Aus dem Department flr Nutztiere und 6ffentliches Gesundheitswesen in der

Veterindrmedizin

der Veterinarmedizinischen Universitat Wien

Universitatsklinik fur Gefliigel und Fische

Klinische Abteilung flr Fischmedizin

(Leiter: Univ.-Prof. Dr.Mansour El-Matbouli)

Stellt Fischbesatz hinsichtlich der Ubertragung von Krankheiten ein mogliches Risiko fiir
Wildfischbestande dar? Eine Analyse anhand ausgewahlter bedeutender Fischpathogene

von Salmoniden.

Diplomarbeit

Veterinarmedizinische Universitat Wien

vorgelegt von

Gianna, Merz

Wien, im April 2020



Betreuerin:  Dr.med.vet. Dipl. ECAAH Eva Lewisch
Klinische Abteilung fir Fischmedizin
Universitatsklinik fur Gefliigel und Fische
Department fir Nutztiere und 6ffentliches
Gesundheitswesen in der Veterinarmedizin

Veterinarmedizinische Universitat Wien

Begutachter: Dr.nat.techn. Dipl. Ing. Giinther Unfer
Senior Scientist
Institut fur Hydrobiologie und Gewassermanagement

Universitat fir Bodenkultur Wien



Inhaltsverzeichnis

L =101 1= (U o T PRSP 1
2 Material und MethOdeN: .........oooiiiiiiiiiiiiiiiiiie ettt 3
3 Virale Erkrankungen: ..o 4
3.1 Infektiose Pankreasnekrose (IPN): ..........uuiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiieee 4
3.1.1 Erreger und Verbreitung: ....... .. e 4

KT 7 B U | o =Yy (r=To U Vo ST R 5
3.1.3  PathOgenese: ......coooiiiiiiiii 7
Bu14  KINIK e e e e e e e e e nneeeas 7
3.1.5  Diagnostik und Prophylaxe: ............ccccoiiiiiiiiiiiie 9

3.2  Virale Hamorrhagische Septikdmie (VHS): .........uiiiiiiiiiiies 10
3.2.1 Erreger und Verbreitung: ... 10
KT B U | =Y (=o U] Vo SRR 11
3.2.3  PathNOgENESE: ..o e 13
B.2.4  KINIK e e e e nees 13
3.2.5  Diagnostik und Prophylaxe: ... 14

3.3 Infektidse Hamatopoetische Nekrose (IHN): ..........ooooiiiiiiieee 16
3.3.1 Erreger und Verbreitung: ... ... 16
TR T B U | o =Y (=o U] Vo O SRTRR 17
3.3.3  Klinik und Pathogenese: ... 19
3.3.4 Diagnostik und Prophylaxe: .............ueeeeeiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiieiiieieeeeeeeeeeeeneeennnnees 20

4 Bakterielle ErKrankungen: ........ ... ettt eeeeeseesesessnnnnnne 21
4.1 FUIUNKUIOSE: ... 21
411 Erreger und Verbreitung: ... ... .. et 21
N U o T=Y 4 (7= Yo 0 Yo FO R 22

4.1.3 PathOgENESE: ... 23



O O {1011 SRR PRRRPPRPRR 25
4.1.5 Diagnostik und Behandlung: ..........coooviiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiieeeeeeeeeeeeeeeeeeee 26
416 Prophylaxe: ... 28
4.2  Bakterielle Nierenkrankheit (BKD): ..........uuumiiiiiiiii e 29
421 Erreger und Verbreitung: ..... ... eeeeeiiiiiiiiiiieiieeiii e 29
4.2.2  UDEHIAGUNG . ....cveoveeeeeeee et eeeeeeeeee ettt ettt ae et e e et e e e e aaeeteeae s eneaeeanes 30
4.2.3  PathNOgENESE: ...ccoiiiiiiiiiiiiiiiieeeeeeeeee e 31
B.2.4  KINIK: et e e e e e nnn e e e e nnraeaeean 33
4.2.5 Diagnostik und Behandlung: ........ccooeiiiiii e 35
4.2.6 0] o 1Y F= (P 36
4.3  Rotmaulkrankneit:......... ... 37
4.3.1 Erreger und VerbreitUNg: ... ..o 37
R T U oY=y 1 7= Yo [0 Ve O 39
4.3.3  PatNOgENESE: ..... e 40
B.3.4  KINIK: et e e e e e na e e e e e nnraeaaan 42
4.3.5 Diagnostik und Behandlung: ........ooouuiiiiiiiii e 44
4.3.6  Prophylaxe: ... 45
4.4 FlavobaKIEriOSE: ... ... e 46
4.5  CWD UNA RIS ittt e e e ettt e e e et e e e e snsaeeeeeensneaeeaas 47
T B U o T=Y 4 (7= Yo 0 Ve OSSR 48
45.2 [T { T e =T o Tt 49
A.5.3  KINIK: ceeeieeeiie e e et e e e e e e e e e nraeaaeennraeaaen 50
454 Diagnostik und Behandlung: ...........uuuiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiieieiieeieeeeeeeeeeeeeeeenees 52
4.5.5  Prophylaxe: ... 53
46  Columnaris Krankneit: .......... ... 54
A4.6.1  UDBMIAGUNG:.....cveiveeeeeeee ettt ettt ettt et et e e aeeaeete e aeneeseanes 56



46.2 PatiOgENESE: ...ttt 57
4.8.3  KINIK: et e et e e e et e e e e e nna e e e e e annaeaaen 59
46.4 Diagnostik und Behandlung: ............uuiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiieiiieeeees 61
4.6.5  Prophylaxe: ... 62
4.7  Bakterielle Kiemenerkrankung: .......... ... 63
4.71 Erreger und Verbreitung: ... .....eeeieiiieiiiiiiiiiiii e 63
N U | o T=Y 4 (7= Yo 0 Yo FO RSO R 64
4.7.3 PathOgENESE: ... 65
.74 KENIK: ettt e et e e e e e e e e nna e e e e e anraeaeeaa 66
4.7.5 Diagnostik und Behandlung: .........cooerniirii e 67
4.7.6 PrOPNYIAXE: ..o e 68
Parasitare ErkrankKUNQEN: ..........i oo e e e et e e e aa e e eees 69
5.1 DrehKranKheit: .........o e 69
5.1.1 Erreger und Verbreitung: ... 69
ST I B U | o =Y =o U Vo O SRR 70
5.1.3 PathNOgENESE: ....eeii e 71
B.14  KINIK: e e e e e e nees 73
5.1.5  Diagnostik und Behandlung: ... 74
5.2  GrieRkoérnchen-/ Weillpunktchenkrankheit:.................euuiiiiiiiiiiiiiiies 74
5.2.1 Erreger und Verbreitung: ... .. . e eeeieieiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiieiieeeieeeeeeeeenenenee 74
ST L U | =Y (=Te U] o USRS 75
523  PathOgeneSe: .....coooiiiiiiiii e 76
B5.2.4  KINIK: oo e e e e e e e annes 77
5.2.5 Diagnostik und Behandlung: ... 78
5.2.6  Prophylaxe: ... 79

5.3  Hakensaugwurm der Lachse (Gyrodactylus salaris): ...........ccccccceuiiiiiiiuieeeienannnnnn. 80



5.3.1 Erreger und Verbreitung: ....... .. i 80
5.3.2  UDEIMIAQUNG ... ceeeeeeeee ettt ettt ae s 81
5.3.3  PathOgenese: ... 82
B5.3.4  KINIK: e e e e annes 83
5.3.5 Diagnostik und Behandlung: ... 83
5.3.6  Prophylaxe: ... 84
5.4  Proliferative Nierenerkrankung:............uuuuuuuueuueiiiiiiiiiiiiiiiiiiiieiiieieeeeene s 85
54.1 Erreger und Verbreitung: ... ..ot 85
5.4.2  UDEIMIAGUNG ... oottt ee ettt eee e e et e eaeeeee e e e e anes 86
54.3 PathOgENESE: ... 87
B.4.4  KINIK: .o e e nees 88
54.5 Diagnose und Behandlung:.........cooooeiiii i 89
54.6 0] 0] 0/ F= ¥ USRI 89
B.5  SAPIOIEGNIA: ... e 90
5.5.1 Erreger und Verbreitung: ... 90
ST I U | o =Y (=Yo U] o SRR 91
5.5.3  PathOgenese: ... 93
B5.5.4  KINIK: oo e e e e e e e nees 94
5.5.5 Diagnostik und Behandlung: ... 95
55.6  Prophylaxe: ... 96
BeSatZAaten: .. ..o 97
Gesetzliche Grundlagen zur Besatzpflicht:............oooooi 103
DISKUSSION: ... 105
8.1  Infektiose PankreasSnEKrOSE: . ........uuuuuuuuuuuiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiieineneeeeeeeeeeeeenneneenneannanes 108
8.2  Virale Hdmorrhagische SeptiKAmie: .............uuuuiiiiiiiiiiiiiiiiiiiieeeees 109



8.4 FUNUNKUIOSE ... e e 111

8.5  Bakterielle Nierenkrankheit: ................uuuuuuiiiiiiiiiiiiiiiiiiii e 112
8.6  Rotmaulkrankheit:.............ooeiiiiii s 113
8.7  FlavobaKIEriOSEN: ... .uiiiiiiiiiiiiitiitteet e 114
8.8  DrehKrankheit: ... 115
8.9  Griel3kdrnchen-/ Weillplnktchenkrankheit: ..o 116
8.10  Gyrodactylus S@lArIS: ...........uuuuuuuuiiiiiiiiiiiiiiiiiieiieieeiae bbb 117
8.11 Proliferative NierenerkrankunQ:............uuuuuuuuuermmeeieeieeuieneenennnnnneeenennnnennnnnennennnnnnnn.- 118
o DS 7= T o 0] =T g T F= T £ 119
9 ZUSAMMENTASSUNG: ... ettt e e ettt e e e e e e ettt e e e e e e e e e e e et e e eeaeeeseststaaaaeaaseeennnes 121
9.1 ] ] [T 0] T PSR 121
9.2  Material und MethOdEN: .........uiiiiiiiiiiiiiii e 121
9.3  Ergebnisse und DiSKUSSION:..........uuuuuiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiieeeeee e 121
10 10 0] 0= 1Y PP PPPRPPPPRR 122
101 INErOAUCHION: .. 122
10.2 Material and Methods: ... 122
10.3  ReSUItS @and DiSCUSSION: ... ..ciiiiiiieieeee e 122
11 LiteraturverzeiChnis: ...........ooviiiiiiiiiiiieeeeeeee e 123

12 AbDIldUNGSVEIZEICNNIS: ... 194



Danksagung

Hiermit mochte ich mich bei meiner Betreuerin Dr.med.vet. Dipl. ECAAH Eva Lewisch recht
herzlich fir die gute Betreuung und Zusammenarbeit bedanken. lhre hilfreichen Ratschlage

und ihre Unterstitzung waren eine grolRe Hilfe bei der Erstellung der Diplomarbeit.

Vielen Dank auch an Dr.nat.techn. Dipl. Ing. Glinther Unfer der Universitat fur Bodenkultur

Wien, dass er sich bereit erklart hat, die Begutachtung der Diplomarbeit zu ibernehmen.

Mein Dank gilt auch Landesfischereimeister Gerhard Langmaier und Frau Daniela Latzer
vom Landesfischereiverband Salzburg fur die zur Verfligung gestellten Besatzdaten aus dem

Bundesland Salzburg.

Bedanken moéchte ich mich auch bei Mag. Thomas Friedl aus dem Amt der Karntner
Landesregierung, der Abteilung 8 fur die Ubermittelten Besatzdaten aus dem Bundesland

Karnten.

Bei Mag. Nikolaus Schotzko aus dem Amt der Vorarlberger Landesregierung, dem
Funktionsbereich Fischerei und Gewasserokologie, bedanke ich mich ebenfalls fir die

Ubermittelten Besatzdaten aus dem Bundesland Vorarlberg.



Abkiirzungen

BF Bachforelle

BGD Bacterial Gill Disease

BKD Bacterial Kidney Disease

Cdh1 Cadherine 1

Cfu Colony forming unit

CWD Cold Water Disease

eDNA environmental DNA

EFSA European Food Safety Authoroty
ELISA Enzyme-linked Immunosorbent Assay
ERM Enteric Red Mouth

FAT Fluoreszenz Antikérper Test

HSF Hitze-Sensitive-Faktoren

H20, Wasserstoffperoxid

IHC Immunhistochemie

IFAT Immuno-Fluoreszenz-Antikorper-Test
IFT Immunofluoreszenztechniken

IHN Infektiodse Hamatopoetische Nekrose
IHNV Infektiose Hamatopoetische Nekrose Virus
ISH In-situ-Hybridisierung

i.p. intraperitoneal

IPN Infektidse Pankreas Nekrose

IPNV Infektidse Pankreas Nekrose Virus
MALDI-TOF Matrix—Assistierte Laser—Desorption—lonisierung
NaCl Natriumchlorid

OIE Office International des Epizooties



OMP

p.i.

RBF
PKD
PNS
Poly (I:C)
QTL
rDNA
RFLP
RTFS
RT-PCR
RZE
ss-RNA
VHS
VHSV
VNT

ZNS

Outer Membrane Proteine

post infectionem

Regenbogenforelle

Proliferative Kidney Disease

Peripheres Nervensystem

Polyinosinic Polycytidylic Saure
Quantitativer Trait Locus

ribosomale DNA
Restriktionsfragmentlangenpolymorphismus
Rainbow Trout Fry Syndrome
Reverse-Transkriptase-Polymerase-Kettenreaktion
Repeated Zoospore Emergence
single-stranded (einzelstrangige) RNA
Virale Hdmorrhagische Septikédmie

Virale Hdmorrhagische Septikédmie Virus
Virusneutralisationstest

Zentrales Nervensystem



1 Einleitung:

Jahr fur Jahr werden Osterreichs Gewéasser mit tausenden von Besatzfischen besetzt. Unter
Besatz wird das wiederholte Einbringen von Fischen in ein Okosystem verstanden, in dem
eine Population dieser Fischart bereits vorhanden ist (Cowx, 1994). Die Grinde flr eine
Durchfiihrung von Fischbesatz kénnen vielseitig sein. So werden Besatzmallnahmen
beispielsweise durchgefiihrt, um den Fischriickgang, der durch Verschmutzungen, durch
bauliche Veranderungen oder durch Befischung der Gewdasser entstanden ist, zu
kompensieren oder um Fischpopulationen vor dem Aussterben zu bewahren. Ein anderer
Grund kann sein, dass der Ertrag der Fischerei oder der Ertrag von Anglern in einem Gewasser
gesteigert werden soll (Laikre, 1999). Uber Besatz kann auch die Attraktivitat fur die Fischerei,
durch die Auffullung von leeren Nischen oder durch das Einbringen von neuen Arten in einem
Gebiet, erhdht werden. Jedoch sollte eine solche Motivation griindlich Gberdacht werden, da
die moglichen Effekte, die neue Arten in einem Lebensraum hervorrufen kdnnen,
unvorhersehbar sind. Welche Arten in freie Gewasser eingesetzt werden durfen, wird in den
Landesgesetzblattern der einzelnen Bundeslander geregelt. Ein Besatz kann aber auch in
Folge von Verbesserungen des Gewassers oder nach einem akuten Fischsterben initial
durchgefuhrt werden (Welcomme, 1997). Wenn die natirliche Reproduktion in einem Habitat
nicht genugend ausgepragt ist, um einen Bestand zu sichern, kann das Aussetzen von
Besatzfischen unterstitzend wirken (Holzer et al., 2003). Leider wird Fischbesatz auch indirekt
ausgefihrt, indem artfremde Kdderfische in Gewasser entlassen werden oder Aquarianer
ihren Aquarienbesatz in die Natur entsorgen (Holzer et al., 2003). Wie weitreichend die
Auswirkungen von Fischbesatz sein kdnnen, wird in Osterreich am Beispiel der Bachforellen
ersichtlich. Aufgrund von genetischen Untersuchungen, kann angenommen werden, dass ein
groBer Anteil der in Osterreich vorhandenen Bachforellen auf Besatzfische zuriickzufiihren ist
(Weiss et al.,, 2001). Fischbesatz fuhrt aber nicht nur zu einer Veranderung der
Populationszusammensetzung und deren Genetik, sondern birgt auch die Gefahr Krankheiten
in naturliche Gewasser einzubringen (Laikre & Ryman, 1996). Meist werden bei der
Betrachtung von Fischkrankheiten und deren Ubertragungswegen, der Weg von Wildfischen
hin zu Fischen in Aquakultur und deren Folgen genauer betrachtet und nicht umgekehrt. Daher
werden verschiedene Vorkehrungen getroffen, um Fische in Betrieben vor Infektionen durch
Wildfische zu schitzen. Dem umgekehrten Infektionsweg, aus den Aquakulturbetrieben in

naturliche Gewasser, wird hierbei weniger Beachtung geschenkt. Ob und welche Gefahren



jedoch Salmoniden aus Aquakulturbetrieben, die flir den Besatz in FlieRgewassern verwendet
werden, fur Wildfischpopulationen darstellen kénnen, wird in der folgenden Arbeit anhand von
ausgewahlten bedeutenden viralen, bakteriellen und parasitdren Pathogenen untersucht.
Weiterhin werden die gesetzlichen Grundlagen zur Besatzpflicht der einzelnen Bundeslandern
vorgestellt. Zusatzlich wird beispielhaft anhand von Besatzdaten der Jahre 2012 bis 2018 aus
Karnten, Salzburg wund Vorarlberg veranschaulicht, in welcher GréRenordnung
Besatzmalinahmen durchgefuhrt werden und wie sich dabei die Artenverteilung innerhalb der
Gruppe der verwendeten Besatzfische gestaltet.



