 to 49% each). Strikingly, animals infected in the first 

trimester of gestation in particular had high rates (75%) of fetal resorptions, resembling the clinical 

picture in humans. 

In the fetal brain, cell tropism of T. gondii was detected in neural stem cells, neurons, and astroglia. In 

addition, T. gondii infection resulted in significantly reduced numbers of neural stem cells (P < 0.05) 

and neurons (P < 0.05), with no increased number of necroses and apoptoses (P > 0.05). 

In neurologic examination, hands-off examinations in particular had the best reproducibility of results. 

In contrast, proprioceptive testing in the pelvic limbs and menace response, vertical oculocephalic reflex, 

and mandibular sensitivity did not show a consistent response (cooperation rates 0% to 100%). 

Conclusions: A neurological examination protocol for the guinea pig was established. In addition, the 

results show that T. gondii is transmitted vertically in guinea pigs and infects the brain of the offspring, 

demonstrating its suitability for the study of congenital toxoplasmosis. Thus, a suitable rodent model is 

now available for the study of human congenital toxoplasmosis. This opens new possibilities for 

experimental studies on the pathogenesis of toxoplasmosis in the developing brain in humans and 

animals. Distinct cell tropism of T. gondii was demonstrated. The observed reduction in neuron number 

could be attributed to decreased formation due to neural stem cell infection. Furthermore, our results 

contribute significantly to the understanding of the cortical malformations observed in individuals 

congenitally infected with T. gondii and help to develop new treatments and solutions for congenital 

toxoplasmosis. 
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