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1 EINLEITUNG

1.1 Fragestellung & Ziel

Generell wird Filarien und Trypanosomen eher eine geringe Pathogenitit bei Drosselartigen
(Turdidae) zugesprochen (Cooper et al., 2002). Dennoch sind nicht nur einzelne Tiere, sondern
oft ganze Populationen von diesen Parasiten betroffen. Avidre Trypanosomen sind, obwohl sie
mit Ausnahme der Polargebiete weltweit vorkommen, eine eher weniger bekannte Gruppe.
Bisher wurden 100 verschiedene Arten beschrieben (Baker, 1976; Podlipaev, 1990; Sehgal et
al., 2001). Im Gegensatz zu den Trypanosomen, die vor allem Saugetiere als ihre Wirte nutzen,
sind die Trypanosomen die Vogel als Wirte verwenden in den meisten Féllen harmlos und
Schaden ihren Wirten nicht (Macfie and Thomson, 1929; Baker, 1976). Es gibt jedoch auch
Beweise, dass sich Blutparasiten nachteilig auf die Gesundheit und das Wohlbefinden der Tiere
auswirken konnen. Je nach Parasiten konnen die Tiere verschiedenste Symptome zeigen. Unter
anderem zeigen betroffene Vogel Symptome wie Anorexie, Apathie, Andmie, Gewichtsverlust
sowie verringerte Flugkraft und -geschwindigkeit (Valkilnas 2005). Nach Besiedelung der
Gelenke mit Filarien treten Lahmheiten mit fluktuierenden Schwellungen auf und nach
chronischem Verlauf konnen auch Arthrosen auftreten. Im Bereich der Augen kann es durch
Filarien zu Trianenabflussstorungen, Konjunktivitis oder Iridozyklitis kommen (Kaleta et al.,

2011).

Durch die Verinderung der klimatischen Bedingungen in Osterreich kommt es auch immer
hdufiger zur Verbreitung von neuen Vektoren und dadurch auch von Parasiten, in vorher fiir
diese Parasiten nicht typischen Regionen (Atkinson et al., 2008). AuBerdem trigt auch der
steigende Personenverkehr stark zur Ausbreitung von Parasiten bei (Atkinson et al., 2008,
Cooper et al., 2002).

Heimvogel konnen im Unterschied zu Wildvogeln, zumindest teilweise, geschiitzt werden
(Bush 1990). Einige der Krankheitserreger, die von Vektoren wie Stechmiicken iibertragen
werden (z.B. das West-Nil Virus) und vorwiegend Vigel betreffen sind auch fiir den Menschen
pathogen. Daher ist es wichtig, einen Uberblick iiber die derzeitige Lage an von Vektoren
iibertragenen Parasiten in Osterreich zu erhalten (Simon et al., 2012).

Im Zuge dieser Diplomarbeit wurden Trypanosomen und Filarien in Turdiden aus Osterreich

bearbeitet, um mehr iiber die parasitire Fauna in den unterschiedlichen Drosselarten zu



erfahren. Hierfiir wurden DNA-Proben von Amseln, Wacholderdrosseln und Singdrosseln auf
Trypanosomen und Filarien, sowie Blutausstriche auf das Vorhandensein der Erreger

untersucht.



2 MATERIAL & METHODIK - ALLGEMEIN

2.1 PCR

2.1.1 Konventionelle PCR

Die Polymerase Kettenreaktion (PCR = ,,Polymerase Chain Reaction®) ist eine der wichtigsten
Methoden der modernen Molekularbiologie. Sie wird verwendet, um in vitro vorher genau
definierte Teile eines DNA-Stranges zu vervielfiltigen. Die Produkte vorheriger Zyklen dienen
als Ausgangsstoffe fiir die ndchsten Zyklen, daher der Begriff Kettenreaktion. Durch diese
Kettenreaktion ist eine exponentielle Vervielfaltigung mdglich. In der Praxis wird die PCR zum
Beispiel fiir die Erkennung von Erbkrankheiten oder Virusinfektionen verwendet.

Benotigt werden fiir die PCR spezifische Primer, 4 Nukleotide (ANTP: Adenin, Cytosin, Guanin
und Thymin), ein Puffer und eine DNA Polymerase. Die Primer sind kurze Oligonukleotide,
welche den zu amplifizierenden DNA Abschnitt flankieren. AuBerdem wird noch Wasser
bendtigt. All diese Bestandteile werden nach einem standarisierten Protokoll verarbeitet. Es
wird eine Master-Mix Losung erstellt und diese wird dann den zu untersuchenden DNA Proben
hinzugefiigt.

Der gesamte PCR Prozess besteht aus etwa 20-50 Zyklen, die in einem Thermocycler
durchgefiihrt werden. Jeder Zyklus besteht aus drei Schritten: Denaturierung,
Primerhybridisierung und Elongation. Bei der Denaturierung (=Schmelzen) wird die
doppelstrangige DNA auf 94-96 °C erhitzt, um die Stringe voneinander zu trennen. Die
Wasserstoffbriickenbindungen, die die Stringe zusammenhalten werden aufgebrochen. Im
ersten Zyklus dauert die Denaturierung meistens ldnger, um sicherzustellen, dass sich die
Ausgangs DNA und die Primer vollstindig voneinander trennen. Anschliefend erfolgt die
Primerhybridisierung (Annealing). Dieser Prozess dauert etwa 30 Sekunden. Hier lagern sich
die jeweiligen Primer bei der fiir sie spezifischen Temperatur an die DNA an. Diese Temperatur
liegt in etwa 5-10 °C unter deren Schmelzpunkt.

Danach findet die Elongation statt. Bei der Elongation werden die fehlenden Strange mit freien
Nukleotiden aufgefiillt. Sie beginnt am 3 "Ende des Forward Primers und folgt dem DNA Strang
in Richtung des 5"Endes. Der Vorgang verhilt sich genau umgekehrt an der Bindungsstelle des
Reverse Primers, d.h. die DNA Stringe werden in der Richtung 5 - 3'mit Nukleotiden
aufgefiillt. Die Temperatur hingt vom Arbeitsoptimum der verwendeten DNA Polymerase ab

(68-72 °C).



Nach Abschluss des letzten Zyklus findet eine finale Elongation statt.

Vor allem in den spéteren Zyklen hdufen sich kurze Fragmente an und kdnnen dann durch
Fehlpaarung der Primer auch zu falschen PCR Produkten werden. Daher durchlduft die PCR
meist nicht mehr als 40 Zyklen.

Ein PCR Produkt kann anschlieBend durch die Gelelektrophorese anhand seiner Grof3e

identifiziert werden. Unter 2.2 Gelelektrophorese wird dieser Prozess genauer erliutert.

2.1.2 Nested PCR

Eine Nested PCR eignet sich sehr gut, wenn nur geringe Mengen an der zu amplifizierenden
DNA vorhanden ist, zum Beispiel bei Trypanosomen im Blut. Es ist eine Sonderform der
konventionellen PCR und wird auch als verschachtelte PCR bezeichnet. Hierbei werden zwei
PCRs hintereinander ausgefiihrt. Zunédchst wird eine konventionelle PCR durchgefiihrt. Das
dadurch erhaltene Produkt dient dann beim zweiten Durchgang als Matrize. An dieser Matrize
bindet dann das Primerpaar der zweiten PCR. Unspezifische Produkte konnen bei dieser Taktik
nicht amplifiziert werden, was ein gro3er Vorteil der Nested PCR ist. Man hat dadurch eine

sehr hohe Spezifitit.

2.2 Gelelektrophorese

Hierbei wird die DNA in ein vorher vorbereitetes Agarosegel eingebracht. AnschlieBend wird
das Gel einem elektrischen Gleichstromfeld ausgesetzt. Dadurch bewegen sich die kleineren,
negativ geladenen DNA Fragmente schneller als die groferen, negativ geladenen Fragmente
auf den Pluspol zu. Je weniger Basenpaare das Produkt enthdlt umso schneller bewegt es sich
im Feld. Alle Produkte mit gleicher Ladung sammeln sich auf einem Punkt und eine Bande
wird sichtbar.

Zusitzlich zu den DNA Produkten wird auf jedem Gel auch die Positiv und Negativ Kontrolle
aufgetragen und eine DNA Leiter (Ladder). Diese DNA Leiter enthidlt Fragmente bekannter

GroBe und da sie parallel zu den Proben mitlauft kann dann ein Vergleich gemacht werden.



3 TURDIDAE

Die Drosseln (Turdidae) gehdren der Ordnung der Sperlingsvogel (Passeriformes) an und
beinhalten rund 175 verschiedenen Arten (Slotta-Bachmayr und Winding, 1994). Drosseln
leben sowohl auf Biaumen als auch am Boden. Zu ihrer Hauptnahrungsquelle zdhlen meist
Wirbellose wie Wiirmer, Arthropoden (z.B. Stechmiicken) oder Schnecken. Zudem fressen die
Drosseln auch Beeren. Deren Samen werden unverdaut ausgeschieden und so werden diese

Pflanzen verbreitet (Zoochorie) (Winkler et al., 2014).

Die wichtigsten drei Arten der Turdidae in Mitteleuropa, sowie in Bezug auf diese Arbeit,
waren Turdus merula (Amsel), Turdus pilaris (Wacholderdrossel) sowie Turdus philomelos

(Singdrossel).

3.1 Amsel — Turdus merula

Die Amsel, auch Schwarzdrossel genannt, zdhlt zu den am weitesten verbreiteten Vertretern
der Familie der Turdidae (Wysocki, 2002). In Europa briitet die Amsel nahezu flichendeckend,
nur nicht im hohen Norden und im duBlersten Siidosten (Winkler et al., 2014). Dariiber hinaus
kommt sie in Teilen Nordafrikas und Asiens vor (Sehgal et al., 2001). In Mitteleuropa verlésst
ein Teil der Vogel im Winter das Brutgebiet und zieht nach Stideuropa oder Nordafrika (Slotta-
Bachmayr und Winding, 1994). Die Amsel ist sowohl in Wéldern, als auch in Parks und Gérten
und sogar in Stadtzentren zu finden (Winkler et al., 2014). Thre Hauptnahrungsquelle suchen
sie am Boden, vor allem fressen sie Regenwiirmer oder Kéfer. Je nach Verfligbarkeit steigt aber
auch der Anteil an Beeren und Friichten (Graczyk, 1961). Die meiste Zeit verbringen die Tiere
also am bzw. in der Ndhe des Bodens. Im Gegensatz zu den Singdrosseln, die mit ihren ldngeren
und spitzeren Fliigeln bessere Streckenflieger sind, sind Amseln aufgrund der ausgeprégten
Spaltfliigel wendiger (Winkler et al., 2014).