2 Material und Methoden:

Anhand von aktuell verfigbarer Fachliteratur wurden bedeutende ausgewahlte
Fischpathogene und die durch eine Infektion mit dem jeweiligen Pathogen endstehenden
Krankheiten detailliert beschrieben. Fir jedes Pathogen wurde der Erreger und seine
Verbreitung, seine Ubertragungswege, die zugehdrige Klinik und Pathogenese, die
durchfiihrbaren diagnostischen und therapeutischen Moglichkeiten, sowie passende
Prophylaxemalinahmen betrachtet. Von den viralen Erkrankungen wurden die Virale
Hamorrhagische Septikdamie, die Infektidse Hamatopoetische Nekrose und die Infektidse
Pankreas Nekrose ausflhrlich charakterisiert. Aus der Gruppe der bakteriellen Erkrankungen
wurde die Furunkulose, die Bakterielle Nierenkrankheit, die Rotmaulkrankheit, die
Kaltwasserkrankheit/Rainbow Trout Fry Syndrome, die Columnaris Krankheit und die
Bakterielle Kiemenerkrankung beschrieben. In die Auswahl der parasitaren und mykotischen
Erkrankungen fielen die Drehkrankheit, die GrieRkérnchen- oder WeilRplnktchenkrankheit,
Infektionen mit Gyrodactylus salaris, die Proliferative Nierenerkrankung und Saprolegniasis.
Um Informationen zum Fischbesatz aus den letzten Jahren zu erhalten, wurden die neun
Fischereiverbdnde der einzelnen Bundeslander kontaktiert. Nur aus den Bundeslandern
Kéarnten, Salzburg und Vorarlberg wurden Besatzdaten aus den Jahren 2012 bis 2018 zur
Verfugung gestellt. Sie wurden in der Arbeit verwendet, um anhand dieser Beispiele die
Entwicklung des Besatzes uber die Jahre hinweg zu veranschaulichen. Zusatzlich wurden die
gultigen gesetzlichen Grundlagen zur Besatzpflicht aus allen Bundeslandern untereinander
verglichen und die wichtigsten Vorgaben bzw. Regelungen, die beachtet werden mussen,

zusammengefasst.



3 Virale Erkrankungen:

Virale Erkrankungen kénnen in der Aquakultur grof’e 6konomische und Okologische
Konsequenzen haben. Durch das kontinuierliche Wachstum der Aquakulturindustrie in vielen
Landern, steigt auch die Anzahl der fir Fische gefahrlichen Viruserkrankungen
(Konstantinovich et al., 2015). Sie fuhren zu direkten und indirekten Kosten, indem sie z.B. zu
hohen Mortalitatsraten fUhren und Handelsrestriktionen nach sich ziehen. Auch das
Wohlbefinden der Tiere wird in groRem Male beeintrachtigt. Um dies zu vermeiden, werden
daher einige virale Erkrankungen durch das Office International des Epizooties (OIE), der
Weltorganisation fiir Tiergesundheit, als anzeigepflichtig und Gberwachungswiirdig eingestuft.
In den Richtlinien der EU wird vorgeschrieben, welche Kriterien eine Krankheit aufweisen
muss, um diese Einstufung zu erhalten (Richtlinie 2006/88/EG des Rates). Unter diese
Klassifizierung fallen unter anderem Erkrankungen wie die Virale Hamorrhagische Septikamie,
Infektidse Hamatopoetische Nekrose und bis vor einigen Jahren auch die Infektidse
Pankreasnekrose. Im Folgenden werden diese Krankheiten genauer beschrieben. Je nach
Gesundheitsstatus werden Zuchtbetriebe in Osterreich in finf Kategorien eingeteilt (Anhang 2
BGBI. Il Nr. 315/2009; Anhang Ill Teil A Richtlinie 2006/88/EG des Rates). Die meisten
Betriebe Osterreichs sind in der Kategorie lll angesiedelt, was bedeutet, dass keine Infektion
mit einer anzeigepflichtigen Krankheit bekannt ist. Fische, die in freie Gewasser eingebracht
werden, mussen klinisch gesund sein und der Gesundheitsstatus des Herkunftsbetriebs

zumindest gleichwertig dem Gesundheitsstatus des Gewassers sein (BGBI. [I Nr.315/2009

§14(3)).

3.1 Infektiése Pankreasnekrose (IPN):

3.1.1  Erreger und Verbreitung:

Die Infektidse Pankreasnekrose (IPN) wird durch das Infectious Pancreatic Necrosis Virus
(IPNV) hervorgerufen (Wolf, 1988a). In den Anféangen ihrer Erforschung wurde sie auch als
»2Akute katarrhalische Enteritis junger Salmoniden® bezeichnet (Davis, 1953). IPNV gehort zu
der Gattung der Aquabirnaviren. Aquabirnaviren sind unbehillte doppelstrangige
Ribonukleinsaure-Viren (dsRNA-Viren). Zusammen mit Blosnaviren und Entomobirnaviren
bilden sie die Familie der Birnaviren, wobei die Aquabirnaviren den gréf3ten Anteil ausmachen
(Konstantinovich et al., 2015). Es existieren zwei Serogruppen (Ahne et al., 1989; Olesen et
al., 1988; Underwood et al., 1977), wobei die meisten Stamme der Serogruppe A zugeorndet

werden (Hill & Way, 1995). IPN ist eine weltweit unter Salmoniden und anderen Fischarten



verbreitete Erkrankung (Wolf, 1988a). Sie trat in den 1950er Jahren erstmals in Nord Amerika
auf (Wood et al., 1955) und ist mittlerweile in den meisten europaischen Landern endemisch
(Ariel & Olesen, 2002). In Europa wurde das Virus erstmals im Jahr 1971 isoliert (Ball et al.,
1971). IPN tritt im Salz- und SuRwasser auf und kann alle Altersklassen betreffen (Jensen &
Kristoffersen, 2015). Nicht nur aus Salz- und SuiRwasserfischen, sondern auch aus
Krustentieren und marinen Weichtieren konnte das Virus isoliert werden. (Konstantinovich et
al., 2015). Bei in Wasser lebenden Tieren konnte das Virus bisher von 70 verschiedenen
Spezies isoliert werden (Roberts, 2012). Unter anderem auch beim Atlantischen Lachs (Salmo
salar), bei Regenbogenforellen (Oncorhynchus mykiss), bei Bachforellen (Salmo frutta) und
bei Bachsaiblingen (Salvelinus fontinalis) (OIE, 2003). Am empfanglichsten unter den
Salmoniden sind Regenbogenforellen und Bachsaiblinge (Noga, 2010e). Ursprunglich waren
Uberwiegend Tiere mit einem Korpergewicht von unter 5 g betroffen, mittlerweile kdénnen beim
Atlantischen Lachs aber auch regelmafig Erkrankungen bei gréfieren Individuen beobachtet
werden (Mikalsen et al., 2004). Abhangig von der Produktionsrichtung und -menge, wird IPN
besonders in Landern mit der Produktion von Atlantischem Lachs und Regenbogenforellen als
bedeutendste Erkrankung in der Aquakultur angesehen (Ariel & Olesen, 2002). IPN ist in

Osterreich nicht mehr anzeigepflichtig.

3.1.2 Ubertragung:

IPNV wird von toten oder moribunden Fischen in die Gewasser freigesetzt (Anon, 2003). Oder
wird von symptomlosen Virustragern, die eine Infektion Uberstanden haben, tber deren Urin,
Fazes und Geschlechtsprodukte ausgeschieden (Ahne, 1983; Yamamoto, 1975). Eine IPNV-
Ubertragung kann horizontal und vertikal erfolgen. Die vertikale Ubertragung, von den
Elterntieren auf die Nachkommenschaft wurde bei Regenbogenforellen (Ahne & Negele,
1985; Dorson & Torchy, 1985) und Bachsaiblingen (Bootland et al., 1991; McAllister et al.,
1993) untersucht und nachgewiesen. Beim Atlantischen Lachs wird die Existenz dieses
Ubertragungsweges angenommen (Smail & Munro, 1989), konnte aber nicht (iberzeugend
nachgewiesen werden (Laidler, 2002). Es existieren verschiedene Wege der vertikalen
Ubertragung. Die intra-ovum Ubertragung: die Viren sind in den Keimzellen des Muttertieres
(Rogen) oder des Vatertieres (Fischmilch) enthalten. Das Virus kann bereits in den Eiern
enthalten sein oder im Zuge der Befruchtung Uber die Fischmilch in die Fischeier eindringen
und diese so infizieren. Beschrieben ist auch der extra-ovum Ubertragungsweg: die von den

Elterntieren in Sekreten und Exkreten ausgeschiedenen Viren heften sich hierbei an der



Oberflache der Keimzellen an und kénnen so direkt (Dorson & Torchy, 1985) oder indirekt
(Bootland et al., 1991) weitergegeben werden. Bei dem Weg der extra-ovum Ubertragung ist
die Wahrscheinlichkeit, dass es zu einer Infektion mit dem Virus kommt, deutlich geringer als
bei der intra-ovum Ubertragung, da es durch das umgebende Milieu zu einer Inaktivierung
des Virus kommen kann (Anon, 2003). Das Virus kann seine Stabilitat in Meerwasser bis zu
zwei Wochen bewahren. In SuRwasser kann das Virus bei 10 °C bis zu 70 Tage uberdauern,
mit steigenden Wassertemperaturen nimmt diese Zeitspanne aber deutlich ab (Toranzo &
Hetrick, 1982). Die horizontale Ubertragung beschreibt die Ubertragung von
Krankheitserregern zwischen Individuen einer Spezies oder auf eine andere empfangliche
Spezies. Bei der Betrachtung der horizontalen Ubertragungswege ist eine Vielfalt an
potentiellen Reservoiren und Vektoren erkennbar. Das wichtigste Reservoir stellen in
Fischfarmen gehaltene Fische dar (Anon, 2003). Aber auch Wildfische (Anon, 2003; Reno,
1999), Vogel (McAllister & Owens, 1992), Saugetiere (Sonstegard & McDermott, 1972),
andere mit Fischen zusammen gehaltene Spezies (Anon, 2003), Plankton (Mortensen et al.,
1990), Ektoparasiten (Anon, 2003), Sediment aus den Kafigen, Krebs- und Schalentiere
kdnnen als Reservoir angesehen werden. Ausrustungsgegenstande wie z.B. Netze, die
direkten Kontakt zu den Fischen haben, konnen als Vektoren dienen. Neben Netzen kdnnen
auch Gegenstande wie Behaltnisse, Fahrzeuge, Transportmittel, verwendete Maschinen und
Kéfige als unbelebte Vektoren betrachtet werden. Besonders hoch ist das Risiko einer
Ubertragung wenn Gegenstande gemeinschaftlich von verschiedenen Betrieben genutzt oder
fur mehrere Teiche oder Anlagen verwendet werden. Arbeitsprozesse innerhalb von Betrieben
wie z.B. Umsetzen oder Schlachtung der Fische, kdnnen zur Ausbreitung von IPNV beitragen
(Anon, 2003). Die Empfanglichkeit fur IPNV nimmt mit zunehmendem Alter der Fische ab.
Gewodhnlich wird mit einem durchschnittlichem Alter von 15-20 Wochen eine Resistenz
gegenuber klinisch erkennbaren IPNV-Erkrankungen erreicht (Dorson & Touchy, 1981).
Neben dem Alter spielt auch die Wassertemperatur eine wichtige Rolle. In Versuchen mit
Bachsaiblingen konnte gezeigt werden, dass die Mortalitat bei einer Temperatur von 5,5 °C im
Vergleich zu Versuchen bei 10 °C und 16 °C deutlich geringer ausfallt. Infektionen bei
niedrigen Wassertemperaturen treten verzogert auf und fuhren zu lang andauernden
Erkrankungen (Dorson & Touchy, 1981). Bei Wassertemperaturen von 10-14 °C treten
Mortalitdten am schnellsten und schwerwiegendsten auf (Frantsi & Savan, 1971), oberhalb

von 14 °C gehen sie deutlich zurtck.



3.1.3 Pathogenese:

Die Empfindlichkeit gegenlber IPNV kann zwischen den verschiedenen Spezies stark
variieren. Uber die Schleimhdute und Kiemen wird das Virus von vielen Fischen und
Schalentieren aufgenommen. Es ist bekannt, dass einige Arten in der Lage sind, eine IPNV
Infektion bis zu einer hohen Viruslast zu verbergen ohne eine klinische Symptomatik zu zeigen.
Bei Salmoniden ist das Zielgewebe des Virus das Pankreasgewebe. IPNV produziert
hauptsachlich Lasionen im Pankreas und der Darmschleimhaut (Roberts, 2012). In den Zellen
des exokrinen Pankreas kommt es zu Nekrosen und basophile, intrazytoplasmatische
Einschlisse werden erkennbar (Noga, 2010e). Aber auch die Nieren (Johansen & Sommer,
1995) und die Leber (Noguera, 2006) konnen betroffen sein. Die Variationen in der
Widerstandsfahigkeit gegentber IPN sind genetisch bedingt (Guy et al., 2009; Kjgglum et al.,
2008; Okamoto et al., 1993a). Beim Atlantischen Lachs wurde ein Quantitativer Trait Locus
(QTL), ein Abschnitt eines Chromosoms, identifiziert (Houston et al., 2008; Moen et al., 2009),
dessen Genprodukt essentiell fir die Aufnahme des Virus in die Zelle ist. Es handelt sich um
das epitheliale Cadherin1 (Cdh1). IPNV bindet an Cdh1 auf den Fischzellen und kann so tber
Endozytose in die Wirtszelle gelangen (LeCluyse et al., 2012). Durch eine Veranderung des
QTL und folglich auch von Cdh1 ist eine Aufnahme in die Zelle und dadurch eine Infektion
nicht moglich. Diese genetische Variation fihrt dazu, dass einige Fische fur IPNV nicht
empfanglich sind (Moen et al., 2015). Um die Anzahl an IPN Ausbrichen zu reduzieren,
wurden in den beiden letzten Jahrzehnten vor allem Tiere flr die Zucht selektiert, die eine
Widerstandsfahigkeit gegenliber IPNV zeigten. Welcher Mechanismus dieser Fahigkeit
zugrunde liegt, war aber unbekannt (Storset et al., 2007). Auch bei Regenbogenforellen war
es mdglich, eine resistente Fischlinie (RT-201) zu produzieren (Okamoto et al., 1993). Durch
Zlchtungen uber viele Jahre konnte gezeigt werden, das die Resistenz Uber Generationen
weitergegeben wird und erhalten bleibt. Dieser Fahigkeit liegen auch bei Regenbogenforellen

QTLs verschiedener Chromosomen zugrunde (Ozaki et al., 2007, 2001).

3.1.4 Klinik:

Klinische Symptome treten meist bei jungen Brutfischen in SiRwasser oder bei Junglachsen
in Salzwasser auf (Anon, 2003). Bei Junglachsen meist sechs bis zehn Wochen nach deren
Ubergang in Salzwasser (Smail et al., 1992). Die von einer IPNV Infektion verursachten

klinischen Symptome kdnnen vielfaltig sein und bei Brutfischen mit einer Mortalitat von bis zu



90 % eines Bestandes einhergehen. Die Mortalitdtsraten sind von einer Kombination
verschiedener Faktoren abhangig. Hierzu zahlen das Alter der Fische, die Virulenz des
jeweiligen Stammes, die Widerstandskraft des Wirtes, sowie die herrschenden
Umweltbedingungen. Bei einmonatigen Fischen werden Mortalitatsraten bis zu 45 % erreicht,
bei zweimonatigen bis zu 35 % und bei viermonatigen bis zu 7 % (Konstantinovich et al.,
2015). Altere Tiere kdénnen sich von einer Erkrankung erholen oder persistierend infiziert sein
ohne Symptome zu zeigen. So kdnnen sie zu unentdeckten Virustragern Gber lange Zeitrdume
werden (Smail & Munro, 2001), als Virusreservoir dienen und zu Virusausscheidern werden
(Ahne, 1983; Yamamoto, 1975). Ungewohnliche Verhaltensweisen (Spiralschwimmen),
Anorexie und abnormale Schwimmbewegungen werden bei jungen Brutfischen beschrieben
(Wood et al.,, 1955). Veranderungen am &ufReren Erscheinungsbild der Fische wie
Exophthalmus, geschwollene Abdomen, eine Dunkelfarbung der Haut und Petechien an der
ventralen Koérperoberflache und an den Flossen, genauso wie blasse Kiemen und Aszites,
werden ebenfalls zu den haufig auftretenden Symptomen gezahlt. Bei der Sektion ist die
ungewohnlich blasse Farbung von inneren Organen wie der Leber, Milz, Niere und Herz
erkennbar. Der Verdauungstrakt hat nur sehr wenig Inhalt und aus der Anal6ffnung der Tiere
treten weilliche Darmschleimhautteile aus (Roberts, 2012). Individuen, die eine Infektion mit
IPNV Uberleben, zeigen oft ein vermindertes Wachstum im Vergleich zu gleichaltrigen
gesunden Artgenossen (Lillehammer et al., 2013), genauso wie eine erhohte Anfalligkeit
gegenuber Sekundarinfektionen wie z.B. Herz- und Skelettmuskelentzindung (HSMI) (Smail
et al.,, 1992). Experimentell wurde festgestellt, dass eine IPNV Infektion aber auch eine
protektive Wirkung gegenuber anderen viralen Infektionen haben kann, z.B. bei der Infektiésen
Anamie der Salmoniden, einer Erkrankung von der vorwiegend Atlantische Lachse betroffen
sind (Johansen & Sommer, 2001). Im Vergleich zu gesunden Individuen gleichen Alters, findet
das Wachstum, sowie die Entwicklung des Reproduktionstraktes bei erkrankten Fischen
deutlich langsamer statt. Besonders bei mannlichen Tieren wurde dieses Phanomen
beobachtet (Lillehammer et al., 2013). Im Zuge der histologischen Untersuchung werden bei
solchen Tieren in den meisten Fallen Nekrosen der Darmmukosa, des Pankreas und der
Nieren sichtbar (Konstantinovich et al., 2015). Schon zwei Stunden nach der Infektion beginnt
in den Zellen eine Veranderung des Chromatins, was ein Kennzeichen flir Apoptose ist und in
der Folge zu den erkennbaren Zellnekrosen fuhrt (Roberts, 2012). In Regenbogenforellen war
im Gehirngewebe eine Vakuolenbildung nach einer akuten IPN Infektion erkennbar. Dies
kdnnte eine Erklarung fur die auftretenden abnormalen Schwimmbewegungen bei an IPN
erkrankten Fischen sein (Roberts & McKnight, 1976).



3.1.5 Diagnostik und Prophylaxe:

Zur Diagnosestellung von IPN koénnen verschiedene Verfahren angewendet werden. Die
Diagnose kann auf histologischen Untersuchungen, Virusisolation aus Zellkulturen,
serologischen Nachweisen mittels eines Enzyme-linked Immunosorbent Assay (ELISA)
(Nicholson & Caswell, 1982), Immuno-Fluoreszenz-Antikorper-Test (IFAT) (Jorgensen, 1974),
Immunhistochemie (IHC) (McAllister & Schill, 1986), Co-Agglutination (Yoshimizu & Kimura,
1985), Durchflusszytometrie (Saint-Jean et al., 1991), In-Situ- Hybridisierung (ISH) (Biering &
Bergh, 1996) oder auf Anwendung einer Reverse-Transkriptase-Polymerase-Kettenreaktion
(RT- PCR) (Lopez-Lastra et al., 1994) basieren. Es besteht keine Moglichkeit zur Therapie
erkrankter Fische. Die einzigen Moglichkeiten, um eine IPNV-Ausbreitung zu kontrollieren,
stellen DesinfektionsmaRnahmen und Quarantanevorkehrungen dar (Noga, 2010e). Als
sinnvolle vorbeugende Malinahmen, koénnen Untersuchungen der Elterntiere und des
Brutbestandes auf das Virus durchgefuhrt werden, um so eine Ausbreitung zu verhindern. Eier
von infizierten Elterntieren sollten sofort unschadlich vernichtet werden. Die Eier der anderen
Elterntiere sollten direkt nach der Befruchtung desinfiziert werden, um einer extra-ovum
Ubertragung vorzubeugen (Anon, 2003). IPNV zeigt eine Empfindlichkeit gegeniiber den
gangigen Desinfektionsmitteln z.B. lodophoren, wodurch die vertikale Ubertragung durch
Desinfektion der Fischeier zwar regulierbar, aber nicht vollstandig verhinderbar ist (Anon,
2003; Dorson et al., 1997). Die eigenen Wasserversorgungen der Eipartien kénnen als eine
weitere Sicherheitsvorkehrung angesehen werden. Um einer Verbreitung zwischen
verschiedenen Betrieben oder verschiedenen Becken eines Betriebes vorzubeugen, ist es
sinnvoll, alle verwendeten Geratschaften nach inrem Einsatz zu desinfizieren um das Virus zu
inaktivieren und an moglichst wenig verschiedenen Stellen einzusetzen. Da auch das Personal
als Vektor dienen kann, sollten auch hier Hygienemalinahmen, wie regelmafige Reinigung
und Desinfektion der Kleidung eingehalten werden. Tote und schwer erkrankte Fische sollten
unverzuglich entfernt werden, um die Virusausbreitung auf einem Minimum zu reduzieren
(Anon, 2003). Zusatzlich sollten Jungfische aus einer moglichst geringen Anzahl
unterschiedlicher Herkunftsbetriebe bezogen werden und auf eine nicht zu hohe
Populationsdichte geachtet werden (Murray & Peeler, 2005). Es existieren intraperitoneale und
orale Impfstoffe zur Immunisierung gegen das IPNV (Johansen et al., 2011), Unterschiede in

ihren Wirksamkeiten werden untersucht (Anon, 2003).
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3.2 Virale Hamorrhagische Septikamie (VHS):

3.2.1 Erreger und Verbreitung:

Die Virale Hdmorrhagische Septikdmie (VHS), auch als ,Forellenseuche® bekannt, ist eine
gefahrliche Erkrankung, die durch das Virale Hamorrhagische Septikamie Virus (VHSV)
hervorgerufen wird. Der urspringliche Name des VHSV war ,Egtved Virus® (Altara, 1963), da
in der Umgebung des gleichnamigen danischen Dorfes ein verlustreicher Ausbruch
beobachtet wurde. VHSV ist ein Novirhabdovirus, das zur Familie der Rhabdoviridae gehort
(Tordo et al., 2004). Rhabdoviren sind behillte (Smail & Snow, 2011) einzelstrangige
Ribonucleinsaure-Viren (ssRNA- Viren) mit negativer Polaritat (Schitze et al., 1999). Es sind
vier Genotypen des VHSV und deren Subgruppen bekannt (Einer-Jensen et al., 2005; Einer-
Jensen et al., 2004; Snow et al., 1999; Snow et al., 2004). Die in Europa gewonnen |solate
sind den Genotypen I-I1I zuzuordnen (Skall et al., 2005). In Kontinentaleuropa tritt der Genotyp
I auf (Skall et al., 2005), in Osterreich der Genotyp la (Toplak et al., 2010). Erste
Aufzeichnungen Uber VHS in Europa stammen aus den 1930er Jahren und stehen im
Zusammenhang mit damaligen schweren Verlusten von Regenbogenforellen (Schaperclaus,
1938). VHS tritt in Europa (Bellet, 1965; Besse et al., 1965; Ghittino, 1965; Miaczynski, 1965),
Nordamerika (Hopper, 1989) und Asien (Takano et al., 2000) auf. Das VHSV hat durch seine
gute Anpassungsfahigkeit ein weites Wirtsspektrum und kann sowohl Fische in SiRwasser,
wie auch Fische in Salzwasser infizieren (Kim & Faisal, 2011). Insbesonders sind von der
Erkrankung Regenbogenforellen in Aquakultur in Europa betroffen (Wolf, 1988c). Zunachst
wurde angenommen, dass VHS eine Erkrankung ist, die ausschlieBlich in SuRwasser
vorkommt und nur bei Regenbogenforellen auftritt. In den folgenden Jahren wurde diese
Annahme aber durch Nachweise des Virus bei in Salzwasser lebenden Spezies widerlegt
(Johansen et al., 2011). VHS spielt zwar bei Regenbogenforellen eine sehr bedeutende Rolle,
uber verheerende Ausbriche wurde aber auch bei Bachforellen oder Steinbutten
(Scophthalmus maximus) berichtet (Ross et al., 1994; Schlotfeldt & Ahne, 1988; Schlotfeldt et
al., 1991). Beispielsweise konnte das Virus neben den bereits aufgefiihrten Fischarten und
Hechten (Esox lucius), auch aus Pazifischen Heringen (Clupea harengus pallasi), Japanischen
Flundern (Paralichthys olivaceus), Konigslachsen (Oncorhynchus tshawytscha) oder
Pazifischen Seehechten (Merluccius productus) isoliert werden. Auf der Nordhalbkugel
konnten bisher Isolate von 82 unterschiedlichen Arten gewonnen werden (Skall et al., 2005).
Durch die vielen Nachweise bei marinen Fischarten, wird mittlerweile davon ausgegangen,

dass VHS Uberwiegend in Salzwasser lebende Fische betrifft und das Virus einen marinen
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Ursprung haben koénnte (Stone, Way, & Dixon, 1997). Die meisten Subgruppen von VHS
konnten nur bei in Salzwasser lebenden Fischarten nachgewiesen werden. Dadurch wird die
Annahme des marinen Ursprungs bekraftigt (Kim & Faisal, 2011). Aufgrund der Verteilung der
isolierten Genotypen scheinen diese eher eine geografische Beziehung, als eine Verbindung
zu den einzelnen Fischarten zu haben (Einer-Jensen et al., 2005, 2004; Snow et al., 1999;
Snow et al., 2004). Eine Infektion mit VHSV kann zu hohen Mortalitdten bei verschiedenen
Fischarten und zu einer groRen Beeintrachtigung des Handels in der Aquakulturindustrie
fuhren. Daher wird VHS, von der OIE als anzeigepflichtig und Gberwachungswirdig eingestuft.
Die Hauptziele der VHS-Uberwachung sind die Ausbreitung der Krankheit zu kontrollieren und
ihre Ausrottung zu bewirken (LaPatra et al., 2016). VHS wird in der Richtlinie 2006/88/EG in
Anhang IV Teil IT unter nicht exotische Krankheiten aufgeflihrt. In diesem Abschnitt wird genau
beschrieben wie die Kontrollen, Uberwachungen, das Inverkehrbringen von Fischen, die
Diagnostik oder die Bekampfung zu erfolgen haben (Richtlinie 2006/88/EG des Rates, 2006).

3.2.2 Ubertragung:

Die Ubertragung von VHSYV erfolgt horizontal. Das Virus wird von infizierten Tieren (iber deren
Urin und Ovarial- oder Samenflussigkeit freigesetzt (Skall et al., 2005; Wolf, 1988c) und heftet
sich an das Kiemenepithel oder die Haut des Empfangerfisches an (Chilmonczyk, Voccia, &
Monge, 1995). Fiir einen vertikalen Ubertragungsweg gibt es bis heute keinen Hinweis (Smail
& Snow, 2011). Ein Virusreservoir stellen latent infizierte Fische dar (Skall et al., 2005). So
sind Bachforellen zwar fir VHS empfanglich (Konrad, 1986), aufler bei Brutfischen und
Setzlingen werden bei dieser Art aber kaum klinische Erscheinungen beobachtet (De Kinkelin
& Gastric, 1982). Fische, die eine Infektion Uberstehen, kénnen zu lebenslangen Virustragern
werden (Toplak et al., 2010) und das Virus in die Umgebung ausscheiden (Neukirch, 1985).
Unerkannte infizierte Bachforellen (Wortberg, 2006) und auch Regenbogenforellen (OIE,
2013) stellen daher ein grofRes Risiko und Virusreservoir dar. In einigen Fallen von chronisch
infizierten Fischen kommt es zu einer nervalen Manifestation (Smail, 1999; Wolf, 1988c).
Durch Verhaltensanderungen, verminderte Motorfunktion und eingeschrankte Sicht werden
sie zu leichter Beute fur Fressfeinde. Auch dieser Effekt kann die Verbreitung des Virus
zusatzlich begunstigen (Snow et al., 2005). Fischegel stehen unter Verdacht als Vektoren zu
dienen und das Virus zu Ubertragen (Faisal & Richards, 2009). Eine weitere Moglichkeit ist die
orale Ubertragung, zu der es beim Verzehr von infizierten Beutefischen kommt (Ahne, 1980).

Auch fischfressende Voégel sind in der Lage als Vektoren zu fungieren und Viren in den
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Gewassern zu verbreiten (Kim & Faisal, 2011). An ihren Schnabeln kann das Virus bis zu
60 min lang haften und in ihren Kropfen war es mehr als 120 min nachweisbar (Peters &
Neukirch, 1986). Von den Ausscheidungen fischfressender Végel geht keine Gefahr aus, da
das Virus den Verdauungsvorgang aufgrund seiner Saureempfindlichkeit nicht Gberlebt (Rapp
& Brauer, 2010). Aber auch Personal und bei der Fischerei verwendete Geratschaften kdnnen
zu Vektoren werden. Weitere Ubertragungsméglichkeiten sind der Zukauf von Fischeiern, an
deren Oberflache das Virus haften kann, ebenso wie die Nutzung von Wasserquellen, die in
Verbindung mit Freigewassern stehen (de Kinkelin & Scherrer, 1970). Aulderhalb des Wirtes
hat das Virus in Meerwasser eine Haltbarkeit von vier Tagen (Hawley & Garver, 2008). In
SuRwasser dagegen bis zu 35 Tage bei 4 °C (Parry & Dixon, 1997). VHS wird als
Kaltwasserkrankheit angesehen, die Ausbriche treten vermehrt im Frihjahr (Witzigmann et
al., 1983) bei Temperaturen von 4-14 °C auf. Die hdchsten Mortalitaten sind bei Temperaturen
von 9-12 °C zu beobachten (OIE, 2009). Oberhalb von 16 °C Wassertemperatur sind die
klinischen Erscheinungen bei einer Erkrankung deutlich geringer ausgepragt. Dies kann dazu
fihren, dass VHS unerkannt bleibt, wenn es wahrend des Sommers zu einem Ausbruch
kommt oder bei Fischen auftritt, die bei hoheren Wassertemperaturen gehalten werden
(Schyth et al., 2012). Ab einer Temperatur von 20 °C und darUber hinaus, nimmt die
Pathogenitat des Virus deutlich ab (de Kinkelin & Scherrer, 1970). Faktoren wie das Alter der
Fische, die vorherrschende Wassertemperatur oder Stress, sind fur die Etablierung einer
Infektion mit VHSV entscheidend (Kim & Faisal, 2011). Bei tiefen Wassertemperaturen verlauft
die Erkrankung langsamer und das Virus ist langer im Organismus nachweisbar (bis zu 98
Tage nach der Infektion) (Jergensen, 2006a, 2006b), aber die Sterblichkeit steigt im Vergleich
mit Ausbrichen bei héheren Wassertemperaturen an. Die Virulenz des Genotyps und der
allgemeine Gesundheitszustand der Tiere sind ebenso entscheidend. Das Alter bzw. die
GrolRe der Fische spielt beim Infektionszeitpunkt eine wesentliche Rolle. So kann es bei jungen
Setzlingen zu Mortalitdtsraten bis zu 100 % kommen, altere Fische zeigen dagegen
Mortalitdtsraten von 25-75% (Meyers & Winton, 1995; Skall et al., 2005). Bei
Regenbogenforellen kdnnen zwar in allen Altersklassen Mortalitdten auftreten, jedoch sind
kleine Regenbogenforellen mit 0,3-3 g sehr empfanglich fir den Genotyp Ia und die damit
verbundenen Mortalitdten dementsprechend hoch. Die Inkubationszeit ist von den
herrschenden Wassertemperaturen und vorhandenen Virusdosis abhangig. Bei hoheren
Temperaturen kann sie 5-12 Tage betragen (OIE, 2009). In Studien mit Regenbogenforellen
von Roberts und Bellet zeigte sich, dass der Krankheitsverlauf bei Forellen, die alter als zwei

bis sechs Monate waren, deutlich milder war. Eine fast komplette Unempfanglichkeit
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gegenuber VHSV war bei Fischen zu verzeichnen, die mehr als zwei Jahre alt waren (Bellet,
1965; Roberts, 1978). Falle, in denen die Infektion von Wildfischen auf Zuchtfische Gbertragen
wurde, sind bekannt (Raynard et al., 2007; Skall et al., 2005). Uber den Infektionsweg von
Zuchtfischen auf Wildfische, liegen ebenfalls Dokumentationen vor (Lewisch & El-Matbouli,
2018).