Bei den Amseln gibt es Teilzieher, Zugvogel und Standvdgel. Je nach Gegend verhalten sich
die Tiere unterschiedlich. Die Zahl der wegziehenden Tiere liegt in Mitteleuropa nur bei 25 %.
Erste Zugbewegungen sind ab Juli erkennbar (Winkler et al., 2014). Hauptdurchzug findet im
September bis Mitte Oktober statt. Die heimziehenden Amseln treffen in Mitteleuropa
zwischen Mitte Februar und Mitte April ein (Wysocki, 2002).


https://de.wikipedia.org/wiki/Wirbellose
https://de.wikipedia.org/wiki/W%C3%BCrmer
https://de.wikipedia.org/wiki/Arthropoden
https://de.wikipedia.org/wiki/Schnecken
https://de.wikipedia.org/wiki/Beere
https://de.wikipedia.org/wiki/Pflanzensamen
https://de.wikipedia.org/wiki/Zoochorie

3.2 Wacholderdrossel — Turdus pilaris

Die urspriinglich in der Taiga Mittel- und Westsibiriens briitende Wacholderdrossel breitet ihr
Verbreitungsgebiet immer weiter aus und ist mittlerweile auch schon nordlich der Alpen
beschrieben (Slotta-Bachmayr und Winding, 1994). Die Wacholderdrossel ist ein Brut-,
Sommer- oder Jahresvogel sowie hiufiger Durchziigler und in vielen Regionen Europas sogar
Wintergast. Wéhrend der Brutzeit nutzt die Drossel halboffene Landschaft an Waldrdandern oder
Gebiischgruppen mit angrenzendem Griinland und Ackern fiir die Nahrungssuche. AuBerhalb
der Brutzeit werden vor allem Griinflachen besiedelt, im Herbst und Winter auch Areale mit
Beeren und Fallobst (Winkler et al., 2014). Hauptnahrungsquelle der Wacholderdrossel sind
Regenwiirmer sowie Wirbellose, aber auch Beeren und Obst (Slotta-Bachmayr und Winding,
1994). In Nord- und Mitteleuropa wandert die Drossel je nach Futterangebot unterschiedlich
weit, sie wird dadurch auch als Kurzstreckenzieher bezeichnet (Wysocki, 2002).

Mit der Eiablage beginnen die Vogel je nach Wetterlage ab Ende Mérz bis Mitte April. Die
Hauptbrutperiode ist mit Mitte Juli meist abgeschlossen. Ab September setzt der Herbst-Abzug
ein und im November kehren die Wintergéste ein (Wysocki, 2002). Das Wintergebiet erstreckt
sich iiber Portugal und Spanien, Island, GroBbritannien, der Nordseekiiste, dem europdischen
Mittelmeerraum bis nach Kleinasien, Israel und Agypten (Winkler et al., 2014). Im Friihling
beginnt ab Anfang Mirz die mittlere Erstankunft in Osterreich (Slotta-Bachmayr und Winding,
1994).

3.3 Singdrossel — Turdus philomelos

Die Singdrossel tragt ihren Namen zu Recht, da sie zu den besten Sdngern der einheimischen
Singvogel gehort (Okulewicz, 1979). Sie zihlt zu den Brut-, Sommer- oder Jahresvogeln sowie
zu den Durchziiglern. In wintermilden Gegenden bleibt sie auch oft als Wintergast (Winkler et
al., 2014). Im Westen und Siidwesten Europas ist die Singdrossel als Standvogel bis
Kurzstreckenzieher vertreten (Slotta-Bachmayr und Winding, 1994).

In Mitteleuropa briitet sie vom Tiefland in Wéldern und Parks, bis hin zur Waldgrenze in
geschlossenen Nadelwiéldern. In baumfreien Gebieten ist die Singdrossel nicht vertreten.

Mit der Eiablage beginnt die Drossel ab Mitte April. Danach ab Mitte August setzt der Herbst-
Abzug nach Westen bis Siidwesten ein. Hauptdurchzugszeit ist in Mitteleuropa von Mitte
September bis Mitte Oktober. Der Heimzug nach Osterreich beginnt ab Februar, wobei Anfang

Mirz die ersten Tiere ankommen (Winkler et al., 2014). Viele der in Osterreich beringten



Singdrosseln wurden als Totfund gemeldet, daher ist die genaue Lage der Winterquartiere der
Tiere noch nicht geklart (Schmidt et al., 2014).

Die Hauptnahrungsquelle der Singdrosseln sind Wiirmer, Schnecken, Insekten, Samen, Friichte
und Beeren. Letztere Beiden werden von den Tieren eher im Herbst und Winter aufgenommen
(Okulewicz, 1979). Sie suchen sich ihr Futter am Boden. Die Vogel haben bestimmte Plitze
(Drosselschmiede genannt), an denen sie z.B. Schneckenhduser auf Steinen zerkleinern, um

diese dann problemlos zu verspeisen (Slotta-Bachmayr und Winding, 1994).



4 VEKTOREN

Da sowohl Trypanosomatidae als auch Filarien von Vektoren {ibertragen werden und bei den
meisten dieser Vertreter bei Turdiden der Vektor nicht bekannt ist, wird in Folge nur auf eine

Gruppe von potentiellen Vektoren eingegangen.

4.1 Stechmiicken — Allgemeines & Lebenszyklus

Stechmiicken (Culicidae) sind eine Familie von Insekten, die zur Ordnung der Zweifliigler
(Diptera) gehoren (Niewiadomska und Pojmanska, 2004). Weltweit gibt es mehr als 3000
Stechmiickenarten (Schoener et al., 2018).

Erwachsene Stechmiicken sind je nach Art und Erndhrung unterschiedlich groB, selten grofer
als 15 mm (Zittra, 2013). Thre Fliigel sind hiutig, teilweise beschuppt. Sie wiegen etwa 2 bis
2,5 mg.

Die Minnchen sind kleiner als die Weibchen, man erkennt sie vor allem an ihren buschigeren
Fiihlern (Mohrig, 1969). Stechmiicken kénnen mit einer Geschwindigkeit von 1,5 — 2,5 km/h
fliegen. Die Flughohe ist abhdngig von der jeweiligen Miickenart, der Hohe des
Aufenthaltsortes liber dem Meeresspiegel, vom Wetter, vom Luftdruck, der Temperatur und
den Lichtverhéltnissen. Bei warmem, windstillem Wetter mit leichter Bewdlkung ohne starke,
direkte Sonneneinstrahlung sind die Stechmiicken am aktivsten (Zittra, 2013).

Mit Hilfe spezialisierter Mundwerkzeuge, dem stechend-saugenden Riissel, konnen weibliche
Stechmiicken die Haut ihrer Wirte durchstechen und so Blut saugen. Die weiblichen Tiere
bendtigen die mit der Blutmahlzeit aufgenommenen Proteine fiir die Produktion der Eier.
Ansonsten erndhren sich weibliche, als auch maéannliche Tiere, von Nektar und anderen
zuckerhaltigen Pflanzensiften (Mohrig, 1969). Unterschiedliche Stechmiickenarten kdnnen auf
verschiedene Wirte oder Wirtsgruppen spezialisiert sein. Ornithophile Arten saugen
vorzugsweise Blut an Vogeln, anthropophile an Menschen und mammalophile an anderen
Sdugetierarten (Becker et al., 2010).

In einer Studie wurde bewiesen, dass Stechmiicken dank ihrer geringen Masse Kollisionen mit
Regentropfen liberstehen. Dabei verkraften sie Beschleunigungen zwischen 100 und 300 g, die
hochste Beschleunigung im Tierreich (Dickerson et al., 2012).

Die Paarung erfolgt bei bestimmten Arten (wie z.B. bei Cx. pipiens biotype pipiens) in so
genannten Paarungsschwirmen, meist zur Ddmmerung. Die Schwirme bestehen zum grof3ten

Teil aus Méannchen, sich ndhernde Weibchen fliegen in den Schwarm hinein und werden so



begattet. Dabei orientieren sich die Méannchen am Summton der Weibchen, den sie mit
speziellen Hororganen an der Basis ihrer buschigen Antennen wahrnehmen (Zittra, 2013).

Das Leben einer Stechmiicke gliedert sich in verschiedene Stadien: Ei, Larve, Puppe und
Imago. Wie alle Zweifliigler unterlaufen Stechmiicken eine komplette Metamorphose.
Nachdem die Larven aus den Eiern geschliipft sind durchlaufen sie vier Stadien (L1-L4). Nach
der letzten Hautung werden sie zur Puppe, aus der dann die adulte Stechmiicke (Imago) schliipft

(Peus, 2003). Der genaue Ablauf kann auch in der Abbildung 1 nachvollzogen werden.

Fé Females require blood ———_:5 ‘t\
»

meal lo develop eggs

Pupa

P = N :
3 “’Sii Male N
Fourth Larval stage
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L 3 each larval and pupal stage First LarvaliSiage
B L
\ {
N -
. Third Larval stage
- ( Second Larval Stagel
E g‘? {‘
b
‘L‘ “s.
-

Abbildung 1 - Lebenszyklus der Stechmiicke (https://www.biogents.com/life-cycle-
mosquitoes/).

Wie bereits erwdhnt bendtigen die meisten weiblichen Stechmiicken zur Eiablage eine
vorangegangene Blutmahlzeit. Zwei bis vier Tage danach werden die Eier (50-500 Stiick)
abgelegt (Mohrig, 1969). Die Eier werden entweder einzeln oder in Biindeln/Eipaketen auf der
Wasseroberfldache abgelegt. Die geschliipften Larven halten sich auf, beziehungsweise knapp
unter, der Wasseroberfldache auf und haben je nach Stechmiickenart unterschiedliche Strategien
um Sauerstoff zu atmen (Peus, 2003). Als Nahrung dienen Algen, Mikroorganismen, Protozoen
oder kleine Teile von anderen Larven und Insekten (Zittra, 2013). Die Puppe ist ebenso
aquatisch, bendtigt aber keine Nahrung und ist relativ resistent gegen Umwelteinfliisse. Es
dauert in etwa zwei Tage bis die komplette Metamorphose abgeschlossen ist. Nach Abschluss
der Metamorphose dauert es noch ca. ein bis eineinhalb Tage bis sich der Metabolismus der

adulten Stechmiicke vollstandig entwickelt hat (Peus, 2003).
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Je nach Art gestaltet sich der Entwicklungszyklus anders. Es hdngt aber auch stark von anderen
Umwelteinfliissen wie Temperatur, Nahrungsangebot und Feuchtigkeit ab. In manchen Fillen
dauert die Entwicklung vom Eistadium zum Imago nur wenige Tage, in anderen mehrere
Wochen, wenn nicht sogar Jahre (Zittra, 2013). Bei optimalen Bedingungen ist die vollstindige

Entwicklung im Durchschnitt in 10-14 Tagen abgeschlossen (Becker et al., 2010).

4.2 Stechmiicken als Krankheitsiibertriger

Durch den Stich konnen mit dem Speichel der Stechmiicke Krankheitserreger wie Viren,
Bakterien oder einzellige und mehrzellige Parasiten iibertragen werden. Diese Erreger wurden
von der Miicke bei einer vorangegangenen Blutmahlzeit aufgenommen. Die Krankheitserreger
vermehren sich in der Stechmiicke und wandern in die Speicheldriisen (Becker et al., 2010).
Die Miicke muss ebenfalls infiziert werden, um den Erreger weiter zu verbreiten. Deshalb kann
nicht jede Miicke jeden Erreger iibertragen (Zittra, 2013). Die Zeitspanne zwischen der
Aufnahme eines Krankheitserregers und der Moglichkeit, ihn weiterzugeben, wird bei
Stechmiicken und anderen Krankheitsvektoren ,,extrinsische Inkubationszeit™ genannt. Sie ist
temperaturabhingig und dauert meistens zwischen 10 und 14 Tagen. Sticht ein infizierter
Vektor also vor Ablauf der extrinsischen Inkubationszeit einen Wirt, kann die Krankheit noch
nicht weitergegeben werden (Becker et al., 2010).

Wie bei allen Vektoren ist potentiell auch eine mechanische Ubertragung durch
Erregeranhaftung (Kontamination) des Stechriissels der Stechmiicke moglich, wenn das Insekt
wihrend der Nahrungsaufnahme bei einem infizierten Wirt gestort wird und alsbald auf einem
anderen, nicht infizierten Wirt weitersaugt (Peus, 2003). In Realitét ist jedoch eine erhebliche
Menge von Erregern fiir eine Infektion erforderlich. Ob diese Mindestmenge nur durch eine
Kontamination des Stechriissels erreicht werden kann ist fraglich (Becker et al., 2010).

Einige der wichtigsten von Stechmiicken {ibertragenen Krankheitserregern sind das West-Nil-
Virus, das hauptsidchlich Vogel und Pferde betrifft, aber auch bei Menschen Fieber auslosen
kann, verschiedene Wurmerkrankungen (Filariose, Dirofilariose), die Vogelmalaria und
humane Malaria (Plasmodien) (Van Dyken et al., 2006). Die humane Malaria wurde in den
1950er bis 1960er Jahren durch das gute Gesundheitssystem hierzulande ausgerottet, einige
hiesige Stechmiicken hitten aber weiterhin das Potential, Malaria bei Menschen zu iibertragen

(Valkilnas, 2005).
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4.3 Stechmiicken in Osterreich

Von den weltweit knapp 3000 Arten Stechmiicken sind in Europa 104 und in Osterreich 51 zu
finden. Die bekanntesten davon sind die Haus- und Uberschwemmungsmiicken.

Durch die globale Erwdrmung kommen aber auch immer mehr gebietsfremde Arten nach
Osterreich, wie zum Beispiel die Japanische Buschmiicke (4dedes japonicus). Diese hat sich im
Osten bereits etabliert und vom silidlichen Burgenland nordwérts bis Niederdsterreich
ausgebreitet. Die Asiatische Tigermiicke (Aedes albopictus) ist vorwiegend in Tirol entlang der
Inntalautobahn auf dem Weg von Italien nach Deutschland zu finden, meistens jedoch nur in
Form von Larven und Eiern. Von ihr gibt es noch keine stabilen Populationen, die in Osterreich
iiberwintern. Bei weiterer Erwarmung konnte sie sich aber auch etablieren (Becker et al., 2010;

Dzika, 2003, Schoener et al., 2018).

4.3.1 Hausmiicken

Zu den Hausmiicken zdhlen vor allem die Culex-Arten. Sie sind typische Kulturfolger, die in
die Héauser der Menschen eindringen und als erwachsene Tiere in deren Wohnbereichen oder
Kellern  iiberwintern. Sie sind  ddmmerungsaktiv. ~ und  benétigen  keine
Uberschwemmungsgebiete zur Eiablage. Thnen reichen dafiir kleinste Wassermengen wie
Wasserlacken, Blumenuntersetzer oder Vogeltranken. Hausmiicken legen mehrmals pro Jahr
thre Eier abhédngig von den vorherrschenden Klimabedingungen ab. Die Weibchen
iiberwintern, wie oben schon kurz erwéhnt, in frostfreien Rdumen wie Kellern, Dachbodden,

Schuppen, Baumritzen oder Erdlochern (Becker et al., 2010; Mohrig, 1969; Zittra, 2013).

4.3.2 Uberschwemmungsmiicken

Zu den Uberschwemmungsarten ziihlen vor allem die Aedes- und Ochlerotatus-Arten. Fiir die
Eiablage benétigen sie trockenliegende Uberschwemmungsgebiete. Die Eier kénnen iiber
mehrere Jahre im feuchten Boden iiberleben. Wenn der Wasserpegel nach dem néchsten
Hochwasser wieder zu sinken beginnt schliipfen sie oft massenhaft. Die
Uberschwemmungsmiicken treten daher vor allem nach Uberflutungen in den Auen auf.

Die Adulten dieser Arten bleiben fiir gewdhnlich in der Nédhe ihrer Brutstitten. Sie sterben
spétestens im Herbst, wenn nicht schon beim ndchsten Wetterumschwung, ab (Becker et al.

2010; Mohrig, 19609; Zittra, 2013).
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S TRYPANOSOMATIDAE

5.1 Allgemein

Trypanosomen zdhlen zu den Protozoen und gehdéren zum Stamm der Euglenozoa (Abb. 2). Sie
wurden erstmals von David Gruby vor mehr als 150 Jahren beschrieben (Gruby, 1843).
Trypanosomen sind einzellige, geiBBeltragende und daher bewegliche Einzeller und kommen
weltweit vor. Sie haben einen schlanken Zellkorper und besitzen eine Geif3el, auch Flagellum
genannt. Aullerdem besitzen sie als eigenstindige Substruktur des Mitochondriums einen
Kinetoplasten, ein Organell, das eine grole Anzahl verketteter DNA Zyklen mit autonomer
Replikation enthélt (Eckert et al., 2012; Gruby, 1843).

Trypanosomen leben parasitir in verschiedensten Wirbeltieren, von Fischen bis hin zu
Saugetieren und auch Reptilien, und werden vorwiegend von Insekten iibertragen. Jede
Trypanosomen Art hat ein begrenztes Spektrum von Zwischenwirten und daher konnen die
jeweiligen Arten nur in Gebieten existieren in denen auch der Zwischenwirt vorkommt. Als
Vektoren und Zwischenwirte kommen unter anderem Raubwanzen, Bremsen, Tsetsefliegen,
Kriebelmiicken, Stechmiicken, Lausfliegen und Flohe vor (Eckert et al., 2012; Svobodova et
al., 2015).

Alle Trypanosomen leben parasitdir und machen einen Wirtswechsel zwischen einem
Wirbeltierwirt und einem Arthropoden durch. Im Vektor findet meist die Vermehrung statt. Sie
vermehren sich durch Langs- und Mehrfachteilung. Im Darmtrakt der Insekten befinden sich in
der Regel die epimastigoten Formen, wéhrend sich im Wirbeltierwirt die trypomastigoten
Formen befinden. Im Endwirt leben die Trypanosomen in Korperfliissigkeiten wie im Blut, in
der Lymphe, in der Herzbeutelfliissigkeit oder auch im Liquor cerebrospinalis (Ecker et al.,
2012; Gruby 1843).

Eine Besonderheit der Trypanosomen ist, dass sie zu einer Antigenvariation fahig sind. Diese
Vorginge sind am besten an den afrikanischen Trypanosomen untersucht. Grund ist der, dass
thre gesamte Zelloberfldche durch ein variables Glykoprotein abgedeckt ist. Dieses Protein
kann leicht abgespalten und durch ein neues ersetzt werden, mit dem der Wirt bisher noch nicht
konfrontiert wurde. Dadurch entziehen sich die Parasiten der sonst effizienten humoralen
Abwehr des Wirtes (Eckert et al., 2012).

Unter dem Begriff Trypanosomase/-ose werden Infektionskrankheiten, die durch
Trypanosomen ausgeldst werden, zusammengefasst. Sie konnen ernsthafte Erkrankungen beim

Menschen, als auch beim Heim- und Nutztier auslosen und werden daher griindlich erforscht.
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Die bedeutendsten Krankheiten beim Menschen sind die Schlafkrankheit und die Chagas
Krankheit. Beim Tier sind die Wichtigsten Nagana, Surra und Dourine (Balakrishnan and
Zumla, 2001; Kirchhoff, 2001; Taylor et al., 2007).

Im Gegensatz zu den Trypanosomen die vor allem Séugetiere als ihre Wirte nutzen sind die
Trypanosomen die Vogel als Wirte verwenden in den meisten Féllen harmlos und Schaden

ihren Wirten nicht (Macfie and Thomson, 1929; Baker, 1976).

Stamm: Euglenozoa

Unterstamm: Kinetoplasta, Klasse: Kinetoplastea

Trypanosomatida Trypanosomatidae Trypanosoma,
Leishmanma

Bodonida Bodonidae Cryptobia,
Ichthyobodo,
Trypanoplasma

Abbildung 2 - Stamm der Euglenozoa

Im Zuge einer Studie in den Jahren 2014-2015 wurde das Auftreten und die Vielfalt von
Trypanosomatiden in Stechmiicken in Osterreich untersucht (Schoener et al., 2018). Es wurden
insgesamt 29.975 Moskitos von 19 Arten gefangen und genauer untersucht. Es waren 298
(17,7 %) positiv auf Trypanosomatiden-DNA. Die Mehrheit der hier nachgewiesenen
Trypanosomen Arten infizieren Sdugetiere (Zidkova et al., 2011).

Die Ubertragung von vielen Trypanosomatiden erfolgt entweder durch den Stich der
blutsaugenden Vektoren, in denen sich Parasiten im vorderen Teil des Verdauungstraktes der
Vektoren oder in den Speicheldriisen der Vektoren (z.B. Trypanosoma brucei in Tsetsefliegen)
befinden, oder durch die Kontamination der Wirtshaut und/oder Bindehaut durch

Vektorfakalien wihrend und nach dem Blutsaugen.

Da die morphologische Differenzierung von Trypanosomen unmdglich ist (Desquesnes &
Davila, 2002), kann man nur mittels molekularer Techniken die verschiedenen Trypanosomen

auf Artniveau identifizieren.