3.2.3 Pathogenese:

VHS tritt in drei Formen auf: der akuten Form mit hohen Mortalitaten, der chronischen Form
mit niedrigeren Mortalitaten (Neukirch, 1985), und der nervalen Form, die mit ungleichmafigen
Schwimmbewegungen einher geht (Yasutake, 1975). Chronisch infizierte Fische werden meist
zu Virustragern, die Uber ihre Ausscheidungen Viren in die Umwelt entlassen (Neukirch, 1985).
Die Pathogene treten dann Uber die Kiemen (Chilmonczyk et al., 1995) und die Flossenbasis
(Harmache et al., 2006) in den Korper ihrer Wirte ein. Innerhalb der ersten vier Tage nach der
Infektion stellen die Endothelien von Niere und der Milz die Zielgewebe des Virus dar
(Brudeseth et al., 2002; Evensen et al., 1994; Hoffmann et al., 1979; Yasutake & Rasmussen,
1968). Aber auch in Melanomakrophagen kann das Virus nachgewiesen werden (Brudeseth
et al., 2002). Sie werden vor allem aktiv in der Niere von VHSV infiziert, setzen dort Granula
frei, was zur Lyse der Nierenzellen fuhrt. Folglich kommt es zu Nekrosen und Degenerationen
der fur die Blutbildung wichtigen Strukturen der Niere (Roberts, 2012). Die Virusvermehrung
findet hauptsachlich in den Endothelien der Kapillargefalde statt, was zu inneren Blutungen in
Organen und Muskeln fihrt. Zusatzlich kommt es auch in blutbildenden Geweben, in
Leukozyten und Nephronen zur Virusvermehrung (Essbauer & Ahne, 2001). In den meisten
Fallen geblUhrt der letale Ausgang der Infektion einer Verschiebung des osmotischen
Gleichgewichtes (Essbauer & Ahne, 2001).

3.2.4 Kilinik:

Auftretende klinische Symptome sind unspezifisch und kénnen alleine oder in Kombination mit
mehreren Symptomen auftreten. Zu ihnen zahlen abnormale Schwimmbewegungen,
lethargisches Verhalten (wie Stehen am Beckenrand), Blutungen an der Flossenbasis und
dem augenumgebenden Bereich, blasse Kiemen, petechiale Blutungen der Haut (Yasutake,
1975), Verdunkelungen der Haut, Exophthalmus , eine aufgedunsene Erscheinung und

flussigkeitsgefillte Abdomen. Die nervale Form zeigt sich durch ungewdhnliches Verhalten
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und abnorme Bewegungen. Dazu gehéren Schwimmbewegungen, bei denen sich der Fisch
um seine Langsachse dreht, sowie blitzschnelle und plétzlich aufschnellende Bewegungen
(Roberts, 2012). Auch Krampfe kdnnen auftreten (Dale et al., 2009). Histologisch kénnen
Blutungen im Fettgewebe, im Mesenterium (Roberts, 2012) und im Gehirn erkennbar sein
(Essbauer & Ahne, 2001). Blutungen sind auch in der Schwimmblasenwand und anderen
Organen moglich und als herdformige Erythrozyteninfiltrationen zwischen Muskelbindeln und
auch Muskelfasern typischerweise auffindbar (Yasutake, 1975). Bei der Sektion infizierter
Fische gelten solche kommaférmigen Blutungen im Filet als deutlicher Hinweis auf die
Krankheit. Eine allgemeine Blutarmut, Schwellung der parenchymatdsen Organe und Ascites
fallen auf. Der Gastrointestinaltrakt enthalt keine Nahrungsriickstdnde und bei der nervalen
Form ist Uber die Histologie eine nicht- eitrige Enzephalitis darstellbar (Hoffmann, 2005). Die
Leber kann blassgrau bis gelblich grau erscheinen. Fokale Nekrosen kdnnen erkennbar sein
und die Zellkerne der Hepatozyten verkimmert mit kdrnig verandertem Chromatin. In den
intrahepatischen Gallengangen kénnen Ansammlungen von hyalinem Material sichtbar sein
(Roberts, 2012). lhre Sinusoide sind oft geweitet in Kombination mit Vakuolisierungen der
Hepatozyten. Die Nierengewebe weisen Nekrosen der Tubulusepithelien und des Interstitiums
auf. Die Glomerula erscheinen geringgradig geschwollen. Je nach Erkrankungsstadium sind
diese Organveranderungen mehr oder weniger weit fortgeschritten (Yasutake, 1975).
AuRerlich erscheinen die Nieren hyperamisch und geschwollen. Auch entziindliche
Veranderungen des Darmes konnen auftreten (Roberts, 2012). In manchen Fallen kann auch
eine Degeneration der Herzmuskelfasern und eine lymphozytare Myokarditis zu beobachten
sein (Hoffmann, 2005). Bei experimentell infizierten Felchen konnten auch Veranderungen des
Pankreas und der Nebennierenrinde nachgewiesen werden (Yasutake & Rasmussen, 1968).
Das Virus schadigt die Endothelzellen, was zu Blutungen in den verschiedenen Organen und
in der Skelettmuskulatur fihrt und so das im Koérper zirkulierende Blutvolumen dramatisch
vermindert (De Kinkelin et al., 1979; Liversidge & Munro, 1978; Smail, 1999; Yasutake &

Rasmussen, 1968).

3.2.5 Diagnostik und Prophylaxe:

Die Diagnose kann durch die Interpretation klinischer Symptome und histopathologischen
Veranderungen, in Kombination mit verschiedenen Nachweisverfahren, wie einer
Virusanzucht in einer Zellkultur erfolgen. Andere Mdoglichkeiten sind der Virus-

Neutralisationstest (VNT) (Hoppe & Wernery, 1985), Immunofluoreszenztechniken (IFT)
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(Witzigmann et al., 1983), ELISA (Cossarini-Durnier, 1985) oder RT-PCR (Bruchhof et al.,
1995). Die RT-PCR stellt eine hoch spezifische Technik dar, die im Vergleich mit anderen
Techniken am schnellsten zur Diagnose flihrt (Bruchhof et al., 1995; @ye & Rimstad, 2001;
Winton & Einer-Jensen, 2002). Die Untersuchungen werden in den zustandigen nationalen
Referenzlaboratorien durchgefuhrt, die Methodik ist innerhalb der EU genau festgelegt
(Durchfuhrungsbeschluss 2015/1554 zur Richtlinie 2006/88 EG). Je nach Grole des Fisches
werden dazu unterschiedliche Organproben entnommen. Sowohl fir die routinemaRige
Uberwachung, als auch fiir die Falle des Seuchenverdachts und -ausbruchs, sind die
Haufigkeit der Probennahme und die Anzahl der beprobten Fische genau festgelegt. Fir die
routinemaRige Uberwachung auf Seuchenfreiheit sind diese Parameter von der Art des
Betriebes und des zugeordneten Risikoniveaus abhangig (FLI, 2017). Derzeit sind keine
Medikamente fur eine Behandlung von VHS verfigbar (Kim & Faisal, 2011) und waren aus
seuchenrechtlichen Grinden auch nicht anwendbar. Umso wichtiger sind daher zur
Bekampfung wirkungsvolle prophylaktische Malinahmen, die in einem betrieblichen
Hygienekonzept festgelegt werden. Ein wichtiger Schritt um die Ausbreitung der Viren zu
minimieren, ist die korrekte Anwendung von Desinfektionsmitteln bei der Reinigung von
samtlichen benutzten Geratschaften und Ausristungen (Parry & Dixon, 1997). VHSV reagiert
empfindlich auf Desinfektionsmittel wie Chlor, lodophore, Natronlauge, Formalin oder
Hydrochlorid (Smail, 1999; Wolf, 1988). Genauso wichtig wie die Reinigung und Desinfektion
von Gegenstanden, ist das Wechseln und Reinigen der Kleidung des Personals. Grundsatzlich
sollte, soweit mdglich, darauf geachtet werden, dass jegliche verwendeten Gegenstande und
auch das Personal an moglichst wenig verschiedenen Betrieben, Anlagen oder Becken zum
Einsatz kommen. So kdénnen einige Ubertragungswege umgangen werden. Auch das
einkommende Wasser kann kontaminiert sein und eine Infektionsquelle darstellen. Eine
Mdglichkeit dem vorzubeugen kdnnte sein, das Wasser einer ultravioletten Strahlung im
Bereich von 280-200 nm Wellelenlange auszusetzen (Parry & Dixon, 1997). Oder die
Empfindlichkeit des Virus gegenuber hohen Wassertemperaturen auszunutzen und das
Wasser auf eine Temperatur oberhalb von 20 °C zu erwarmen (Kurita et al., 2002). Diese
Methoden sind in der Ublichen Praxis jedoch kaum anwendbar. VHSV wird in Salzwasser
deutlich schneller inaktiviert als in SiRwasser. Wo es die Gegebenheiten zulassen, ware daher
eine Vermischung von SiRwasser mit Salzwasser auch eine Méglichkeit um gegen das Virus
zu intervenieren (De Kinkelin et al., 1995). Wasser aus Betrieben, die von VHS betroffen sind,
sollte nicht unbehandelt in die Umwelt entlassen werden und Fischeier sowie Fische moglichst

nur aus kontrollierten freien Bestanden zugekauft werden. Da fischfressende Vogel auch als
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Vektoren dienen koénnen, sollten fischhaltende Anlagen gegeniber diesen Fressfeinden
abgeschirmt werden. Zum Schutz gegen VHSV wird an verschiedenen Impfstoffen geforscht.
Je nach Impfstoff ist eine orale, intramuskulare, intraperitoneale Verabreichung méglich oder
auch eine Verabreichung tiber Tauchbader (De Kinkelin & Bearzotti, 1981; Lecocg-Xhonneux
et al., 1994; Lorenzen et al., 1993).

3.3 Infektiose Hamatopoetische Nekrose (IHN):

3.3.1 Erreger und Verbreitung:

Die Infektiose Hamatopoetische Nekrose (IHN) ist eine durch das Infectious Hematopoetic
Necrosis Virus (IHNV) hervorgerufene Erkrankung der Salmoniden. Genauso wie das VHSV
gehort IHNV in die Familie der Rhabdoviren und in die Gattung der Novirhabdoviren (Dixon et
al., 2016). Bei IHNV handelt es sich um ein behilltes negativ Einzelstrang RNA- Virus (ssRNA-
Virus). Sein RNA Genom codiert sechs Proteine. Von IHNV sind drei Hauptgenotypen
bekannt. Die Upper (U), Middle (M) und Lower (L) Genotypen. Sie sind hauptsachlich an der
Westkiste Nordamerikas verbreitet (Kurath et al., 2003). Die in Europa und Asien
gewonnenen Isolate bilden die Genotypen E und J (Enzmann et al., 2010; Nishizawa et al.,
2006). Insgesamt sind also funf Genotypen bekannt. Urspriunglich stammt IHNV aus dem
westlichen Nordamerika. Von dort aus verbreitete es sich bis nach Asien und Europa (Dixon
et al.,, 2016). In Europa wurde IHN erstmals im Jahr 1987 in Italien und Frankreich
diagnostiziert (Baudin-Laurencin, 1987; Bovo et al., 1987). Osterreichweit wurde Uber
Ausbriche von IHN bisher nur bei in Aquakultur gehaltenen Fischen berichtet, in anderen
europaischen Landern auch bei wildlebenden Salmoniden (Dixon et al., 2016). Fir IHNV ist
eine Vielzahl von Salmonidenarten empfanglich. Darunter auch die beiden in der
Aquakulturindustrie am meisten produzierten Fischarten, der Atlantische Lachs und die
Regenbogenforelle (Dixon et al., 2016). Empfangliche Arten werden von der OIE und in der
Richtlinie 2006/88 EG gelistet. Neben dem Atlantischen Lachs und der Regenbogenforelle
gelten beispielsweise auch Bachforellen, Bachsaiblinge, Amerikanische Seeforellen (Salmo
namaycush), Pazifische Heringe, europaische Aale (Anguilla anguilla), Hechte oder Steinbutte
als empfanglich (OIE, 2019a). Dem Bachsaibling kommt hierbei als symptomloser Virustrager
und Ubertrager eine besondere Bedeutung zu (Pilcher & Fryer, 1980). Dennoch scheint er in
der Liste der empfanglichen Arten der Richtlinie 2006/88 EG nicht auf, dies soll aber mit der
Umstellung auf das neue Tierschutzgesetz (EU2016/429) geéndert werden. Uber

Krankheitsausbriiche wurde in Europa bisher hauptsachlich bei Regenbogenforellen berichtet
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(Enzmann et al., 2010). Hohe Mortalitatsraten treten meist bei mit IHNV infizierten Britlingen
und Setzlingen auf. Auch altere Tiere sind fiur IHNV empfanglich, jedoch sind hier die
Mortalitatsraten deutlich niedriger (Wortberg, 2006). Von all den aufgelisteten Arten wurde
zwar das Virus isoliert, jedoch weisen nicht alle empfanglichen Tiere eine zu IHN passende
oder gar keine Klinik auf (Bergmann et al., 2003; Dorson et al., 1987; Jgrgensen et al., 1994;
OIE, 2019; Reschova et al., 2008). So stellen sie eine grol’e Gefahr dar, da sie als
symptomlose Ubertrager fungieren koénnen. Besonders wichtig ist das Wissen (ber
symptomlose empfangliche Arten flr den Handel mit Tieren oder tierischen Produkten, um
eine unbewusste Ausbreitung des Virus in als IHN frei geltende Gebiete zu verhindern.
Genauso wichtig ist dieses Wissen aber auch, um Uberwachungsprogramme an die Arten
entsprechend anpassen und den Freiheitsstatus oder einen Pathogeneintrag detektieren zu
kénnen (Dixon et al., 2016). IHN gehdrt zu den anzeigepflichtigen Erkrankungen der Liste Il in
Anhang IV nach Richtlinie 2006/88/EG, die jegliches Vorgehen in Bezug auf die Uberwachung
und Bekampfung dieser Krankheit vorgibt (Richtlinie 2006/88/EG des Rates).

3.3.2 Ubertragung:

IHNV wird Uber die aulere Schleimschicht der Fische, Uber Ovarialflissigkeit und
Samenflussigkeit (Amend, 1975; Arkush et al., 2004; Lapatra et al., 1989; Meyers et al., 2003;
Mulcahy, 1987; Mulcahy et al., 2006), genauso wie uber Kot (Nishimura et al., 1988) und Urin
(Bootland & Leong, 1999; Wolf, 1988b) in die Umwelt freigesetzt. Eine Freisetzung Uber
Ovarial- oder Samenflussigkeiten findet bei Virustragertieren statt (Kim et al., 1999). Die
Ubertragung von IHNV erfolgt horizontal, hauptsachlich Uber Wasser oder tiber die Aufnahme
von infiziertem Futter. Als Vektoren kdnnen Personen, verwendete Geratschaften (Dixon et
al., 2016), Eintagsfliegen (Shors & Winston, 1989), Wirbellose, Fischparasiten (Pietsch et al.,
1977; Yamamoto et al., 1989) oder fischfressende Voégel (Dixon et al., 2016) fungieren. Die
Existenz einer vertikalen Ubertragung intra-ovum wird diskutiert (Yoshimizu et al., 1989). Uber
unzureichend desinfizierte Eier, die das Virus auf ihrer Oberflache tragen, kann die Krankheit
jedoch Ubertragen werden (Roberts, 1993). Werden infizierte Fische stressigen Situationen
ausgesetzt, beispielsweise beim Umsetzen oder Transport, kann es zu einer vermehrten
Schleimproduktion kommen und die Virussauscheidung explosionsartig ansteigen (Dixon et
al., 2016). Als Eintrittspforte dienen dem Virus die Kiemen und die Basis der Flossen (OIE,
2019a). Beim Verzehr von infiziertem Fisch, kann das Virus aber auch Uber den Darm