14

5.2 Trypanosomen beim Vogel: Arten, Vektoren, Ubertragungswege

Nach jlingsten molekularphylogenetischen Studien (Votypka et al., 2002, 2004; Hamilton et
al., 2007) bilden Vogel-Trypanosomen verschiedene Kladen, die nach den wichtigsten Arten

benannt sind: Trypanosoma avium, Trypanosoma corvi und Trypanosoma bennetti.

T. avium kommt weltweit auf allen Kontinenten vor, mit Ausnahme der Polargebiete (Baker,
1976; Apanius, 1991; Bennett et al., 1992; Allander and Bennett, 1994).

Manche Vogel sind mehr betroffen als andere. Singvogel und Greifvogel am haufigsten,
wihrend Génse, Enten und Sperlinge eher selten infiziert werden (Kucera, 1983).

Die meisten Beschreibungen von Trypanosoma avium stammen aus den Jahren 1900-1921
(Podlipaev, 1990). Ein Vogel kann verschiedene Trypanosoma-Arten beherbergen (Zidkova et
al., 2011). Avidre Trypanosomen sind eine viel weniger bekannte Gruppe von Trypanosomen,
obwohl bisher beinahe 100 verschiedene Trypanosomenarten beschrieben wurden (Baker,
1976; Podlipaev, 1990; Sehgal et al., 2001).

Generell sind Moskitos weltweit eine der wichtigsten Vektoren von diversen Pathogenen. Im
Vergleich zu anderen blutsaugenden Arthropoden sind Moskitos aber schlechte Vektoren von
Trypanosomen (Votypka et al., 2012). Die Biologie der avidren Trypanosomen (Vektoren,
Lebenszyklen, Wirts- und Vektorspezifitit) ist wenig bekannt, obwohl einige Arten fiir ihren
Wirt pathogen sein konnten (Molyneux et al., 1983).

In einer Studie wurde die experimentelle Ubertragung von aviiren Trypanosomen von
Insektenvektoren auf Vogelwirte (Amseln) mit Eusimulium latipes (Votypka & Svobodova,
2004) und Simulium rugglesi (Desser et al., 1975) erreicht, wihrend die Lausfliege
(Ornithomyia avicularia) Parasiten der Trypanosoma corvi-Klade iibertragen konnte (Baker,
1956; Mungomba et al., 1989).

Obwohl Moskitos mehrfach als Vektoren von Vogeltrypanosomen angesehen wurden (erstmals
1904 von Schaudinn), und mehrere Ubertragungsversuche mit Moskitos und Vogeln
durchgefiihrt wurden (David und Nair, 1955; Bennett, 1961; Chatterjee, 1977), ist die Rolle der
Moskitos bei der Ubertragung von Vogel-Trypanosomen in der Natur noch nicht eindeutig
nachgewiesen (Votypka et al., 2012).

Ein Ubertragungsweg ist die orale Aufnahme infizierter Vektoren. AuBerdem kann es zu einer
Kontamination abgeschiirfter Haut- oder Wirtskonjunktiven kommen. Dies kann durch
Parasiten die in Vektorfdkalien vorhanden sind passieren (Baker, 1956; Mungomba et al., 1989;

Desser et al., 1975; Votypka & Svobodova, 2004).
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Die bei Vogeln vorkommende Spezies Trypanosoma culicavium wurde nur in Moskitos der
Gattung Culex nachgewiesen.

Die Identifizierung von Vogel-Trypanosomen und deren Ubertragungswege erfordert, dass die
in Vektoren gefundenen Trypanosomen mit denen von Wirbeltierwirten verglichen werden
(Votypka et al., 2012). In einer vorherigen Studie (Votypka et al., 2002) werden kleinunterteilte
(SSU) rRNA-Gensequenzen verglichen, um ornithophile Simulidae als wahrscheinliche
Vektoren von Vogel-Trypanosomen nachzuweisen, was spéter experimentell auch bestétigt
wurde (Votypka & Svobodova, 2004). Dariliber hinaus gehorte ein Moskito-Isolat, das als
CUL1 markiert war, zur Gattung 7Trypanosoma, war aber nicht vergleichbar mit 7. avium sensu
stricto, das von Bremsen isoliert wurde (Votypka et al., 2002).

Es wurde also eine neuartige Trypanosomen-Art, Trypanosoma culicavium sp. nov.,

beschrieben (Votypka et al., 2012).

Vogel-Trypanosomen werden also durch verschiedenste Wege und Vektoren iibertragen;
jedoch wird der Vogel durch das bloBe Vorhandensein von Trypanosomen in einem
blutsaugenden Wirbellosen nicht infiziert. Nur wenn sich die Parasiten im Vektor erfolgreich
vermehren kdnnen, kann es zu einer Ubertragung auf Wirbeltierwirte kommen (Votypka et al.,
2012). Dies konnte in einem Versuch mit Bussarden gezeigt werden. Denn trotzdem die
Préavalenz von Trypanosomen in Moskitos im betrachteten Zeitrau bis zu 10 % betrug waren
alle Bussarde negativ auf 7. culicavium (Votypka et al., 2012).

Diese Ergebnisse, zusammen mit Transmissionsexperimenten auf Kanarienvégel sowie der
Isolierung von 7. culicavium ausschlieBlich aus miickenfressenden Passerinen, deuten darauf
hin, dass die Infektion durch einen Stich keine wesentliche Rolle bei der natiirlichen
Ubertragung spielt und dass 7. culicavium in der Tat in erster Linie durch die orale Aufnahme
von infizierten Miicken iibertragen wird (Votypka et al., 2012).

T. culicavium wird vor allem in passerinen Vogeln nachgewiesen und von Stechmiicken der
Gattung Culex ibertragen. 7. avium hingegen besitzt ein weites Wirtsspektrum und kann
mehrere Vogelordnungen und Familien befallen. 7. avium wird vor allem iiber Kriebelmiicken

(Similium spp.) libertragen (Schoener et al. 2018).
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5.3 Trypanosoma culicavium

Ein neuartiges Vogel-Trypanosom, Trypanosoma culicavium sp. nov., wurde anhand von
natiirlich und experimentell infizierten Vektoren und Vogelwirten beschrieben. Trypanosoma
culicavium wurde aus Culex-Miicken isoliert (Votypka et al., 2012).

Diese Studie lieferte die erste umfassende Beschreibung einer Trypanosomenart, die von
Moskitos iibertragen wird. Die Ubertragung von Parasiten auf Vogelwirte erfolgte
ausschlieBlich durch die Aufnahme von experimentell infizierten Culex-Miickenweibchen
durch Kanarienvogel (Serinus canaria) (Votypka et al., 2012).

Transmissionsexperimente und die Identitit von Isolaten aus Halsbandschniappern (Ficedula
albicollis) und Culex-Miicken legen nahe, dass die natiirlichen Wirte von 7. culicavium
insektenfressende Singvogel (Passeriformes) sind. Analysen von kleinunterteilter rRNA und
glykosomalen Glycerinaldehyd-3-phosphat-Dehydrogenase-Gensequenzen zeigten, dass 7.
culicavium sp. nov. mehr mit Trypanosoma corvi verwandt ist als mit anderen avidren
Trypanosomen (z.B. Trypanosoma avium und Trypanosoma bennetti).

Das erste Isolat von Trypanosoma culicavium (Isolat ICUL/CZ/1998/CULI1) wurde 1998 aus
der Stomodalklappe eines Culex pipiens (Culicidae, Diptera) isoliert, das in Siidmdhren
gefangen wurde (Votypka et al., 2012).

Vogel-Trypanosomen werden, wie in dieser Arbeit bereits erwihnt, also durch verschiedenste
Wege und Vektoren iibertragen; jedoch wird der Vogel durch das blo3e Vorhandensein von
Trypanosomen in einem blutsaugenden Wirbellosen nicht unbedingt infiziert. Nur wenn sich
die Parasiten im Vektor erfolgreich ansiedeln kénnen, kann es zu einer Ubertragung auf
Wirbeltierwirte kommen.

Bussarde, die leicht von Culex Miicken gestochen wurden, wurden untersucht und waren alle
negativ auf 7. culicavium, obwohl die Privalenz von Trypanosomen in den Moskitos bis zu 10
% betrug (Votypka et al., 2012).

Diese Ergebnisse, zusammen mit Transmissionsexperimenten auf Kanarienvogel sowie der
Isolierung von 7. culicavium ausschlieBlich aus miickenfressenden Passerinen, deuten darauf
hin, dass die Infektion durch ecinen Stich keine wesentliche Rolle bei der natiirlichen
Ubertragung spielt und dass 7. culicavium in der Tat in erster Linie durch die orale Aufnahme

von infizierten Miicken tibertragen wird (Votypka et al., 2012).
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6 FILARIEN

6.1 Allgemein

Die Filarien zéhlen zu den Nematoden (Fadenwiirmer), die die Familien Filariidae und
Onchocercidae umfassen. Avidre Filarien werden vorwiegend bei Staren (Sturnidae), Drosseln
(Turdidae) und Rabenvdgeln (Corvidae) gefunden. Filarien sind schlanke, fadenformige
Wiirmer mit einem abgerundeten Vorderende. Sie konnen, je nach Art, unterschiedlich lang (2-
50 cm) werden. Die Larvenstadien der Filarien sind viel kleiner und werden als Mikrofilarien
bezeichnet (Simoén et al., 2012; Boch und Supperer, 2000).

Filarien leben in Blut- und Lymphgefaf3en von Wirbeltieren, als auch in Bindegewebsspalten.
Sie sind meist lebendgebédrend und setzen ihre Larven, die Mirkofilarien oder embryonierte Eier
direkt in GefiBle oder Gewebe ab. Diese Mirkofilarien, Erstlarven L1, werden von
blutsaugenden Arthropoden aufgenommen und entwickeln sich dort zu den infektiosen Larven
(L3) weiter. Uber den Speichel werden sie dann auf den Endwirt iibertragen. Die Entwicklung
vom ersten Larvenstadium zur infektiosen Larve erfolgt iiber zwei Hautungen im Zwischenwirt.
Ubertragen werden sie durch blutsaugende Insekten wie Miicken, Bremsen, Zecken oder
Gnitzen (Atkinson et al., 2008; Simodn et al., 2012; Eckert et al., 2012; Zittra, 2015).
Erkrankungen, die auf die Infektion mit Filarien zuriickgehen werden als Filariosen bezeichnet.
Die wichtigsten Erreger beim Menschen und bei Tieren werden in den Tabellen 1 und 2 gezeigt

(Simon et al., 2012).