aufgenommen werden (Dixon et al., 2016). Experimentell konnte das Virus bei Brutfischen und
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Setzlingen ein bis zwei Tage post infectionem (p.i.) vor allem aus Kiemenepithelien, Haut,
Maulregion, Pharynx, Speiseréhre und Pylorusblindsacken nachgewiesen werden. Drei bis
vier Tage p.i. war das Virus vermehrt in den Nieren, der Milz, der Leber, dem Thymus, den
Muskeln und auch den Knorpeln detektierbar. In Herz, Pankreas oder Hirn wurde es an Tag
funf p.i. gefunden (Brudeseth et al., 2002; Drolet et al., 1994; Yamamoto et al., 1990;
Yamamoto & Clermont, 1990). Das Virus wurde ebenso aus Blut und Leukozyten in den Nieren
nachgewiesen, wobei vermutet wird, dass Leukozyten zur Ausbreitung im Korper dienen
(Chilmonczyk & Winton, 1994). Erste Todesfélle traten funf Tage p.i. auf. Versuche mit
Kdnigslachsen zeigten, dass Infektionen mit IHNV bereits nach einer Minute in virushaltigem
Wasser entstehen kdnnen (Foot et al., 2006). In Salzwasser ist das Virus bis zu drei Tage
stabil (Garver et al., 2013) und in SuRwasser bis zu 25 Tage (Toranzo & Hetrick, 1982). IHNV
kann von speziellem Gestein, Porzellanerde und Lehm aufgenommen werden und so bei
niedrigen Temperaturen bis zu neun Wochen lang infektids bleiben (Yoshinaka et al., 2000).
Ob es zu einem klinischen Ausbruch kommt, ist von der Fischart, dem Alter der Tiere, dem
Korpergewicht, deren allgemeinen Gesundheitszustand, dem Virusstamm, aber auch von den
herrschenden Umweltfaktoren, besonders von Temperatur und Salzgehalt des Wassers,
abhangig. Alle Ausbriche in Europa traten ausschlieBlich in StBwasser auf (Dixon et al.,
2016), genauso wie die meisten Falle in Nordamerika (Armstrong et al., 1993; Garver et al.,
2013; St-Hilaire et al., 2002). Eine Wassertemperatur von 8-14 °C begunstigt Ausbriiche
(Bootland & Leong, 1999; OIE, 2019), bei Temperaturen von Uber 15 °C waren keine
Ausbriche zu verzeichnen (Lapatra, 1998). Sind die Wassertemperaturen bei 10 °C oder
niedriger, kommt es zu einer verlangerten Inkubationszeit und zu einem hoheren Anteil
chronischer Verlaufsformen. Im Gegensatz dazu Uberwiegen bei Wassertemperaturen
oberhalb von 10 °C akute Krankheitsbilder mit einer geringeren Mortalitat (Roberts, 2012). Bei
infizierten Regenbogenforellen mit 1 g Kdrpergewicht kann die Mortalitdt bis zu 100 %
betragen, bei einem Kdrpergewicht von 8 g bis zu 90 % und bei einem Kérpergewicht von 25 g
bis zu 85 % (Kasai et al., 1993). Besonders betroffen sind Tiere bis zu zwei Monaten, bei
alteren Individuen treten kaum Symptome auf (Lapatra, 1998). Hybridfische zeigten im
Vergleich zu Fischen, deren Eltern der gleichen Rasse angehéren, eine vermehrte
Widerstandskraft gegenlber IHN (Lapatra et al., 1993; Parsons et al., 1986). Werden die
Fische Stress ausgesetzt, beispielsweise durch zu hohe Belegdichten, Futtermangel (Follett
& Burton, 1995), sauerstoffarmes Wasser, hohe Eisen- (Follett et al., 1987) oder
Kupfergehalte im Wasser oder durch Manipulationen, sinkt ihre Immunantwort und ihre

Empfanglichkeit gegenliber IHNV steigt an (Hetrick et al., 1979). Hat ein Fisch eine Infektion
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mit IHNV Uberstanden, wird er zu einem symptomlosen Virustrager und mit der sexuellen Reife
auch zu einem Ausscheider (Bootland & Leong, 1999). Bei Uberlebenden Fischen sind
Antikérper gegen IHNV nachweisbar (Essbauer & Ahne, 2001). Subklinisch infizierte stellen
eine besondere Herausforderung dar. Unerkannt tragen sie in einem grolden Ausmal} zur
Virusausbreitung bei (Dixon et al.,, 2016). Zusatzlich sind sie durch ihre niedrigen
Viruskonzentrationen im Vergleich zu klinisch erkrankten Fischen mit den angewandten
Uberwachungsprogrammen schwierig zu identifizieren (Miller et al., 1998). So kénnen auch in
regelmafig beprobten Fischfarmen subklinische Virustrager Uber lange Zeit unentdeckt
bleiben und eine Gefahr fur den gesamten Bestand und Wildfischpopulationen darstellen. Von
wildlebenden Salmonidenpopulationen in Nordamerika ist bekannt, dass in ihnen IHN
endemisch ist (OIE, 2019a). Im Gegensatz dazu kommt IHNV in europaischen
Wildfischbestanden nicht endemisch vor. Meist erfolgt die Ubertragung durch den Kontakt zu
Fischen aus Farmen oder deren Abwassern. Von Ubertragungen von Wildfischbestanden auf
Fische in Aquakultur sind jedoch keine Falle bekannt. Die Virusquelle flr Farmfische sind meist

aus als frei von IHN geltenden Betrieben zugekaufte Tiere oder Fischeier (Dixon et al., 2016).

3.3.3 Kilinik und Pathogenese:

Kommt es zu einem Ausbruch, sind neben variierenden Mortalitaten klinische Symptome wie
eine Dunkelverfarbung, Blutungen der Haut (meist ventral der Seitenlinie), der Flossenbasis,
um die Maulregion und in den Augen, blasse Kiemen, Exophthalmus und ein aufgetriebener
Kérper aulierlich erkennbar (Wortberg, 2006). Aus dem Rektum kann auch schleimiges
Material hangen, das als Pseudofaeces bezeichnet wird. Bei perakut verlaufenden
Todesfallen, fehlen all diese Symptome. Zusatzlich kommt es zu Verhaltensanderungen wie
Absondern vom Schwarm (FLI, 2017), Anorexie und sich abwechselnde Phasen von
gesteigerter Aktivitat und vermehrter Schlafrigkeit. Bei sehr jungen Tieren kénnen auch
Blutungen in den Dottersack sichtbar werden (Bergmann & Fichtner, 2008). Die Klinik kann
bei alteren Fischen, die infiziert wurden, komplett fehlen (Roberts, 2001; Wolf, 1988a). Die
Virusvermehrung findet in den Endothelzellen der KapillargefalRe statt (Essbauer & Ahne,
2001). Das fuhrt zu punktférmigen Blutungen, die bei der Sektion in Fettgewebe,
Schwimmblase, Hirnhauten, Mesenterium und Perikard erkennbar werden (Roberts, 2012).
Auffallend sind auRerdem Befunde wie eine allgemeine Anamie, Ascites, sowie blasse Nieren,
eine blasse Leber und Milz (OIE, 2019a). Im Gastrointestinaltrakt sind kaum

Nahrungsrickstande auffindbar. Der Inhalt von Magen und Darm kann auch fadenziehend,
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klar und weifilich bis leicht gelb sein. Bei liberlebenden Individuen sind haufig Verformungen
der Wirbelsaule erkennbar (Hoffmann, 2005; Roberts, 2001; Spickler, 2003). Histologisch sind
deutliche Nekrosen der Nieren, der Bauchspeicheldriise, der Nebennierenrinde, der Leber und
in manchen Fallen auch ein nekrotischer Thrombus im Herzen sichtbar. Ein
pathognomonisches Anzeichen fir IHN sind laut Roberts Nekrosen von eosinophilen
Granulozyten in der Darmwand (Roberts, 2012). Als eigentliche Todesursache wird eine
Stérung der osmotischen Verhéltnisse angesehen, in deren Folge es zu Odembildungen
(Essbauer & Ahne, 2001) und Blutungen kommt (OIE, 2019a).

3.3.4 Diagnostik und Prophylaxe:

Zur Kontrolle klinischer Ausbriche und Krankheitsausbreitung, werden diagnostische
Uberwachungsmethoden eingesetzt. Da es sich um eine anzeigepflichtige Fischseuche
entsprechend der Richtlinie 2006/88 EG handelt, ist das Vorgehen zum Feststellen der
Seuche, sowie zum Erhalt und Erlangung der Seuchenfreiheit genau festgelegt. Es dirfen
Sammelproben von bis zu zehn Fischen angefertigt werden. Wichtig ist dabei, dass die Proben
bei einer moglichst tiefen Temperatur, aber auf jeden Fall von unter 14 °C genommen werden.
Zur Beprobung kénnen Milz, Herz, Gehirn und Nieren verwendet werden. Am besten lasst sich
IHNV wahrend der akuten Infektionsperiode oder in einem kurzen Zeitraum danach isolieren
(Wortberg, 2006). Eine Mdglichkeit IHNV nach zu weisen, ist die Virusisolation in einer
Zellkultur mit einer anschliefenden immunologischen oder molekularen Identifikation (OIE,
2019a). Da mit molekulargenetischen Methoden die Untersuchungsergebnisse viel schneller
erhalten werden kdnnen als mit der Zellkultur, werden haufig RT-PCRs eingesetzt. Eine
Untersuchung der gebildeten Antikorper allein ist nicht ausreichend (OIE, 2001), da es
zwischen den Antikérpern gegen VHS und IHN bis zu einem gewissen Grad zu
Kreuzreaktionen kommen kann (Jorgensen et al., 1991). Wie auch bei VHS, gibt es bei IHN
keine Therapiemoglichkeiten. Daher ist eine wirkungsvolle Prophylaxe gegen IHN besonders
wichtig. Wie VHSV sind auch IHNV empfindlich auf die sie umgebenden Umweltbedingungen.
So konnen die auf den vorherigen Seiten unter VHS beschriebenen vorbeugenden
Hygienemalnahmen und Sicherheitsmallnahmen auch fir die IHNV-Prophylaxe angewendet
werden. IHNV kann mit gangigen Desinfektionsmitteln und durch Trocknung von
Gegenstanden schnell inaktiviert werden (Wolf, 1988b). Abwasser aus Farmen sollten nicht
unbehandelt in die Natur entlassen werden, um Wildfischbestande durch IHNV nicht zu

gefahrden. Zukaufe von lebenden Tieren und Eiern sollten nur aus als frei von IHN
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kategorisierten Zuchtbetrieben getatigt werden. Eine weitere MaRnahme im Kampf gegen IHN
ist die Entwicklung von Impfstoffen gegen IHNV zur Immunisierung in einem frihen
Lebensabschnitt. Die Impfstoffe kdnnen tGber Immersionsbader (Ellis, 1988a; Obach & Baudin
Laurencin, 1992; Tatner & Manning, 1983), oral, per Injektion (Ellis, 1988; Johnson et al., 1982)
oder nasal eingegeben werden (Salinas et al., 2015; Tacchi et al., 2014). In Studien wurde
gezeigt, dass eine absichtliche Infektion junger Fische mit einem nicht letalen IPNV oder die
Verabreichung von Polyinosinic Polycytidylic Saure (Poly(1:C)) zu einer Interferonaktivierung
fuhrt. Dadurch steigert sich der antivirale Immunstatus. Bei anschlieienden Infektionen mit
IHNV hatten die Tiere eine starkere Immunitat entwickelt als nicht vorbehandelte
Vergleichsgruppen, was an den deutlich geringeren Mortalitatsraten erkennbar war. Aufgrund
der gewonnenen Erkenntnisse Iasst sich vermuten, dass dieses Vorgehen auch gegeniber
anderen Pathogenen von Vorteil sein kdnnte und die Anwendung in Zukunft Potential haben
kdénnte (Kim et al., 2009).

4 Bakterielle Erkrankungen:

4.1 Furunkulose:

4.1.1 Erreger und Verbreitung:

Die unter dem Namen Furunkulose bekannte Erkrankung, ist eine weltweit verbreitete und
durch ihren permanenten Einfluss auf die Salmonidenproduktion, eine der wohl am
ausfihrlichsten untersuchten Krankheiten bei Fischen (Gudmundsdottir, 1998). Der Erreger
der typischen Furunkulose ist das Bakterium Aeromonas salmonicida subsp. salmonicida. A.
salmonicida subsp. salmonicida gehért zu der Gattung der Aeromonaden. Erste
Aufzeichnungen zu diesem Erreger im Zusammenhang mit aufgetretenen
Furunkuloseerkrankungen bei Salmoniden stammen aus dem Jahr 1890 von deutschen
Forschern (Emmerich & Weibel, 1890) . Es handelt sich um ein gram-negatives, Katalase und
Oxidase positives, nicht bewegliches, nicht sporenbildendes und fakultativ anaerobes
Bakterium (Griffin et al., 1953). Im Gegensatz zu den anderen Mitgliedern seiner Gattung,
produziert es kaum bis gar kein Gas, daflir aber ein charakteristisches braunliches Pigment
(Griffin et al., 1953) und extrazelluldare Proteine (Munro, 1982). Neben der typischen
Subspezies A.salmonicida subsp. salmonicida, werden mittlerweile vier weitere als atypisch
bezeichnete Sub-Spezies aufgeflihrt. Zu diesen zahlen die Supspezies achromogenes,

masoucida, smithia und pectinolytica, sowie solche, die keiner dieser Supspezies zugeordnet
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wurden (Holt et al., 1994; Wiklund & Dalsgaard, 1998). Die Unterscheidung der Subspezies
erfolgt anhand ihrer verschiedenen biochemischen und molekularen Eigenschaften (Austin et
al.,, 1998). Biochemisch sind vor allem das langsamere Wachstum und die erst spat
eintretende  Pigmentproduktion  charakteristisch  (Wiklund & Dalsgaard, 1998).
Furunkulosefalle treten sowohl in StiRwasser als auch in Salzwasser, sowohl bei in Aquakultur
gehaltenen Fischen als auch bei Wildfischen auf (Johansen et al., 2011). A. salmonicida hat
ein breites Wirtspektrum, das neben Salmoniden auch andere Fischfamilien und -arten
umfasst (Wiklund & Dalsgaard, 1998). Infektionen mit atypischen A. salmonicida subsp.
konnten bei Uber zehn verschiedenen Salmonidenarten nachgewiesen werden (Wiklund &
Dalsgaard, 1998). Vor allem Arten, die der Familie der Salmoniden angehdren, beispielsweise
der Atlantische Lachs, Arten der Gattung Saibling (Salvelinus sp.), Regenbogenforellen oder
Bachforellen, stellen empfangliche Wirte dar (McCarthy, 1977). Aber auch innerhalb der
Familie kann ihre Empfanglichkeit stark variieren. So sind zum Beispiel Saiblinge und
Bachforellen deutlich empfanglicher gegeniber Furunkulose als Regenbogenforellen.
Jungfische reagieren grundsatzlich empfindlicher als ausgewachsene Vertreter der jeweiligen
Arten (Engelking, 1999).

4.1.2 Ubertragung:
Die Ubertragung des Bakteriums erfolgt horizontal Uber Wasser (Johansen et al., 2011;

McCarthy, 1977a). Es kann von gesund erscheinenden Tragertieren, die eine Infektion
uberlebt haben, Uber deren Fakalien ins Wasser abgegeben werden (Noga, 2010a). Infizierte
weibliche Fische tragen das Bakterium in den Ovarien und scheiden es schlie8lich mit den
Eiern, auf deren Oberflache aus (Engelking, 1999). Eine vertikale Ubertragung konnte nicht
nachgewiesen werden (Bullock & Stuckey, 1987). Auch klinisch erkrankte oder tote Fische,
genauso wie verwendete Ausrustungsgegenstande, bakterienbeinhaltende Fischexkremente,
Sediment und Schlamm kdnnen Bakterien beherbergen und zu einer Infektionsquelle werden
(McCarthy, 1977). Eine orale Ubertragung wird ebenso diskutiert (McCarthy, 1977a; Rose et
al., 1989), wahrend Ubertragungen durch direkten Hautkontakt gesichert sind. Eine
Ubertragung durch lebende Vektoren wie einzellige Ciliaten scheint ebenfalls mdglich (King &
Shotts, 1988). Durch die Ruptur der Furunkel erkrankter Tiere, werden infektidse Bakterien ins
Wasser freigesetzt (Engelking, 1999). In Versuchen mit Atlantischen Lachsen konnte ermittelt
werden, dass die mittlere Ausscheidungsrate von A. salmonicida eines erkrankten Tieres bei

1.7 x 108 koloniebildenden Einheiten (cfu) pro ml und Stunde liegt. Mortalitaten traten jedoch
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schon auf, wenn Tiere einer Konzentration von ungefahr 3 x 10* cfu pro ml und Tag ausgesetzt
wurden (Rose et al., 1989). Die Inkubationszeit variiert mit der Wassertemperatur und kann
zwischen vier und zwdlf Tagen liegen. Bei Temperaturen unter 8 °C ftritt die Erkrankung mit
klinischen Symptomen nur selten auf (Engelking, 1999). Die Mdglichkeit einer vertikalen
Ubertragung wird als unwahrscheinlich angesehen, da die Uberlebensdauer der Bakterien auf
der Eioberflache zu kurz ware um den Jungfisch zu infizieren (Bullock & Stuckey, 1987). Auf
wie viele Tiere die Infektion Ubertragen wird, hangt proportional mit der Anzahl und Dichte der
in diesem Gewasser lebenden empfanglichen Wirtstiere zusammen (Murray, 2009). Die
Stabilitat des Bakteriums liegt in Salzwasser bei circa zehn Tagen (Rose et al., 1990), in
SuRwasser bei 20 Tagen und in Brackwasser sogar bei bis zu 26 Tagen (Hirvela-Koski, 2005).
Andere Autoren geben leicht abweichende Uberlebenszeiten an; jedenfalls sind diese von
Beschaffenheit und Qualitdt des Gewassers abhangig. So spielt beispielsweise das
Vorhandensein von sandigem Sediment fir die Uberlebensdauer in Gewéassern eine Rolle
(Michel & Dubois-Darnaudpeys, 1980). An den Sandpartikeln kénnen Aminosauren,
Huminsauren und Bakterienzellen angelagert werden und so eine bakterienfreundlichere
Umgebung geschaffen werden (Sakai, 1986). Im Gewebe toter Fische konnte A. salmonicida
subsp. salmonicida noch 32 Tage nach deren Tod nachgewiesen werden (McCarthy, 1977).
Experimentell konnte gezeigt werden, dass A. salmonicida subsp. salmonicida in Wasser auch
noch langere Zeitrdume uberdauern kann. Dies erreicht es indem es eine nicht kultivierbare
inaktive Form ausbildet, die bei passender Umgebungstemperatur und ausreichendem
Nahrstoffangebot wieder in eine aktive Zellform umgewandelt werden kann (Allen-Austin et al.,
1984). Diese Fahigkeit kdnnte auch eine Erklarung fir plétzlich auftretende Krankheitsfalle in
Fischpopulationen sein, die keinen nachweisbaren Erregerkontakt hatten. Aber auch erneute
Infektionen, nachdem A. salmonicida subsp. salmonicida nicht mehr in der Umgebung
nachgewiesen werden konnte, konnten damit erklart werden (Morgan et al., 1993). Ein
Bakterienwachstum ist bei einer Wassertemperatur von 6-34,5 °C moglich, wobei das

Temperaturoptimum im Bereich zwischen 20-22 °C liegt (Engelking, 1999).

4.1.3 Pathogenese:
Zu Furunkuloseausbrichen kommt es oft in Folge von fur die Tiere als stressvoll empfundenen

Situationen. Dazu zahlen in Aquakulturbetrieben Faktoren wie hohe Haltungsdichten,
plétzliche Veranderungen der Wasserqualitdt oder das Einfangen und Transportieren von

Fischen. Haufig sind es symptomlose Tragertiere, bei denen einer dieser Vorgange flr einen
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Ausbruch genlgt (Gudmundsdottir, 1998). Ist das Bakterium im Wasser enthalten, kann es
Uber die Kiemen, die Haut oder Wunden leicht in den Koérper seines Wirtes eintreten
(Hodgkinson et al., 1987; Svendsen et al., 1999). Auch eine orale Infektionsroute durch den
Verzehr von bakterienhaltigem Futter wird vermutet (McCarthy, 1977). Fur die Virulenz von A.
salmonicida subsp. salmonicida sind einige Mechanismen und Eigenschaften des Bakteriums
entscheidend. Die Bakterienhllle wird unter anderem von einer als A-Layer bezeichneten
Schicht gebildet. Diese Schicht erleichtert es dem Bakterium sich an das Gewebe seines
Wirtes zu binden und sich selbst gegen im Blut enthaltende Abwehrmechanismen zu schutzen
(Udey & Fryer, 1978). Was fir eine wichtige Rolle diese Schicht spielt, wird deutlich, wenn sie
durch Mutationen verandert wird und die pathogenen Eigenschaften des Bakteriums deutlich
herabgesetzt werden (Noonan & Trust, 1995). Eine weitere wichtige Eigenschaft sind die in
der Zellwand eingebauten Lipopolysaccharide, sie stimulieren die Immunantwort (Anwar &
Choi, 2014; Schromm et al., 2000) und haben hamolytische Eigenschaften gegeniber dem
Fischblut (Lee & Ellis, 1991). Zudem bildet A.salmonicida extrazellulare Proteine, deren
Zusammensetzung je nach Bakterienstamm unterschiedlich ausgepragt sein kann. Diese
Proteine stellen die Virulenzfaktoren des Bakteriums dar (Munro, 1982) und sind entscheidend
fur die Manifestation einer Infektion im Wirtsfisch. Gebildet werden verschiedene Proteasen
(Mellergaard, 1983), Lipidumwandelnde Enzyme (Buckley et al., 1982) und Hamolysine (Titball
& Munn, 1989), die spezifisch die roten Blutkérperchen des Fisches angreifen und zerstdren.
Auch leukozytolytische Faktoren (Fuller et al., 2011) werden gebildet um die Immunantwort
des Tieres zu unterdriicken. Die Zerstérung von Geweben und die dadurch auftretenden
klinischen Symptome sind durch die unterschiedlichen Proteasen bedingt (Fyfe et al., 2006).
Zusatzlich werden Endotoxine produziert, deren Wirkung zu einem kompletten Verlust der
Blutbildung fuhren kann (Engelking, 1999). Da flr das Bakterienwachstum Eisen essentiell ist,
versucht der Wirtskorper Uber die Bindung von freiem Eisen an spezifische Proteine eine flr
das Wachstum erschwerende Umgebung zu schaffen. A. salmonicida subsp. salmonicida
produziert jedoch Siderophore (eisenbindende Molekiile), die die Eisenversorgung des
Bakteriums gewahrleisten und so den Abwehrmechanismus umgehen konnen
(Gudmundsdottir, 1998). Durch die Kombination aus Unterdrickung der wirtseigenen
Abwehrmechanismen und der Produktion von bakterienspezifischen pathogenen Faktoren

resultiert die Pathogenitat von A. salmonicida spp..
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4.1.4 Klinik:

Es sind vier Verlaufsformern der typischen Furunkulose bekannt (Bullock et al., 1976;
Ferguson & McCarthy, 1978). Die perakute Form ftritt Gberwiegend bei Jungfischen mit
wenigen klinischen Symptomen, aber plétzlichen Todesfallen in gro3er Zahl auf (Menanteau-
Ledouble, et al., 2016). Von der akuten Form, bei der es zu hohen Mortalitdten kommen kann,
sind sowohl Jungfische als auch adulte Fische betroffen. Die chronische Form tritt dagegen
haufiger bei alteren Fischen auf (Hirvela-Koski, 2005). Akute und chronische Form verlaufen
deutlich langsamer als die perakute Form und weisen vielfaltige und deutlich ausgepragte
Symptome auf (Engelking, 1999). Die erkrankten Fische zeigen ein vermindertes
Schwimmverhalten, sie scheinen bewegungslos im Wasser zu stehen oder bewegen sich nur
sehr langsam. Weitere Symptome sind eine Dunkelfarbung der Haut mit Rétungen an der
Basis der Flossen. Diese Roétungen sind auch im Maul, an den Kiemendeckeln und entlang
des Unterkiefers aufzufinden (Engelking, 1999). Auch eine Zunahme der Atemfrequenz kann
oft beobachtet werden (Graman et al., 1992). Zu den auftretenden Symptomen zahlen auch
ein aufgetriebenes Abdomen und hervortretende Augapfel (Cipriano & Bullock, 2001), sowie
Anorexie und Lethargie. Die flr die Krankheit charakteristischen Furunkel treten bei der
chronischen Verlaufsform auf (Roberts, 2012). Sie bilden sich hauptsachlich am Ricken und
an den Flanken, beinhalten viskéses, nekrotisches Material und kdénnen sehr flachig
ausgepragt sein. Bei chronischen Erkrankungen konnen ebenso blasse Kiemen,
Gefaldinjektionen in der Sklera und Thrombosen der Blutgefalle an der Basis der Flossen
beobachtet werden (Hirvela-Koski, 2005). Es gibt auch Falle kranker Fische, bei denen als
einziges Symptom der Vorfall des Anus zu beobachten ist. Zu dieser Symptomatik kann es
kommen, wenn das Vorhandensein von A. salmonicida subsp. salmonicida auf den
Verdauungstrakt beschrankt ist (Bernoth, 1997). Bei der Sektion fallen Blutungen in der
Kdrperhohle auf, die an den Organen, inneren Kérperwanden und dem Fettgewebe vorhanden
sind. Im Fettgewebe, an den Keimdrisen, in der Magenwand, am Herzbeutel, in den Muskeln
und der Schwimmblase kénnen punktférmige Blutungen erkennbar sein (Engelking, 1999). Bei
der akuten Form kénnen oft neben Blutungen an den inneren Organen auch Vergrofierungen
der Milz beobachtet werden (Bernoth, 1997). In manchen Fallen sind auch Furunkel an der
Leber, den Muskeln und der Milz zu erkennen. Bei latent infizierten Fischen kbnnen auch
grauliche, nekrotische Bereiche an Leber und Nieren auftreten (Engelking, 1999). Im
Gastrointestinaltrakt kann sich eine nekrotische Enteritis mit katarrhalischem Exsudat
entwickeln (Ferguson & McCarthy, 1978). Bei der histopathologischen Untersuchung sind

fokale Nekrosen der Kiemen und der Nieren (Bernoth, 1997; Engelking, 1999), sowie eine
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vermehrte Anhaufung von Makrophagen in den Milzellipsoiden (Cipriano & Austin, 2011) und
deren Zerstérung erkennbar. Schaden im Herzgewebe kénnen bei perakuten Verlaufen
vorkommen (Roberts, 2012). Neben den genannten Verlaufsformen wird auch eine latente
Form beschrieben, bei der keine Symptome sind und keine Todesfalle auftreten, das
Bakterium aber isolierbar ist (Herman, 1968). Auch bei atypischen A. salmonicida—Infektionen
von Salmoniden kann es zu hohen Sterblichkeiten kommen; im Allgemeinen variieren diese
zwischen 10 % und 67 % (Pylkkd, 2004). Die Empfanglichkeit gegenuber atypischen A.
salmonicida spp., ist wie auch bei A. salmonicida subsp. salmonicida, je nach Fischart sehr
unterschiedlich. So weisen Regenbogenforellen und der Atlantische Lachs eine deutlich
starkere Resistenz gegenliber A. salmonicida subsp. salmonicida Infektionen auf, als
Bachforellen oder Seesaiblingen (Salvelinus alpinus), die sehr empfanglich sind (Wichardt et
al., 1989). Im Vergleich zu einer Infektion mit A. salmonicida subsp. salmonicida kdnnen bei
einer atypischen A. salmonicida Infektion die Hautverdnderungen deutlich vielgestaltiger
ausgepragt sein. Teilweise handelt es sich nur um kleinere Blutungsbereiche. Oft kommt es
auch zu Sekundarinfektionen mit anderen Bakterien. Bei der Erdéffnung der Bauchhohle
kommen in den meisten Fallen gerdtete, serose Haute zum Vorschein (Gudmundsdottir,
1998). Blutungen in der Bauchhdhle, der Leber, den Kiemen, dem Herz und in den Gedarmen
treten auf (Ojala, 1966). Eine geringe Vergrdlerung der Milz, Farbanderungen der Leber und
vergrofRerte Nieren sind in manchen Féllen zu beobachten. Histologisch fallen degenerative
Veranderungen des Epithels und von oberflachlichen Muskelschichten mit Zellinfiltrationen auf
(Boomker et al., 1984). Leber und Milz erscheinen gestaut und in den Nieren die
Tubulusepithelien degeneriert und die blutfiihrenden Strukturen entziindet. Die Bakterien sind
aus der Haut (Wiklund & Dalsgaard, 1998) und bei fortgeschrittenen Infektionen auch aus Blut

und inneren Organen isolierbar (Gudmundsdottir, 1998).

4.1.5 Diagnostik und Behandlung:

Die Diagnosestellung einer Furunkulose Erkrankung kann aus einer Kombination der
Interpretation von klinischen Symptomen, einer Erregeridentifikation und auch einer
histologischen Untersuchung erfolgen. Die Isolation von A. salmonicida spp. erfolgt durch das
Anlegen einer Bakterienkultur auf Blutagar oder einem Casein-Soja-Pepton enthaltendem
Nahrmedium. Typische A. salmonicida subsp. salmonicida Stamme produzieren hier ein
charakteristisches braunes Pigment (Cipriano & Austin, 2011), das neben der Gestalt, Form,

Farbung und Beweglichkeit der Bakterien, wichtig fiir die Diagnose ist (Engelking, 1999). Die
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endglultige Identifizierung kann mit einem biochemischen Nachweisverfahren (Analytical
Profile Index, API), mit Matrix-Assistiertem Laser Desorption lonisierung mit (MALDI- TOF)
Verfahrens (Jansson et al., 2017) oder molekulargenetischen Methoden erfolgen. Auch die
Anwendung eines Immunoassays mit von Antikérpern ummantelten Nano- Goldpartikeln ist
moglich (Saleh et al., 2011). Als Probematerial werden meist Gewebe der inneren Organe,
Haut- oder Muskellasionen verwendet (Hirvela-Koski, 2005). In speziellen Situationen kann
auch Material von Kiemen verwendet werden (Cipriano et al., 1997). Um symptomlose
Tragertiere zu identifizieren, kann neben der Untersuchung von Rogen, Milch und Blut auch
ein sogenannter Stresstest durchgefuhrt werden. Hierfur werden den Tieren Kortikosteroide
injiziert und die Wassertemperatur erhoht. AnschlieBend wird auf einen klinischen
Krankheitsausbruch gewartet (McCarthy, 1977). Histologisch sind bei akuten Fallen deutlich
kleinere nekrotische Bereiche an den inneren Organen zu erkennen als bei chronischen
Verlaufen. In diesen Bereichen sind wenige Abwehrzellen des Wirtes und Bakterien in hoher
Zahl zu erkennen (Engelking, 1999). Die Diagnose einer Infektion mit atypischen A.
salmonicida spp., gestaltet sich aufgrund der vielfaltigen klinischen Symptomen und
pathologischen Veranderungen deutlich schwieriger (Gudmundsdottir, 1998). Fir die
Behandlung einer Furunkulose konnen verschiedene Antibiotika eingesetzt werden,
beispielsweise Tetracycline, Oxytetracycline, Oxolinsaure oder Trimethoprim. Dabei weisen
verschiedene Isolate unterschiedliche Resistenzlagen gegenuber den einzelnen
Wirkstoffgruppen auf (Schmidt et al., 2001). Atypische A. salmonicida Isolate weisen eine
vermehrte Resistenz gegentber Amoxicillin auf (Barnes et al., 1991). Neben dem Einsatz von
Antibiotika gibt es Versuche, Probiotika einzusetzen. Carnobakterien (Robertson et al., 2000),
Laktobazillen (Balcazar et al., 2008), Laktokokken oder verschiedene Milchsaurebakterien
haben einen anatagonistischen Effekt gegenuber A. salmonicida spp. und kdnnen so die
Uberlebensraten bei einer Infektion verbessern (Balcazar et al., 2009). Der Einsatz von Silber-
Nanopartikeln kénnte in Zukunft eine Alternative zum Antibiotikaeinsatz darstellen. Es konnte
gezeigt werden, dass die Nanopartikel sich an die Zelloberflache anheften und in die
Bakterienzelle eindringen kdnnen. Durch die daraus entstehenden Veranderungen im
Zellinneren und der Zellemembran, kommt es zum Zelluntergang (Shaalan et al., 2017). Es
gibt auch Versuche, Injektionen mit Immunstimulanzien wie Glucane oder Chitosane
einzusetzen, um die Sterberaten bei spateren Infektionen zu reduzieren (Anderson & Siwicki,
1994). Auch Zugaben von essentiellen Olen zum Futter, kann die Sterblichkeit verringern

(Menanteau-Ledouble et al., 2015). A. salmonicida selbst mit Bakteriophagen zu infizieren
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(Nakai & Park, 2002), stellt eine weitere Méglichkeit dar, jedoch entwickeln die Bakterien relativ

schnell eine Immunitat gegenuber den eingesetzten Viren (Imbeault et al., 2006).