Tabelle 1 - Krankheitserreger beim Menschen

Erreger Vektor Erkrankung
Wuchereria bancrofti Culiciden lymphatische Filariose
Brugia malayi Culiciden lymphatische Filariose
Brugia timori Culiciden lymphatische Filariose
Loa loa Bremsen Loiasis
Onchocerca volvulus Kriebelmiicken Onchozerkose



https://de.wikipedia.org/wiki/Wuchereria_bancrofti
https://de.wikipedia.org/wiki/Culiciden
https://de.wikipedia.org/wiki/Brugia_malayi
https://de.wikipedia.org/wiki/Culiciden
https://de.wikipedia.org/wiki/Brugia_timori
https://de.wikipedia.org/wiki/Loa_loa
https://de.wikipedia.org/wiki/Onchocerca_volvulus
https://de.wikipedia.org/wiki/Kriebelm%C3%BCcke

Tabelle 2 - Krankheitserreger bei Tieren
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Erreger Vektor Erkrankung Wirte

Dirofilaria immitis Culiciden Herzwurm Hunde, Katzen,
Frettchen,
Fiichse, Kojoten,
Wolfe, Dingos

Dirofilaria repens Culiciden Hautwurm Katzen, Fiichse,
Hunde

Onchocerca tubingensis Gnitzen, Unterhautfilarie Rothirsch

Kriebelmiicken
Parafilaria multipapillosa | Culiciden Unterhautfilarie Pferde

Durch die klimatischen Verdnderungen kommt es zu einer Verdnderung der Parasitenfauna.

Das liegt daran, dass sich die Anwesenheit der Arthropoden, die als Vektoren dienen, verdndern

(Joachim, 2008).

Im Fall der Filarien dienen die Insekten nicht nur als Vektoren, sondern auch als Zwischenwirte.

Durch Moskitos iibertragene Krankheiten zdhlen zu den besonders klimaabhidngigen

Krankheiten. Nicht nur die Stechmiicken zieht es in die wiarmer werdenden Gebiete, auch die

Entwicklung der Mikrofilarien zu infektiosen Larven ist temperaturabhingig. Ferner ist die

Stich- und Saugfrequenz bei hoheren Temperaturen erhoht (Atkinson et al., 2008). Somit ist

eine Ausbreitung nach Norden auch bei den Filarien zu erwarten, wie bereits bei Dirofilaria

repens schon nachweislich geschehen (Simon et al., 2012) (Abb. 3).



https://de.wikipedia.org/wiki/Culiciden
https://de.wikipedia.org/wiki/Dirofilaria_repens
https://de.wikipedia.org/wiki/Culiciden
https://de.wikipedia.org/wiki/Onchocerca_tubingensis
https://de.wikipedia.org/w/index.php?title=Paradfilaria_multipapillosa&action=edit&redlink=1
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Abbildung 3 - D. immitis und D. repens (Simon et al., 2012)

6.2 Filarien beim Vogel

In der Tschechischen Republik wurden Blutproben von mehr als 1.100 Passerineformen von 40
verschiedenen Arten auf das Vorkommen von Mikrofilarien untersucht und das Vorkommen in
den verschiedenen Jahren verglichen. Im Jahr 2005 waren drei von 677 Vigeln mit 31 Arten
(Priavalenz 0,4 %) in der Nachnistzeit mit Mikrofilarien infiziert. Wahrend der Vornistzeit im
Jahr 2007 waren elf von 438 Vogeln von 31 Arten mit Mikrofilarien infiziert (Privalenz 2,5 %)
(Haas et al., 2011). Sowohl die Vor- als auch die Nachnestuntersuchungen wurden am gleichen
Ort im Nordosten der Tschechischen Republik durchgefiihrt. Die Mikrofilarien der Arten
Eufilaria delicata und Ornithofilaria mavis wurden in Turdus merula, Turdus philomelos und
Erithacus rubecula gefunden. Einzelne Vogelindividuen von Poecile montanus waren mit

unbestimmten Mikrofilarien infiziert (Haas et al., 2011).

Des Weiteren wurde im Nordwesten von Polen 2014 eine Studie durchgefiihrt, um die
parasitire Fauna von stidtischen und lindlichen Amselpopulationen zu vergleichen (Rzad et
al., 2014).

Insgesamt wurden 24 Helminthenarten in 98 Amseln gefunden. In der Waldpopulation der
Amsel (23 Arten) wurde ein hoherer Artenreichtum festgestellt als in der stiddtischen Population
(14 Arten). Die meisten parasitologischen Parameter wurden durch den stadtischen Lebensraum
stark reduziert. Aulerdem wurde im Friihjahr ein hoherer Artenreichtum festgestellt (17 Arten)
als im Herbst (14 Arten). Die Helminthen-Fauna der Amsel scheint also ein guter Indikator fiir

die Umweltqualitit zu sein (Rzad et al., 2014). Dass Parasiten ein guter Indikator fiir die
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Umweltqualitét sein konnen, wurde auch schon durch die Erforschung der parasitiren Fauna
von Fischen festgestellt (Dzika, 2003).

Eine vergleichende Studie iiber die Nematodenfauna von Amseln in stadtischen und forstlichen
Lebensrdumen wurde schon von Okulewicz A. (1979) durchgefiihrt. Die stddtische und
landliche Amselpopulation unterscheidet sich in Bezug auf biologische und ethologische
Merkmale, einschlieBlich des Umfangs der saisonalen Migrationen, der Erndhrung und der Art
und Weise der Nahrungsbeschaffung (Rzad et al., 2014).

Wihrend die meisten Amseln aus den ldandlicheren Teilen fiir den Winter wandern, sind die
stadtischen Amseln eher sesshaft, da ihr Drang zur Migration verschwunden ist (Graczyk,
1961). Wie von Bush (1990) festgestellt, ist ein saisonaler Charakter der Umweltqualitét einer
der Faktoren, die eine wichtige Rolle bei der Helminthenverteilung spielen konnen. Dies ist
besonders wichtig bei Zugvogeln, da die Friihjahrs- und Herbstwanderungen die Mdglichkeit
bieten, zahlreiche Parasitenarten zu iibertragen (Niewiadomska und Pojmanska, 2004).
Dariiber hinaus sind auch das Alter und das Geschlecht des Wirtes Faktoren, die hiufig

die Struktur einer Parasitengemeinschaft mitbestimmen. (Bush, 1990). Amseln sind die einzige
Drosselart, die sexuellen Dimorphismus zeigt. Aufgrund dieser Tatsache wurde nur bei ithnen
auf Unterschiede in Korpergrofle und Gewicht von Mannchen und Weibchen geachtet. Die
Ergebnisse sind jedoch dhnlich (Wysocki, 2002). Nur die Weibchen bauen Nester, aber sonst
fiihren beide Geschlechter einen dhnlichen Lebensstil. Es wurden keine Unterschiede zwischen

Weibchen und Minnchen in Bezug auf Filarien festgestellt (Rzad et al., 2014).



21

7 MATERIAL & METHODIK

7.1 Sammeln der Blutproben & DNA Extraktion

An der Veterindrmedizinischen Universitit in Wien wurden diverse Drosseln beprobt. Es waren
Amseln, Singdrosseln und Wacholderdrosseln von denen Daten gesammelt wurden. Die Proben
wurden in der Abteilung fiir Pathobiologie (Institut fiir Pathologie) von toten Vogeln zwischen
2003 und 2007 wihrend eines Projekts gesammelt, das die Prdvalenz des Usutu-Virus in
osterreichischen Singvogeln untersucht (Chvala et al., 2007). Gewebeproben wurden aus
Organen (Gehirn, Leber und Milz) von toten Vogeln entnommen, die bei -80 °C gelagert
wurden.

An der Internen Medizin fiir Kleintiere, Service fiir Végel und Reptilien, wurden 2017 und
2018 Blutproben von lebenden Vogeln entnommen, indem die V. jugularis dextra durchstochen
und heparinisierte Mikrokapillaren verwendet wurden. Ein Tropfen Blut wurde auf Filterpapier
iibertragen, aus denen spéter die Vogel DNA extrahiert wurde.

Die Vogel DNA wurde entweder aus gefrorenem Lebergewebe oder Bluttropfen auf
Filterpapier mit dem DNeasy Blood & Tissue Kit (QIAGEN, Venlo, Niederlande) isoliert. Es
wurde dem Herstellerprotokoll fiir die Isolierung von DNA aus Gewebe gefolgt, jedoch wurden
zwei Eluate von je 100 ul aus derselben Saule hergestellt, das erste mit 8000 U/min, das zweite
mit 13000 U/min. Das zweite Eluat, welches zur Verfiigung gestellt wurde, wurde fiir die PCRs
verwendet. Die DNA-Proben wurden vom Institut fiir Pathologie fiir die Analyse auf

Trypanosomen und Filarien zur Verfiigung gestellt.

7.2 PCR - Trypanosomatidae

7.2.1 Pipettierschema Nest 1 - Trypanosomatidae

Der Nachweis von Trypanosomen wurde mittels Nested-PCR durchgefiihrt, also zwei PCR
Durchginge waren dafiir notwendig. Das Primerpaar fiir das Nest 1 ist in Tab. 3 ersichtlich. Es
wurden Primer verwendet, die an das 18S-Gen binden und so den Nachweis von
Trypanosomatidae ermoglichen (Hamilton et al., 2007).

Es wurden 24 ul Mastermix mit 1 ul Proben DNA versetzt. Die genauen Reagenzien und

Mengenangaben sind in Tab. 4 zu finden. Mit den zu untersuchenden Proben wurde auch immer
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eine Positiv- und eine Negativ-Kontrolle mitverarbeitet. Als Positivkontrolle wurde T.
culicavium und T. avium verwendet. Die Temperaturkurve wurde laut Tab. 5 eingestellt.

Nach dem initialen Auftrennen der DNA Doppelstringe (Denaturierung) folgen die Schritte
Annealing und Elongation. Der gesamte Vorgang wird nach 30 solcher Zyklen mit der finalen
Elongation abgeschlossen. Die Reaktion dauert 2:10 h.

Die erwartete Nest 1 Produktgrof3e fiir Trypanosomen betrdgt ~2000 bp.

Tabelle 3 - Primer zur Verifizierung von Trypanosomatidae Nest 1

Primer Nest 1 Name Sequenz (5°-3")
Forward S762F 5"-GACTTTTGCTTCCTCTA(A/T)TG-3"
Reverse S763R 5"-CATATGCTTGTTTCAAGGAC-3’

Tabelle 4 - Pipettierschema der PCR zur Verifizierung von Trypanosomatidae Nest 1

Reagenzien Menge (ul)
1 Tube 10 Tubes

H20 14,750 147,50
5x green Reaction Buffer 5 50,0
dNTP’s (25mM) 0,2 20,0
TaqPolymerase (GoTaq) 0,2 20,0
Primer Forward (10pmol/ul) 2 20,0
Primer Reverse (10pmol/ul) 2 20,0
Template 1 10x1
Gesamt 25 250

Tabelle 5 - Temperaturprofil der PCR zur Verifizierung von Trypanosomatidae

Phase Dauer (min) Temperatur (°C)
Initiale Denaturierung 5:00 94
Denaturierung 1:00 94
Annealing 1:30 64 30 Zyklen
Elongation 1:30 72
Finale Elongation 5:00 72

Verwellzeit 0 15
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7.2.2 Pipettierschema Nest 2 — Trypanosomatidae

In Tab. 6 findet man das Primerpaar, welches fiir die zweite PCR Reaktion - Nest 2 - verwendet
wurde.