4.1.6 Prophylaxe:
In der Aquakulturindustrie sind Impfungen zum Schutz gegen Infektionen mit A.salmonicida

spp. weit verbreitet. Kommerziell erhaltliche Impfstoffe werden flr A. salmonicida subsp.
salmonicida hergestellt (Gudmundsdottir, 1998), eine Kreuzimmunitat mit den atypischen
Bakterienstammen wird angenommen (Gudmundsdéttir & Gudmundsdéttir, 1997). darlber
hinaus ist auch die Herstellung teichspezifischer Vakzine moglich und Ublich. nach Midtlyng
fuhrt eine perorale Verabreichung des Impfstoffes oder das Verbringen der Tiere in
Immersionsbader zu keiner ausreichenden Immunitdt, sondern nur eine intraperitoneale
Injektion der Vakzine flhrt zu einem guten Schutz (Midtlyng, 1997). Dazu werden
ublicherweise Formalin-inaktivierte Bakterien mit einem Mineral6l-Adjuvans verwendet. Diese
Vakzinen finden in den nordeuropaischen Landern bei Lachsen und Regenbogenforellen weite
Anwendung. Allerdings kann die Injektion bei Jungfischen aufgrund ihrer geringen Grof3e nicht
erfolgen. Bei Brutfischen besteht die Mdglichkeit zur Entwicklung von Defekten an den
Keimdrlsen als Folge des Entziindungsprozesses nach einer i.p. Applikation (Hirvela-Koski,
2005). In der Praxis werden in 6sterreichischen Betrieben oft teichspezifische Impfstoffe
hergestellt, die mittels Immersion und oraler Applikation eingesetzt werden. Darlber hinaus
werden neben Impfprogrammen auch Zuchtprogramme durchgefihrt, bei denen fur A.
salmonicida spp. wenig empfangliche Fische selektiert und gezielt vermehrt werden
(Hollebecq et al., 1995). Da Furunkulose eine Erkrankung ist, die stressbedingt ausgeldst
werden kann, ist die Haltung und auch der Umgang mit den Fischen fir den
Gesundheitszustand der Population entscheidend. In der Aquakultur sollten daher Faktoren
wie die Populationsdichte und die Wasserqualitdt im Auge behalten werden. Zudem sollten
lange Transportwege gemieden und Fische aus moglichst wenig verschiedenen Betrieben
bezogen werden. Der Umgang mit den Tieren sollte sorgsam erfolgen und bei den
Ausrustungsgegenstadnden  Hygienemalnahmen, wie regelmaRige Desinfektionen,

durchgefuhrt werden.
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4.2 Bakterielle Nierenkrankheit (BKD):

421 Erreger und Verbreitung:

Renibacterium salmoninarum aus der Familie der Micrococcaceae ist das verursachende
Pathogen der Bakteriellen Nierenkrankheit (BKD). Erste Aufzeichnungen uber das Auftreten
dieser Krankheit bei Atlantischen Lachsen, bei Bachsaiblingen und Bachforellen stammen aus
den 1930er Jahren (Earp et al., 1953; Smith, 1964). BKD wurde urspringlich als ,Dee-
Krankheit” bezeichnet (Smith, 1964) und wurde bis ins Jahr 2006 als meldepflichtige
Erkrankung von der Weltorganisation fiur Tiergesundheit (O.l.E.) aufgefuhrt (Murray et al.,
2012). Sie tritt sowohl bei Wildfischen als auch bei in Aquakultur gehaltenen Fischen, in Suf-
und Salzwasser auf (Evelyn, 1988). Isoliert wurde das Bakterium bisher von unterschiedlichen
Fischarten, die alle der Familie der Salmoniden angehoéren (Fryer & Sanders, 1981; Klontz,
1983). Das Gram-positive Bakterium R. salmoninarum wurde urspringlich der Gattung der
Corynebakterien zugeordnet (Ordal & Earp, 1956), gehoért nun aber zur Ordnung der
Actinomycetales. Sie sind kurze Stabchen, die meist paarweise angeordnet vorkommen und
als ,Diplobacillus“ bezeichnet werden (Sanders & Fryer, 1980). Sie kommen extra- und
intrazellular vor (Ordal & Earp, 1956), sind aerob und Cytochrom-Oxidase negativ, nicht
beweglich, bilden keine Sauren oder Sporen aus und bendtigen fur ihr Wachstum Cystein. Das
Wachstum von R. salmoninarum findet auf jedem Nahrboden sehr langsam statt, was das
Anlegen einer Bakterienkultur deutlich erschwert. Die optimale Wachstumstemperatur liegt
zwischen 15 °C und 18 °C. Bei 37 °C findet kein Wachstum statt (Sanders & Fryer, 1980). Die
Empfanglichkeit gegenlber R. salmoninarum ist je nach Fischspezies unterschiedlich stark
ausgepragt. So gelten Bachsaiblinge als sehr empfanglich, wohingegen Regenbogenforellen
als relativ resistent angesehen werden (Mitchum et al., 2011). In nordeuropaischen Landern
mit einer ausgepragten Salmonidenproduktion ist BKD von groRer Bedeutung. Den aus
wirtschaftlicher Sicht gesehenen Einfluss, den BKD auf in Aquakultur gehaltene Forellen hat,
ist im Vergleich zu den wirtschaftlichen Auswirkungen in der Lachsindustrie weniger
bedeutend. Da hohe Mortalitaten meist bei Lachsen auftreten, die eine flir den Verkauf
interessante GroRRe bereits erreicht haben, kommt es zu erheblichen wirtschaftlichen Verlusten
(Murray et al., 2012). Das Genom von R. salmoninarum ist hoch konserviert und hat sich

wahrscheinlich in Verbindung mit seinen Wirtstieren entwickelt (Grayson et al., 2000).
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4.2.2 Ubertragung:
Von R. salmoninarum sind sowohl horizontale als auch vertikale Ubertragungswege bekannt.

Bei der vertikalen Ubertragung sind die Bakterien intra- ovum, genauer im Eidotter zu finden
(Evelyn et al., 1984), wodurch es zur Infektion des heranwachsenden Embryos kommt. Die
vertikale Ubertragung wird als der Hauptiibertragungsweg in Wildfischpopulationen
angesehen (Evenden et al., 1993). Auch Brutfische, die eine Infektion mit R. salmoninarum
Uberstanden haben und keine klinischen Symptome aufweisen, kbnnen spéater infizierte Eier
produzieren und ablegen (Bullock et al., 1978). Die Infektion der Eier erfolgt durch den Kontakt
zu Korperflissigkeiten oder zu der Eierstockflissigkeit des Mutterfisches (Bruno & Munro,
1985; Evelyn et al., 1984; Evelyn et al., 1986; Lee & Evelyn, 1989). Im Gegensatz zu Bakterien,
die sich auf der Eioberflache befinden, konnen die intra-ovum gelegenen Bakterien nicht durch
Desinfektionsmittel wie Jod vermindert bzw. entfernt werden (Evelyn et al., 1984). R.
salmoninarum konnte auch in Fischmilch nachgewiesen werden, so kann es auch wahrend
der Befruchtung zur Infektion kommen (Eissa, 2005). Die Auseinandersetzung mit den
bakteriellen Antigenen in friihen Entwicklungsphasen des Embryos flihrt zu einer lang
andauernden Immunsuppression und der verminderten Fahigkeit sich gegen das Pathogen
zur Wehr setzen zu kénnen (Brown et al., 1996). Die horizontale Ubertragung kann (iber
direkten Haut- und Augenkontakt (Hendricks & Leek, 1975; Hoffmann et al., 1984) und Uber
die Aufnahme von infizietem Gewebe erfolgen (Wood & Wallis, 1955). Aber auch eine
Ubertragung Uber das umgebende Wasser ist mdglich, wobei die Uberlebenszeit von R.
salmoninarum in Wasser limitiert ist (Hirvela-Koski, 2005). Die Uberlebensdauer des
Bakteriums an Sedimenten kann zwischen verschiedenen lIsolaten, abhangig von den
Eigenschaften des Wassers, stark variieren. Die langste dokumentierte Zeitspanne betrug 14
Wochen (Hirvela-Koski, 2004). Die bakterielle Zerfallsrate in SuRwasser (Austin & Rayment,
1985) ist deutlich langsamer als in Salzwasser (Balfry et al., 1996). Da das Bakterium
bevorzugt an organisches Material im Wasser bindet und im ungebundenen Zustand nicht
lange Uberleben kann, ist fiir eine Ubertragung via Wasser, die Bindung an nicht absinkende
Wasserpartikel von entscheidender Bedeutung (Sinton, 2006). In diesem Zusammenhang ist
auch der Nachweis des Bakteriums aus Kot und organischem Material in Abwesenheit von
Fischen bedeutend (Mitchum & Sherman, 1981). Informationen zu Ausscheidungs- und
Infektionsraten von R. salmoninarum sind von Koénigslachsen vorhanden. Experimentell
infizierte Fische begannen nach weniger als zwolf Tagen der Infektion mit der Ausscheidung
von R. salmoninarum. Die maximal gemessenen Konzentrationen von R. salmoninarum in

Wasserproben lagen bei 994 Zellen/ml (McKibben & Pascho, 1999). Die Konzentration, der
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gesunde Fische in SulRwasser fir eine Neuinfektion ausgesetzt werden mussten, lag bei 700
Zellen des Bakteriums pro ml Uber 24 Stunden (Elliott et al., 1995). Mit dem Kot infizierter
Fische werden auch Bakterienzellen ausgeschieden (Mitchum & Sherman, 1981). Aufgrund
von Studien wird angenommen, dass fiir den vertikalen Ubertragungsweg ein bis wenige
Bakterien innerhalb des befruchteten Eies bereits ausreichend sind (Brown et al., 1990),
wohingegen bei der horizontalen Ubertragung eine deutlich héhere Anzahl notwendig ist
(Evenden et al., 1993). Symptomlose infizierte Tiere stellen in der Natur ein Reservoir fur R.
salmoninarum dar. Besonders weibliche Tragertiere (Klontz, 1983), aber auch andere
Salmoniden aller Altersklassen (Paterson et al., 2011). Andere nicht zu den Salmoniden
zugehdrigen Fischarten, die im gleichen Lebensraum leben, kdnnen ebenfalls infiziert werden
und so zu unentdeckten Vektoren oder Reservoiren fir das Pathogen werden (Eissa &
Elsayed, 2006). Beispielsweise konnten bei Pazifischen Heringen (Traxler & Bell, 1988),
Kohlenfischen (Anoplopoma fumbria) (Bell et al., 2006) und Fettkdpfigen Elritzen (Pimephales
promelas) (Hicks et al., 1986) Infektionen festgestellt werden. Auch blutsaugende
Fischparasiten koénnen als Vektoren dienen (Richards et al., 1985). Zwar kann
R.salmoninarum die Darmpassage von Voégeln aufgrund der herrschenden inneren
Korpertemperaturen nicht Uberstehen, aber auf der Koérperoberflache der Tiere war das
Bakterium bis zu 71 Stunden nach einem Fischkontakt lebendig nachweisbar (European
Commission, 1999). So kdnnen auch Vogel zu belebten Vektoren werden (Bungenberg de
Jong et al., 1988).

4.2.3 Pathogenese:
Im Zuge der oralen Aufnahme gelangt der Erreger in den Gastrointestinaltrakt, wo er Uber das

Darmepithel aufgenommen wird. Ist R. salmoninarum im Wasser enthalten, kann es neben
der oralen Aufnahme auch Uber die Kiemen, die Augen und Verletzungen der Haut in den
Fisch gelangen (Evenden et al., 1993). R. salmoninarum hat die Fahigkeit in alle Arten von
Fischzellen einzudringen, besonders aber in phagozytierende Zellen (Ellis, 1999) wie z. B.
Makrophagen. In ihrem Zytoplasma kann das Bakterium uberleben und sich vermehren. Im
Inneren der Zellen kann es in den ganzen Korper ausgebreitet werden und ist gleichzeitig vor
zirkulierenden Antikdrpern oder antimikrobiellen Substanzen des Wirtes geschutzt (Fryer &
Lannan, 1993; Fryer & Sanders, 1981). Auf der Oberflache von R. salmoninarum befinden sich
verschiedene Proteine, die hamolytische und proteolytische Eigenschaften haben. Auch die

Zersetzung von DNA gehdért zu ihren Fahigkeiten (Bruno & Munro, 1985). Eines dieser
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Proteine ist das Protein p57, das bei der Bindung der Bakterien an die roten Blutkdrperchen
des Fisches eine wichtige Rolle spielt (Bandin et al., 1989; Kaattari, 1988). Somit stellen
Korperflussigkeiten eine weitere Verbreitungsmdéglichkeit dar (Evenden et al., 1993). Die
Menge an exprimiertem p57 auf der Bakterienoberflache scheint fir die Pathogenitat des
Bakteriums entscheidend zu sein (Hamel, 2002). P57 stort die Ausbildung einer normalen
Immunantwort und unterdriickt die Antikdrperbildung, sowie die Produktion von reaktiven
Sauerstoffprodukten (Brown et al., 1996). Ebenfalls auf der Oberflache des Bakteriums sind
haarahnliche Anhange, die als Fimbrien bezeichnet werden, zu erkennen. Die Funktion von
Fimbrien besteht auch aus der Anheftung des Erregers an die Wirtszelle (Dubreuil et al., 1990).
Immunkomplexe aus p57 und vom Wirt gebildeten Antikdrpern (Bruno & Munro, 1985) werden
gebildet und in den Geweben von Niere, Milz und Leber abgelagert, was zu einer
entzundlichen Reaktion fuhrt. Die dadurch entstehenden Schaden an den Glomeruli und
Tubuli sind schwerwiegend (Sami et al., 1992). Entsprechend der Beeintrachtigung von Niere
und Leber, kommt es auch zu Veranderungen der messbaren Blutparameter (Aldrin et al.,
1984). Die Gewebezerstérung entsteht durch den Zerfall von Wirtszellen und die damit
verbundene Freisetzung von Enzymen in Kombination mit toxischen und lytischen Stoffen, die
von den Bakterien gebildet werden (Evenden et al., 1993). Aggressive Stoffe werden aber
auch von korpereigenen Zellen als Reaktion auf die Infektion abgegeben (Bandin et al., 1993;
Kaattari, 1988). Als Todesursache kann das Versagen von Leber und Niere aufgrund der
veranderten Strukturen durch die auftretenden Lasionen angenommen werden. Auch ein
Herzversagen nach der Einwanderung von phagozytierenden Zellen in das Myokard kann
letztendlich zum Tod fiuhren (Bruno & Munro, 1985), ebenso wie der Tod als Folge eines
grolRen Verlustes an Blut und Korperflissigkeiten (Evenden et al., 1993). Sterberaten und
Verlaufsform nach einer Infektion mit R. salmoninarum stehen mit der vorherrschenden
Wassertemperatur in Zusammenhang (Hirvela-Koski, 2005). Die héchste Sterblichkeit tritt bei
Temperaturen von 6, 7-12, 2°C auf. HOhere Wassertemperaturen scheinen einen
dampfenden Einfluss auf BKD zu haben (Sanders et al., 2011). Je nach Temperatur treten
pathologische Veranderungen wie nekrotisierende Lasionen oder gebildete Membranen
einzeln oder kombiniert auf (Smith, 1964). Neben der Wassertemperatur scheint auch der
Salzgehalt des Wassers (Price & Schreck, 2003) und die Ernahrung der Fische eine
wesentliche Rolle im Krankheitsverlauf zu spielen. So scheinen bei einer Futterung, die reich
an Jod, Fluor, Eisen, Kupfer, Mangan und Cobalt ist, weniger Krankheitsfalle aufzutreten
(Paterson et al.,, 2011). Zur Bedeutung der Wasserharte sind noch keine genauen

Informationen verfligbar, jedoch wurden starkere Ausbriiche in weichem Wasser beobachtet
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(Warren, 1963). Wenn die Fische aus SliRwassergebieten in Salzwassergebiete schwimmen,
folgt ein Anstieg in der Anzahl der Todesfalle. Ob die flr den Fisch mit Stress verbundene
Umstellung von SiiRwasser auf Salzwasser oder der Salzgehalt an sich dafiir verantwortlich
ist, ist unklar (Mesa et al., 1999). Fest steht jedoch, dass hohe Besatzdichten zu vermehrten
Krankheitsausbrichen flhren (Maule et al., 1996). Bisher wurden Proben von vielen
verschiedenen Fischspezies gewonnen und Genetik von R. salmoninarum untersucht. Obwohl
das Untersuchungsmaterial von den unterschiedlichsten Fischen stammte, war die genetische
Information des Bakteriums wenig verschieden. Diese Erkenntnis zeigt, dass dieses Pathogen
gut zwischen verschiedenen Spezies Ubertragen werden kann und einige starke
Virulenzeigenschaften hat (Brynildsrud et al., 2014). Die unterschiedliche Empfanglichkeit der
Wirte, ist vermutlich auf herrschende aul3ere Einflisse oder Eigenschaften der jeweiligen

Fischart zurlick zu fihren (Starliper et al., 1997).