Hierfiir wurden 24 pl Mastermix mit 1 pl des Produktes aus der ersten PCR versetzt. Die
genauen Angaben der Reagenzien und die Mengen dazu sind in der Tab. 7 ersichtlich. Die
Temperaturkurve wurde laut Tab. 8 eingestellt.

Die Reaktion dauert, genau wie bei Nest 1, 2:10 h.

Die erwartete Nest 2 Produktgrof3e fiir Trypanosomen betragt ~2000 bp.

Tabelle 6 - Primer zur Verifizierung von Trypanosomatidae Nest 2

Primer Nest2  Name Sequenz (5°-3")
Forward TRnSSU-F2 5"-GARTCTGCGCATGGCTCATTACATCAGA-3’
Reverse TRnSSU-R2 5"-CRCAGTTTGATGAGCTGCGCCT-3’

Tabelle 7 - Pipettierschema der PCR zur Verifizierung von Trypanosomatidae Nest 2

Reagenzien Menge (ul)
1 Tube 10 Tubes

H20 14,750 147,50
5x green Reaction Buffer 5 50
dNTP’s (25mM) 0,2 20
TaqPolymerase (Go Taq) 0,2 20
Primer Forward (10pmol/ul) 2 20
Primer Reverse (10pmol/ul) 2 20
Template 1 10x1

Gesamt 25 250
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Tabelle 8 - Temperaturprofil der PCR zur Verifizierung von Trypanosomatidae

Phase Dauer (min) Temperatur (°C)
Initiale Denaturierung 5:00 94
Denaturierung 1:00 94
Annealing 1:30 64 30 Zyklen
Elongation 1:30 72
Finale Elongation 5:00 72
Verweilzeit o 15

7.3 PCR Filarioidea

Fiir den Nachweis von Filarien wurden alle Proben mit den Primern COlint und Chand
untersucht. Da die Primer unterschiedliche Filarien binden, ist eine Kombination nétig, um

moglichst viele Filarien abzudecken.

7.3.1 Primerdesign & Pipettierschema - Chand
Der Mastermix wurde laut Tab. 9 erstellt und mit 1 ul DNA versetzt.
Das Temperaturprofil ist in der Tab. 10 ersichtlich.

Die erwartete Produktgrofle betrigt 580 bp.

Tabelle 9 - Pipettierschema der PCR zur Verifizierung von Filarioidea

Reagenzien Menge (ul)
H20 14,675
5x green Buffer 5
dNTP Mix 0,2
Go Taq Polymerase 0,125
Chand FO 2
Chand RO 2
DNA 1

Gesamt 25,00



Tabelle 10 - Temperaturprofil der PCR zur Verifizierung von Filarioidea

25

Phase Dauer (min)
Initiale Denaturierung 2:00
Denaturierung 0:30
Annealing 0:30
Elongation 1:30
Finale Elongation 7:00
Verweilzeit 0

7.3.2 Primerdesign & Pipettierschema — COlint

Temperatur (°C)

94
94
57
72
72
15

Der Mastermix wurde laut Tab. 11 erstellt und mit 2 pl DNA versetzt.

Das Temperaturprofil ist in der Tab. 12 ersichtlich.

Die erwartete Produktgrofle betrigt 668 bp.

Tabelle 11 - Pipettierschema der PCR zur Verifizierung von Filarioidea

Reagenzien Menge (ul)

H,O

5x green Buffer
dNTP Mix

Go Taq Polymerase
COlint_F
COlint R

DNA

Gesamt

14,675
5

0,2
0,125

25,00

39 Zyklen
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Tabelle 12 - Temperaturprofil der PCR zur Verifizierung von Filarioidea

Phase Dauer (min) Temperatur (°C)

Initiale Denaturierung 2:00 94

Denaturierung 0:45 94

Annealing 0:45 51 8xum0,5 ° C fiir

jeden Zyklus

reduziert

Elongation 1:30 72

Finale Elongation 0:45 94

Verweilzeit 0:45 45 25 Zyklen

7.4 Gelelektrophorese

Zur Herstellung des Agarosegels wurden bei beiden Nachweisverfahren 1,8 g des
Polysaccharids Agarose mit 100 ml einfachen TRIS-Borat-EDTA-Buffer (TBE-Buffer) und 35
ml destilliertem Wasser vermischt. Dieses Gemisch wurde dann fiir 10 Minuten in der
Mikrowelle erhitzt. Nach Abkiihlen auf etwa 60°C wurden 4,2 ul Midori Green Advance
(Biozym Scientific GmbH, Deutschland) dazu gegeben. Das fluoreszierende Midori Green ist
notwendig, um spiter die entstethenden DNA Banden auf dem fertigen Gel mittels UV Licht
sichtbar zu machen.

Die Gelkammern wurden mit Probentaschenkdmmen vorbereitet und anschlieBend wurde das
noch fliissige Gel eingegossen. Nach dem Aushidrten des Agarosegels wurde es in eine
Elektrophorese-Kammer tiberfiihrt und mit einem TBE Puffer vollkommen bedeckt.

Jede erste Tasche eines Kammes wurde mit der DNA Leiter (Ladder) bestiickt.

Zur Identifikation von Filarien und von Trypanosomen wurde eine 1000 Basenpaare-Leiter
(Promega Pre Mix) hergestellt. Die restlichen Taschen, bis auf die letzten beiden Taschen eines
Feldes, bzw. eines Kammes, wurden mit den PCR Produkten aufgefiillt. In die letzten beiden
Taschen wurden die Negativ-Kontrolle und die Positiv-Kontrolle hinein pipettiert. Die Positiv-
Kontrolle dient auch dazu, um die korrekte Funktion der PCR zu bestétigen.

Danach wurde die Elektrophorese-Kammer einem 120V Gleichstromfeld ausgesetzt. Zur
Auswertung der Banden wurde ein UV-Lichtscanner (ChemiBIS genXpress®, DNR Bio-
Imaging Systems Ltd, Israel) und die GelCapture Software Version 5.0 (DNR Bio-Imaging
Systems Ltd) verwendet.
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7.5 Sequenzierung

Proben, die nach PCR und Gelelektrophorese positive Banden zeigten, wurden zu LGC

Genomics nach Deutschland zur Sequenzierung geschickt.

7.6 Mikroskopie der Blutausstriche

AuBerdem wurden 35 Blutausstrichproben, welche vorher mittels HE Farbung (Hdmotoxylin-
Eosin Fiarbung) angefarbt wurden, mit dem Mikroskop Nikon Alphaphot-2 YS2-T untersucht.
Anfangs wurde, um sich einen Uberblick zu verschaffen, mit der 100-fachen VergroBerung
maanderformig die gesamten Priparate durchsucht. Bei Besonderheiten oder Auffélligkeiten
wurde dann genauer gepriift, und zwar mit der 200-fachen VergroBerung.

Dabei wurde gezielt auf Filarien und Trypanosomen geachtet.
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8 ERGEBNISSE

Es wurden die Proben von insgesamt 343 Vogeln untersucht. Darunter waren
Wacholderdrosseln (Turdus pilaris) (n = zwet), Singdrosseln (Turdus philomelos) (n = 36), und
Amseln (Turdus merula) (n =305).

Es wurden keine Trypanosomen, sowohl bei den PCRs der DNAProben, als auch bei der
Mirkoskopie der Blutausstriche, in den 343 Vogelproben gefunden. Im Gegensatz dazu wurden
Filarien in insgesamt 39 Vogelproben gefunden. Davon waren 33 Proben von Amseln, wobei
17 Proben positiv mit dem Chand Primer getestet wurden und 13 positiv mit dem COlint Primer.
Drei Amselproben waren sowohl mit dem Chand Primer, als auch mit dem COlint Primer
positiv. AuBBerdem wurden noch Filarien in sechs Proben von Singdrosseln gefunden. Hier
waren wiederrum drei Proben positiv mit dem Chand Primer und drei andere Proben positiv
mit dem COlint Primer. Nun sieht man wiederrum wie wichtig es ist, die Testverfahren zu
kombinieren, um moglichst viele positive Ergebnisse zu erhalten und um mdglichst wenig
Pathogene zu iibersehen.

Eine tabellarische Ubersicht iiber die Ergebnisse ist im Anhang zu finden.

Bei der Mikroskopie wurden nur im Ausstrich einer Singdrossel (AHI652) (n = eins)
Mikrofilarien gefunden. In den Abbildungen werden die bei der Mikroskopie ermittelten
Mikrofilarien gezeigt.
Insgesamt waren also drei der 39 als positiv bewerteten Proben sowohl mit dem Chand Primer,
als auch mit dem COlint Primer positiv. Dies bestitigt wiederrum, dass die Tests auf
unterschiedliche Filarien spezialisiert sind, und zur Diagnose immer mehrere Testverfahren

notwendig sind, um so viele Parasiten wie moglich zu finden.
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W,

Abbildung 4 - 100fach Vergréerung Mikroskop Mikrofilarien
— St _—

Abbildung 5 - 100fach VergréBerung Mikroskop Mikrofilarien

8.1 Blutparasiten

Wie vorher bereits erwdhnt waren von den 343 untersuchten Vogelproben alle in PCR und
Gelelektrophorese negativ auf Trypanosomatidae.

AufBlerdem waren bei der PCR auf Filarien mit dem Chand Primer-Set 23 Vogelproben positiv,
bzw. leicht positiv. Die PCR mit den COlint war bei 19 Proben positiv, bzw. leicht positiv. Drei
der 343 untersuchten Vogelproben waren sowohl beim Chand Primer-Set als auch beim COlint
Primer-Set positiv.

Alle 39 positiv getesteten Proben wurden weiter zur Sequenzanalyse geschickt und durch

Sequenzvergleich auf Artniveau bestimmt.
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Mittels dieser Sequenzanalyse konnten 13 Proben positiv auf Filarien bzw. Nematoden bestétigt
werden. Bei den restlichen Proben war eine erfolgreiche Sequenzierung trotz Wiederholungen
nicht moglich, was nun darauf hindeutet, dass diese Ergebnisse falsch positiv waren.

Bei der Artbestimmung wurden in vier Proben Onchocercidae, in einer Probe Cardiofilaria
pavlovsky, in zwei Proben Filarioidea und Onchocercidae, in einer Probe Onchocercidae und
Cardiofilaria pavlovsky und als Nebenbefund in fiinf Proben Ascarididae nachgewiesen (Tab.
13).

Wie man auch in Tabelle 13 sehen kann wurden nach Sequenzierung zwolf der 23
eingeschickten Vogelproben, die mit dem Chand Primer-Set bearbeitet wurden, als positiv
bestétigt. Von den 19 positiven Proben, die mit dem COlint Primer-Set bearbeitet wurden,
wurden nur vier Proben als positiv nach der Sequenzierung bestdtigt. Dies deutet darauf hin,
dass das Chand Primer-Set fiir das Finden von Filarien wohl besser geeignet ist, als das COlint
Primer-Set.

Zwei der drei Vogelproben (AH0824 und AH0830), die in der PCR sowohl mit dem Chand
Primer-Set, als auch mit dem COlint Primer-Set als positiv getestet wurden, wurden auch bei

der Sequenzierung als positiv bestitigt.
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Tabelle 13 - Positive Ergebnisse nach Sequenzierung

ID Art Datum | Material Ergebnisse
Chand COlint
AHO0064 | T. merula 2014 FFPE Ascaridae -
AHO0430 | T. philomelos | 2017 Leber Onchocercidae | Onchocercidae -
sp. Cardiofilaria pavlovskyi
AHO551 | T. merula 2017 Blut Onchocercidae | -
sp.
AHO0623 | T. merula 2004 Tissue Ascaridae -
AHO0809 | T. merula 2017 Blut Onchocercidae | -
sp.
AHO0824 | T. merula 2017 Blut Onchocercidae | Filarioidea
sp.
AHO0830 | T. merula 2017 Tissue Onchocercidae | Filarioidea
sp.
AHO0835 | T. merula 2017 Blut Onchocercidae | -
sp.
AHI1026 | T. merula 2006 Tissue Ascaridae -
AHI1044 | T. merula 2003 Tissue Onchocercidae | -
sp.
AHI1099 | T. merula 2003 Tissue Ascaridae -
AHI1516 | T. merula 2016 Leber Ascaridae -
AH1652 | T. philomelos | 2018 Blut - Onchocercidae-

Cardiofilaria paviovskyi
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9 DISKUSSION

Im Rahmen dieser Studie wurde die Trypanosomen- und Filarien-Fauna von Turdidae in
Osterreich untersucht. Es wurden verschiedenste Drosseln (n = 343) beprobt (Amseln,
Singdrosseln und Wacholderdrosseln). In keiner der 343 Vogelproben konnten Trypanosomen

gefunden werden und nur in wenigen Proben (n = 39) konnten Filarien gefunden werden.

Wie schon bereits erwdhnt sind Moskitos weltweit eine der wichtigsten Vektoren von
Pathogenen. Die Ubertragung von vielen Trypanosomatiden erfolgt entweder durch den Stich
der blutsaugenden Vektoren oder durch die Kontamination der Wirtshaut und/oder Bindehaut
durch Vektorfakalien wihrend und auch noch nach dem Blutsaugen (Baker, 1956; Mungomba
et al, 1989; Desser et al, 1975, Votypka & Svobodova, 2004).
In einer Osterreichischen Studie konnte 7. avium nur in drei Miicken-Proben nachgewiesen
werden obwohl die Préavalenz zwischen 1-87,2 % betrdgt (Schoener et al. 2018). Des Weiteren
konnte in dieser Arbeit in keiner der DNA-Proben der Vogel mittels Nested-PCR
Trypanosomen nachgewiesen werden. Auch wurden in den Blutausstrichen mittels Mikroskop
keine Trypanosomen gefunden. Und dass, obwohl zwei der drei hier besprochenen Drosselarten
gerne Stechmiicken fressen. Die Hauptnahrungsquelle der Wacholderdrossel - Turdus pilaris -
sind Regenwiirmer sowie Wirbellose (Slotta-Bachmayr und Winding, 1994). Die Singdrossel,
Turdus philomelos, frisst am liebsten Insekten, Wiirmer und Schnecken (Okulewicz, 1979).

Da Trypanosoma-Infektionen fiir gewohnlich lebenslang bestehen (Svobodova 2015), und die
Prévalenz in Miicken, wie oben bereits erwéhnt, zwischen 1-87,2 % liegt (Schoener et al. 2018)
bedeutet das negative Gesamtergebnis, dass in den Turdiden dieser Region im
Untersuchungszeitraum Trypanosomen nicht prasent waren. Da sich die Drosseln jedoch nur
an Vektoren infizieren konnen, in welchen sich die Parasiten erfolgreich angesiedelt haben
(Votypka et al., 2012), kann es auch sein, dass sich in Osterreich die Zahl der Miicken, in denen
sich die Parasiten ansiedeln und vermehren kénnen in Grenzen hilt, da in Osterreich die
klimatischen Bedingungen doch noch andere sind als in siidlicheren Lindern, wo mehr
Miickenarten prasent sind.
Es konnte aber auch sein, dass die orale Aufnahme der Vektoren und die Infektion des Vogels
doch nicht zu den Hauptiibertragungsquellen zéhlt, und eine andere Art der Ubertragung

wichtiger ist.
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Im Gegensatz zu den Trypanosomen stehen die Filarien, die in 13 von 343 Proben in dieser
Arbeit nachgewiesen werden konnten. Das sind prozentual ausgedriickt 3,79 %.
Im Fall der Filarien dienen die Insekten als Vektoren und auch als Zwischenwirte.
Jedoch konnte es sein, dass die Zahl an Erkrankungen in Osterreich noch gering ist, weil die
durch Moskitos iibertragene Krankheiten zu den besonders klimaabhingigen zahlen, und auch
die Entwicklung der Mikrofilarien zur infektidsen Larve temperaturabhingig ist (Atkinson et
al., 2008).

Beim Mikroskopieren der Blutausstriche konnte in dieser Arbeit die Blutprobe einer Turdus
philomelos deutlich positiv auf Filarien bestétigt werden. Diese Probe konnte dann auch mittels
PCR mit dem COlint Primer und Sequenzierung positiv bestitigt werden.

AuBerdem wurden im Zuge dieser Arbeit weitere Vogel, Amseln (n = elf) und Singdrosseln (n
= zwei), positiv mittels PCR auf Filarien getestet.

In fiinf der 343 Proben wurden als Beibefund auch Ascarididae nachgewiesen. Dies konnte
eventuell ein Hinweis darauf sein, dass Ascariden drosselartige Vogel als parentische
Zwischenwirte nutzen konnen. Dies miisste allerdings genauer untersucht werden, da eine
Bestimmung der Ascariden auf Artniveau mit den hier verwendeten Primern nicht méglich war

(100%ige Ubereinstimmung mit diversen Ascariden).

Viele Proben konnten mittels Molekularbiologie nur auf die Uberfamilie Filarioidea bestimmt
werden, wobei andere als Onchocercidae bestimmt werden konnten. Dies ist auf das Fehlen von
Vergleichssequenzen in diversen Gen-Datenbanken zuriick zu fiihren. Die Kombination von
zwei Untersuchungstechniken erlaubte teilweise zwar eine genauere Artbestimmung, jedoch
bleibt immer ein gewisser Faktor an eventuell nicht entdeckten Pathogenen {ibrig. Es wurde,
wie oben bereits detailliert beschrieben, mit zwei unterschiedlichen Primern gearbeitet- Chand
und COlint. Es wurde mit zwei Primern gearbeitet, weil die unterschiedlichen Primer
verschiedene Filarien binden. Eine additive Kombination der beiden Primer ist notwendig, um
moglichst viele Filarien abzudecken. Wenn man nun die Beiden vergleicht, dann stellt man bei
den Ergebnissen fest, dass mittels COlint Primer weniger Proben als positiv getestet wurden,
als mit dem Chand Primer. So wurden in sieben Proben Onchocercidae sp. gefunden — wobei
eine anhand von Morphologie und Vergleichssequenzen bestimmt wurde - Cardiofilaria
pavlovskyi. Gold Standard zur Diagnose sollte aber auf jeden Fall eine Kombination aus

mehreren Untersuchungstechniken sein.
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Infektionen eines Tieres mit mehr als einem Erreger waren bei diesen Untersuchungen nicht
nachweisbar, was jedoch nicht bedeutet, dass dies nicht moglich wire. Denn das Risiko einer
Infektion mit weiteren Blutparasiten steigt, wenn ein Vogel schon durch einen anderen infiziert
ist (Scaglione et al. 2015). Es sollte daher immer zusétzlich eine mikroskopische Untersuchung
durchgefiihrt werden, damit so viele Pathogene als nur mdoglich erkannt werden konnen

(Schmid et al. 2017, Valkilnas et al. 2006), so wie es auch in dieser Arbeit gemacht wurde.

Der hauptsdchliche Unterschied zwischen den Amselpopulationen in der Stadt und am Land
liegt in der Erndhrung sowie in der Art und Weise, wie die Tiere den Winter verbringen. Die
Amseln aus der Stadt bleiben teilweise den Winter iiber in Osterreich, wihrend die Amseln
vom Land zu den Zugvdgeln zihlen und Osterreich verlassen. Diese Tiere verbringen dann den
Winter in wirmeren Gebieten, was wiederrum die Zahl der infizierten Tiere mit
verschiedensten Krankheiten im darauffolgenden Jahr erhoht (Rzad et al., 2014).
Durch den Klimawandel und dadurch immer wirmer werdende Jahreszeiten verdndert sich
auch die Diversitdt der Vektoren, und atypische Arthropoden siedeln sich in neuen Gebieten
an. Dadurch steigt die Gefahr, dass sich Erreger und Krankheiten, die bisher in unseren Breiten
nicht heimisch waren, auch bei uns weiter ausbreiten konnen (Mata et al., 2015).

AulBlerdem zdhlen die Drosseln, wie vorher bereits besprochen, teilweise zu den Zugvogeln.
Dies bedeutet theoretisch, dass sie auch Krankheitserreger aus dem Siiden nach dem Winter mit
nach Osterreich bringen kénnen. Trotz dieser Tatsache waren nur wenige Vogel positiv beim

Nachweis von Filarien.

Trotzdem ist es wichtig, einen Uberblick iiber die parasitire Situation in den Singvdgeln in
Osterreich zu behalten. Es ist daher von Interesse sowohl die Filarien- als auch die
Trypanosomenfauna in Turdiden, aber auch anderen Vogelgruppen, zu ermitteln, zu erfassen

und zu dokumentieren, um generell einen Uberblick iiber diverse Pathogene zu behalten.
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10 ZUSAMMENFASSUNG

Ziel dieser Diplomarbeit war es, die parasitire Fauna der Turdidae in Osterreich genauer zu
erortern. DNA-Proben von Amseln, Wacholderdrosseln und Singdrosseln wurden mittels
Mikroskopie und molekularen Verfahren auf Trypanosomen und Filarien untersucht.

Einer der Hauptvektoren fiir Blutparasiten bei Drosseln sind die Stechmiicken. In Osterreich
sind von den weltweit knapp 3000 Miickenarten 51 verschiedene zu finden. Krankheitserreger
wie Viren, Bakterien oder einzellige und mehrzellige Parasiten konnen entweder direkt tiber
den Stich, die orale Aufnahme der Vektoren, oder indirekt durch mechanische Ubertragung
verbreitet werden.

Die zu den Protozoen zidhlenden Trypanosomen werden vorwiegend iiber Insekten iibertragen.
Moskitos zdhlen weltweit zu den wichtigsten Vektoren von Pathogenen, sie sind aber schlechte
Vektoren von Trypanosomen.

Im Rahmen dieser Diplomarbeit wurden Proben von der Pathobiologie (Institut fiir Pathologie)
aus den Jahren 2003 und 2007, sowie Blutproben aus den Jahren 2017 und 2018 von der Vogel-
und Reptilienklinik auf Trypanosomen und Filarien untersucht.
Alle 343 Proben waren nach PCR und Gelelektrophorese negativ auf Trypanosomatidae.
Beim Mikroskopieren war eine Probe deutlich positiv auf Filarien. Sechszehn Proben konnten
auf Filarien bzw. Nematoden mittels Sequenzierung bestétigt werden.

Da Stechmiicken auch als Ubertriger diverser Krankheitserreger fiir den Menschen relevant
sind, ist eine andauernde, systemische Uberwachung wichtig. Der Klimawandel und auch die
direkte Einflussnahme des Menschen verdandern die Verbreitung vieler Arthropoden und die
damit verbundenen Infektionsrisiken fiir die von ihnen iibertragenen Krankheiten (Mata et al.,

2015; Joachim A. 2008).
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ABSTRACT

The aim of this study was to examine the blood parasite fauna of Turdidae in Austria in more
detail. DNA samples from blackbirds, juniper thrushes and song thrushes were examined for
trypanosomes and filarioid helminths.

One of the main vectors of blood parasites at Turdidae are mosquitoes. In Austria 51 different
mosquito species are known (of almost 3000 species worldwide). Pathogens such as viruses,
bacteria or protozoan and helminth parasites can either be transmitted directly via the mosquito
blood meal, the oral uptake of the vectors, or indirectly by mechanical transmission.
Trypanosomes are mainly transmitted via insect vectors. Mosquitoes are among the most
important vectors of pathogens worldwide, but they are less competent vectors for
trypanosomes.

Within this diploma thesis, thrush samples collected at the Institute of Pathology from 2003 to
2007, and blood samples from 2017 and 2018 from the bird and reptile clinic were examined
for trypanosomes and filarioid helminths.

All 343 samples were negative for Trypanosomatidae using PCR and gel electrophoresis.
Microscopically one sample was positive for filarioid helminths. Sixteen samples were
confirmed for the presence of filarioid helminths or ascarid nematodes at sequencing.

Since mosquitoes are also relevant for the transmission of various pathogens to humans,
continuous, systemic monitoring is important. Climate change, but also the direct influence of
humans, lead to a spread of many arthropods and influence the associated infection risks for

diseases they transmit (Mata et al., 2015; Joachim A. 2008).
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12 ANHANG
Ergebnisse Mikroskopie Blutausstriche
Nr. Art Trypanosomen Filarien
AHO028 Turdus philomelos Negativ Negativ
AHO029 Turdus merula Negativ Negativ
AHO0035 Turdus merula Negativ Negativ
AHO0036 Turdus merula Negativ Negativ
AHO0052 Turdus merula Negativ Negativ
AHO024 Turdus merula Negativ Negativ
AHO053 Turdus merula Negativ Negativ
AHO0054 Turdus merula Negativ Negativ
AHO0035 Turdus merula Negativ Negativ
AHI128 Turdus merula Negativ Negativ
AHS510 Turdus merula Negativ Negativ
AHS520 Turdus merula Negativ Negativ
AHS523 Turdus merula Negativ Negativ
AHS524 Turdus merula Negativ Negativ
AHS526 Turdus merula Negativ Negativ
AHS534 Turdus merula Negativ Negativ
AHS535 Turdus merula Negativ Negativ
AHS550 Turdus merula Negativ Negativ
AHS551 Turdus merula Negativ Negativ
AHS552 Turdus merula Negativ Negativ
AHS558 Turdus merula Negativ Negativ
AH798 Turdus merula Negativ Negativ
AHS800 Turdus merula Negativ Negativ
AHS809 Turdus merula Negativ Negativ
AHS813 Turdus merula Negativ Negativ
AHS836 Turdus merula Negativ Negativ
AH945 Turdus philomelos Negativ Negativ
AH997 Turdus philomelos Negativ Negativ
AHI1005 Turdus philomelos Negativ Negativ
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AH1008 Turdus philomelos Negativ Negativ
AHI1010 Turdus philomelos Negativ Negativ
AHIS35 Turdus merula Negativ Negativ
AHI652 Turdus philomelos Negativ Positiv
AHI1919 Turdus merula Negativ Negativ
AHI1531 Turdus pilaris Negativ Negativ
AH1944 Turdus merula Negativ Negativ
Ergebnisse PCR Turdidae
Nr. Art Trypanosomen Filarien — Chand | Filarien - COlint
1 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
2 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
3 Turdus philomelos Negativ Negativ Positiv
4 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
5 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
6 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
7 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
8 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
9 Turdus merula Negativ Negativ Positiv
10 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
11 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
12 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
14 Turdus merula Negativ Negativ Positiv
15 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
16 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
17 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
18 Turdus merula Negativ Negativ Positiv
19 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
20 Turdus merula Negativ Negativ Positiv
21 Turdus merula Negativ Negativ Negativ




46

22 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
23 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
24 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
26 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
27 Turdus philomelos Negativ Negativ Positiv
28 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
29 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
30 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
31 Turdus merula Negativ Negativ Positiv
32 Turdus merula Negativ Negativ Positiv
33 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
34 Turdus merula Negativ Negativ Positiv
35 Turdus merula Negativ Negativ Positiv
36 Turdus merula Negativ Negativ Positiv
37 Turdus merula Negativ Negativ Positiv
40 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
41 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
42 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
43 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
44 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
45 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
46 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
47 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
48 Turdus merula Negativ Negativ Positiv
49 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
50 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
51 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
52 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
53 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
54 Turdus merula Negativ Negativ Positiv
55 Turdus merula Negativ Positiv Negativ
56 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
57 Turdus philomelos Negativ Positiv Negativ
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58 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
59 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
60 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
61 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
62 Turdus merula Negativ Positiv Negativ
63 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
64 Turdus merula Negativ Positiv Negativ
65 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
66 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
67 Turdus merula Negativ Negativ Positiv
68 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
69 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
70 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
71 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
72 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
73 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
74 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
75 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
76 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
77 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
78 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
79 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
80 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
81 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
82 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
83 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
84 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
85 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
86 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
87 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
88 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
89 Turdus merula Negativ Positiv Negativ
90 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
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91 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
92 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
93 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
94 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
95 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
96 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
97 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
98 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
99 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
100 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
101 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
102 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
103 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
104 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
105 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
106 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
107 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
108 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
109 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
110 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
111 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
112 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
113 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
114 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
115 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
116 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
117 | Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
118 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
119 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
120 | Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
121 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
122 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
123 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
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124 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
125 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
126 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
127 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
128 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
129 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
130 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
131 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
132 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
133 Turdus philomelos Negativ Positiv Negativ
134 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
135 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
136 Turdus merula Negativ Positiv Negativ
137 Turdus merula Negativ Positiv Negativ
138 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
139 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
140 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
141 Turdus merula Negativ Positiv Negativ
142 Turdus merula Negativ Positiv Negativ
143 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
144 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
145 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
146 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
147 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
148 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
149 | Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
150 Turdus merula Negativ Positiv Negativ
151 Turdus merula Negativ Positiv Negativ
152 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
153 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
154 | Turdus philomelos Negativ Positiv Negativ
155 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
156 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
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157 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
158 Turdus merula Negativ Positiv Positiv
159 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
160 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
161 Turdus merula Negativ Positiv Positiv
162 Turdus merula Negativ Positiv Negativ
163 Turdus merula Negativ Positiv Negativ
164 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
165 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
166 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
167 Turdus merula Negativ Positiv Positiv
168 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
169 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
170 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
171 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
172 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
174 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
175 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
176 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
177 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
178 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
179 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
180 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
181 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
182 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
183 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
184 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
185 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
186 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
187 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
188 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
189 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
190 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
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191 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
192 | Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
193 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
194 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
195 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
196 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
197 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
198 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
199 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
200 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
201 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
202 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
203 Turdus merula Negativ Positiv Negativ
204 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
205 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
206 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
207 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
208 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
209 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
210 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
211 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
212 Turdus merula Negativ Positiv Negativ
213 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
214 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
215 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
216 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
217 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
218 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
219 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
220 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
221 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
222 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
223 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
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224 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
225 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
226 | Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
227 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
228 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
229 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
230 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
231 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
232 Turdus merula Negativ Positiv Negativ
233 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
234 Turdus merula Negativ Positiv Negativ
235 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
236 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
237 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
238 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
239 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
240 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
241 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
242 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
243 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
244 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
245 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
246 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
247 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
248 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
249 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
250 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
251 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
252 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
253 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
254 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
255 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
256 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
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257 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
258 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
259 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
260 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
261 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
262 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
263 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
264 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
265 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
266 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
267 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
268 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
270 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
271 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
272 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
273 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
275 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
276 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
278 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
279 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
280 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
281 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
282 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
283 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
284 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
285 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
286 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
287 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
288 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
289 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
290 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
291 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
292 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
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293 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
294 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
295 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
296 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
297 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
298 | Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
299 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
300 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
302 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
303 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
304 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
305 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
306 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
307 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
308 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
309 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
310 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
311 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
312 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
313 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
314 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
315 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
316 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
317 Turdus merula Negativ Positiv Negativ
318 Turdus pilaris Negativ Negativ Negativ
319 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
320 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
321 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
322 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
323 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
324 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
325 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
326 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
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327 | Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
328 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
329 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
330 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
331 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
332 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
333 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
334 Turdus philomelos Negativ Negativ Negativ
335 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
336 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
337 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
338 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
339 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
340 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
341 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
342 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
343 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
344 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
345 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
346 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
347 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
348 Turdus philomelos Negativ Negativ Positiv
349 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
351 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
352 Turdus merula Negativ Negativ Negativ
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