4.2.4 Klinik:

BKD ist eine langsam fortschreitende Erkrankung, deren Entwicklung von der Virulenz des
Bakteriums (Starliper et al., 1997), des Eigenschaften des Wirtes (Evenden et al., 1993) und
Umweltfaktoren abhangig ist (Bullock & Herman, 1988). Aufgrund der langsamen Entwicklung,
werden Krankheitsfalle meist erst bei Tieren ab einem Alter von 6-12 Monaten beobachtet
(Evelyn, 1988; Mitchum et al., 2011). R. salmoninarum zeigt eine Affinitdt zu Nierengewebe.
In frihen Krankheitsstadien sind unter der Nierenkapsel oder der Nierenunterseite wenige
graulich-weil3e Veranderungen erkennbar. Mit dem Fortschreiten der Infektion entwickeln sie
sich zu groReren Lasionen in hdherer Anzahl und die Niere erscheint geschwollen. Schreitet
BKD noch weiter fort, wird die Niere deutlich vergrof3ert, sie nimmt einen grau-weif3en Farbton
an und wird nekrotisch (Fryer & Sanders, 1981). Dabei scheint der hintere Nierenbereich
deutlich mehr betroffen zu sein als der vordere (Bruno & Munro, 1985). Die Leber erscheint
bei der Sektion blass und weist ebenso wie die Niere Lasionen auf, die auch in der Milz, dem
Herzen und in den Augen auftreten kdnnen (Evenden et al., 1993). Die Lasionen sind mit einer
dicklichen weilRen Flissigkeit geflllt, die hauptsachlich aus Leukozyten, Bakterien und
Zelldebris besteht (Fryer & Sanders, 1981). Neben den Veranderungen durch Lasionen, kann
die Milz auch gerétet und vergroRert sein. Auffallend sind auch eine Art von Membranen, die
gebildet werden und die Organe umgeben kénnen (Evenden et al., 1993). Niere, Leber, Milz,
Schwimmblase, Gastrointestinaltrakt und gelegentlich auch das Epikard kénnen davon

umschlossen sein (Hirvela-Koski, 2005). Die ,Membran“ kann aus einer einfachen
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Fibrinschicht gebildet sein, aber auch bis aus zu drei Schichten aufgebaut sein. Die aullerste
Schicht wird von Fibrin und blasigen Zellen gebildet, die mittlere Schicht besteht aus
Histiozyten und degenerierten Leukozyten und die innerste Schicht aus Fibroblasten und
ebenfalls aus Histiozyten (Smith, 1964). Die gebildeten Membranen stellen den Versuch des
Wirtsorganismus dar, sich durch Abkapselung vor dem Erreger zu schitzen (Bruno, 1987).
Beim Atlantischen Lachs wurde diese Membranbildung hauptsachlich bei kalteren
Wassertemperaturen unter 9 °C beobachtet, bei hdheren Wassertemperaturen tberwogen die
nekrotischen Lasionen in den Geweben (Fryer & Sanders, 1981). Histologisch betrachtet sind
in den Organen zahlreiche Granulome erkennbar, die mit jenen von Tuberkulosefallen von
Saugetieren eine deutliche Ahnlichkeit aufweisen (Wood & Yasutake, 1955). Sie enthalten
einen nekrotischen Kern, der von Epithelzellen und Lymphozyten umgeben ist. Die unter dem
Mikroskop erkennbaren weilllichen Lasionen sind in den Nieren haufiger vorhanden als in der
Milz oder der Leber (European Commission, 1999). Zusatzlich ist eine Einwanderung von
Makrophagen und Leukozyten in die Gewebe zu erkennen, genauso wie Bakterien aufierhalb
und innerhalb der Zellen zu sehen sind. R. salmoninarum kann in Makrophagen,
Thrombozyten, Monozyten, neutrophilen Granulozyten und in anderen zu Phagozytose
befahigten Zellen auftreten (Evenden et al., 1993). Die granulomatdsen Veranderungen
werden im Bindegewebe des jeweiligen Organs sichtbar (Wood & Yasutake, 1955). Ursachlich
daflr kénnte eine Makrophagenaktivierung sein (Secombes, 1985). Hauptsachlich Gewebe,
die im Zusammenhang mit der Blutbildung stehen, sind von der chronischen granulomatdsen
Entziindung betroffen, die sich im Endstadium aber auf samtliche Organe ausweiten kann. Im
Gegensatz zu sehr empfanglichen Arten, sind resistentere Wirte in der Lage, entstandene
Lasionen einzukapseln und teilweise sogar zu beseitigen (European Commission, 1999). Die
klinischen Erscheinungen ergeben sich einerseits aus den geschilderten pathologischen
Veranderungen und sind andererseits die Folge von sekundaren Infektionen und
Organschaden. Sie werden im allgemeinen erst in den Endstadien der Infektion sichtbar (Fryer
& Sanders, 1981). Es wird eine akute und eine chronische Verlaufsform beschrieben, wobei
der chronische Verlauf haufiger auftritt. In den meisten Fallen kommt es so zu einer
chronischen und systemischen Infektion, die sowohl Jungtiere als auch adulte Fische betreffen
kann (Evenden et al., 1993). AuRerlich kénnen bei infizierten Fischen L&sionen an der
Kdrperoberflache, ein verandertes Verhalten (Bullock & Herman, 1988; Evenden et al., 1993;
Fryer & Sanders, 1981) und unregelmaflige Schwimmbewegungen zu erkennen sein (Bullock
& Herman, 1988; Fryer & Sanders, 1981). Auch kann es zu einem Balanceverlust kommen

(Bruno & Munro, 1985). Die Augen kénnen hervortreten und Lasionen aufweisen. Auf3erdem
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kann es zu einer Dunkelfarbung der Haut kommen (Evenden et al., 1993). Blaschen auf der
Haut kénnen auftreten, die mit einer weilen bis gelblichen oder blutigen Flissigkeit geflillt sind
(Bullock & Herman, 1988). Zusatzlich kdnnen Aushoéhlungen in den Muskeln und Abszesse
entstehen, die lUber den gesamten Korper verteilt sein kénnen (Bullock & Herman, 1988; Fryer
& Sanders, 1981). Punktférmige Blutungen an der Flossenbasis und in den Muskeln, sowie

aufgetriebene Abdomen kénnen auch vorkommen (Earp et al., 1953).

4.2.5 Diagnostik und Behandlung:

Unter Einbezug der klinischen Symptomatik und den pathologischen und histologischen
Veranderungen, stehen verschiedene Mdéglichkeiten fir die Diagnosestellung einer BKD zur
Verfligung. Neben PCR, ELISA, Fluoreszenz Antikdrper Test (FAT) (International Office of
Epizootics. Aquatic Animal Health Standards Commission., 2003), kommen auch Methoden
wie der Western Blot (Mcintosh & Austin, 1996) oder Immunhistochemie zum Einsatz (Jansson
et al., 1991). Als Probematerial dienen meist Nierengewebe und, zum Erkennen von
Ubertragertieren, Eierstockflissigkeit (Murray et al., 2012). Nachweisbare Antikrperspiegel
treten erst nach langeren Zeitrdumen nach der Auseinandersetzung des Fisches mit dem
Erreger auf. Daher ist die Anwendung von serologischen Methoden im Zuge von
Uberwachungsprogrammen bei klinisch unauffalligen Tieren nicht sinnvoll (Bruno, 1987;
Lovely et al., 1994). Das Anlegen einer Bakterienkultur kann aufgrund des langsamen
Wachstums von R. salmoninarum bis zu zwolf Wochen in Anspruch nehmen und nur auf
speziell entwickelten Nahrbdden erfolgen (Eissa & Elsayed, 2006). Die Behandlung von BKD
gestaltet sich durch die Eigenschaften des Erregers schwierig (Evenden et al., 1993). Aufgrund
der Fahigkeit von R. salmoninarum auch intrazellular Gberleben und sich vermehren zu
kdnnen, ist die Wirksamkeit einer medikamentellen Behandlung begrenzt (European
Commission, 1999). Unter vielen getesteten Substanzen haben sich Enrofloxacin (Hsu et al.,
1994) und Erythromycin als gut wirksam erwiesen (Wolf & Dunbar, 1959). Das Mittel der Wahl
ist Erythromycin, auch wenn es bei lebensmittelliefernden Fischen nur eingeschrankt zur
Anwendung kommen kann (Moffitt, 1991). Antibiotika kénnen im Kampf gegen BKD auch
prophylaktisch verwendet werden. Dazu wurden Versuche an Koénigslachsen durchgefihrt.
Durch subkutane Gaben in bestimmten Zeitabstanden kann die Sterblichkeit bei erwachsenen
Brutfischen vor dem Laichen reduziert werden (Groman & Klontz, 1983). Ein positiver
Nebeneffekt dieser prophylaktischen Behandlung ist, dass sich das Antibiotikum durch die

Behandlung vor dem Ablaichen in den Eiern anreichern und einer vertikalen Ubertragung
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entgegen wirken kann (Lee & Evelyn, 1994). Die Injektionen sollten 14 bis 56 Tage vor dem
Ablaichen durchgefihrt werden (Brown et al., 1990; Evelyn, et al., 1986). Bei in Aquakultur
gehaltenen Fischen kann mit diesen Methoden ein wichtiger Ubertragungsweg abgeschnitten
werden, wohingegen es sich in Wildfischbestanden deutlich schwieriger gestaltet, dem
Pathogen entgegen zu wirken (Evenden et al., 1993). In manchen Fischereibetrieben kann
auch eine Vernichtung der betroffenen Fischpopulation mit anschlieRender Reinigung und
Desinfektion und darauf folgender Neubesatz eine Behandlungsstrategie sein (Hoskins et al.,
1976). Sinnvoll ist eine solche MalRhahme aber nur, wenn die Wasserquelle mit Sicherheit frei

von R. salmoninarum ist (European Commission, 1999).

4.2.6 Prophylaxe:
Um einer Infektion mit R. salmoninarum vorzubeugen, kdnnen verschiedene Mallhahmen

getroffen werden. Beim Zukauf von Fischen oder Fischeiern sollte darauf geachtet werden,
diese von einem auf BKD regelmafig kontrollierten und als frei geltenden Betrieb zu beziehen.
Auch Betriebe, die aufgrund eines vorherigen BKD—Ausbruchs, ihren Bestand vernichten
mussten, sollten beim Wiederbesatz ein besonderes Augenmerk auf die Herkunft der Tiere
und deren Freiheitsstatus haben (Eissa & Elsayed, 2006). Jedoch sollte eine Vernichtung des
Bestandes nur durchgeflhrt werden, wenn mit Sicherheit keine anderen Fische zwischen
Wasserquelle und Wassereinlauf in den Betrieb leben. Um die Gefahr durch wandernde
Wildfische zu minimieren, kénnen Barrieren errichtet werden. Wichtig ist es nach dem
Entleeren, Saubern und Desinfizieren der Becken, einen gewissen Zeitraum bis zum
Neubesatz vergehen zu lassen. Empfohlen wird eine Zeitspanne von 30, besser von 60 Tagen
wahrend den Sommermonaten. Der Freiheitsstatus kann frihestens zwei Jahre nach dem
Wiederbesatz mit zwei Untersuchungen pro Jahr wieder erreicht werden (European
Commission, 1999). R. salmoninarum kann durch Chlor deaktiviert werden. Eine Inaktivierung
von 99 % der Bakterien tritt bei einem pH-Wert von 7 und einer Temperatur von 15 °C schon
bei einer Konzentration unter 0,5 mg/L bereits nach weniger als 18 Sekunden ein. Aufgrund
dieser Eigenschaften kdénnen Desinfektionsmittel auf Chlorbasis gut bei einer
Betriebssanierung oder Desinfektionsmal3nahmen zum Einsatz kommen (Paschoa et al.,
1995). Die Eigenschaften des Wassers, genauso wie die Fitterung der Fische, scheinen einen
Einfluss auf das Auftreten von BKD zu haben. Daher sollte diesen beiden Faktoren Beachtung
geschenkt und dementsprechend, wie bereits weiter vorne im Text beschrieben, angepasst

werden. Um die vertikale Ubertragung zu unterbinden, sollten infizierte Brutfische von
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gesunden Individuen getrennt werden und die Gelege infizierter Fische vernichtet werden
(Elliott et al., 1995; Pascho et al., 1991). Um intra-ovum Ubertragungen vorzubeugen, kann
eine wie oben beschriebene Injektion von Erythromycin durchgefihrt werden. Eine
Desinfektion der Eier mit Jod kann eine sinnvolle Vorkehrung sein, um extra-ovum
Ubertragungen entgegen zu wirken (Bullock et al., 1978). Neben dem in Betrieben benutzten
Wasser, kdénnen auch andere Tiere als Infektionsquelle dienen. Daher muss der
Wasserzufluss uberwacht und die Fischpopulationen in Betrieben abgesichert werden. Wichtig
ist es auch darauf zu achten, dass in BKD freien Anlagen verwendete Gegenstande, nicht
zuvor in anderen potentiell infizierten Gewassern benutzt wurden. Fur die Ausbildung einer
Immunitat gegen BKD existieren verschiedene Impfstoffe, die i.p. (Paterson et al., 2011) oder
oral (Piganelli et al., 1999) verabreicht werden kénnen. Jedoch ist die Schutzwirkung sehr
unterschiedlich und in den meisten Fallen nicht zufriedenstellend (Eissa & Elsayed, 2006). Da
sich die Behandlung einer Infektion mit R. salmoninarum schwierig gestaltet und bisher keine
sicher wirksamen Impfstoffe zur Verfigung stehen, sollte auf prophylaktische MalRnahmen

besonders viel Wert gelegt werden.

4.3 Rotmaulkrankheit:
4.3.1 Erreger und Verbreitung:

Rotmaulkrankheit (englisch: enteric red mouth disease, ERM) oder Yersiniose wird die
systemische bakterielle Infektion genannt, die durch das Bakterium Yersinia ruckeri verursacht
wird. Yersinia ruckeri wird der Familie der Enterobacteriaceae zugeordnet (Tobback et al.,
2007). Fir die Klassifikation der verschiedenen Stamme von Y. ruckeri werden Biotyp, Serotyp
und die Proteine der duReren Membran herangezogen (Tinsley et al., 2011). Momentan sind
zwei Biotypen, vier Serotypen mit Subgruppen (O1a, O1b, 0O2a, O2b, O2c, O3, und O4) und
funf AuRenmembrantypen (OMP 1-5) bekannt (Zorriehzahra & Delshad, 2017). Die meisten
Krankheitsausbriiche und hdéchsten Mortalitdten werden durch Y. ruckeri des Serotyps O1a
verursacht (Arias et al., 2007; Garcia et al., 1998). Weiterhin sind im weit verbreiteten O1 sechs
klonale Gruppen bekannt, wovon zwei mit grof3en Krankheitsausbrichen in Verbindung
gebracht werden (Davies, 1991). Davon ist Gruppe 5 hauptsachlich flir ERM-Ausbriiche in
Europa und den USA verantwortlich und beinhaltet den urspriinglichen Hagermann-Stamm,
wohingegen Gruppe 2 im Vereinigten Konigreich auftritt (Davies, 1991; Fouz et al., 2006). Da
der Erreger erstmals in den 1950er Jahren bei Regenbogenforellen in den USA im Hagerman

Tal isoliert wurde, war der urspriingliche Name der Krankheit ,Hagerman Rotmaul“ (Rucker,
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1966). Durch die Auslieferung von infizierten, aber klinisch unauffalligen Bestanden, in als
ERM frei geltende Gebiete, wurde eine Ausbreitung der Infektionskrankheit ermdoglicht
(Wobeser, 2011). Auch die Verschiffung von Eiern und Brutfischen wird als ursachlich
angesehen (Austin & Austin, 2016). Mittlerweile ist das Pathogen in Europa, Australien,
Sudafrika, Nordamerika (Tobback et al., 2007), Neuseeland und Asien nachweisbar (Keeling
et al., 2012; Tobback et al., 2007). Die Erkrankung tritt sowohl in SuRwasser als auch in
Salzwasser auf, bei Wildfischen und bei in Aquakultur gehaltenen Fischen (Fadaeifard et al.,
2014). In Europa wurde uber ERM Falle erstmals im Jahr 1978 berichtet. Salmoniden, speziell
Regenbogenforellen sind besonders empfanglich fur ERM, was in der Fischindustrie zu
erheblichen wirtschaftlichen Einbufen fuhrt (Furones et al., 1993a). Unbehandelt kann ein
ERM Ausbruch bei Regenbogenforellen zu einer Sterblichkeit von bis zu 75 % fuhren.
Bachforellen und Bachsaiblingen scheinen resistenter zu sein, bei ihnen werden
Sterblichkeiten bis zu 10 % erreicht (Busch, 1978). Aber auch andere Fischarten, die nicht zu
den Salmoniden gezahlt werden, kdnnen betroffen sein. Beispielsweise ist der Europaische
Aal (Joh et al., 2010), der Goldfisch (Carassius auratus) (McArdle & Dooley-Martyn, 1985)
oder die Europaische Asche fir Y. ruckeri empfanglich. Einige Vogel-(Bangert et al., 1988),
Saugetierarten (Stevenson & Daly, 1982) und Wirbellose (Dulin et al., 1976) kénnen als
Ubertrager fungieren. Sogar Menschen werden als Vektor fir das Bakterium in Betracht
gezogen (Farmer Il et al., 1985). Yersinia ruckeri ist ein Gram-negatives Stabchen mit
abgerundeten Enden (Tobback et al., 2007). Es fermentiert Glucose, reduziert Nitrat, ist
Oxidase negativ (Ross et al.,, 1966) und Katalase positiv. Auf Nahrboden bildet es glatte,
glanzende, runde, erhabene, nicht fluoreszierende und nicht pigmentierte Kolonien aus
(Busch, 1978). Yersinia ruckeri sind fakultativ intrazelluldar und haben die Fahigkeit in
Makrophagen zu Uberleben (Ryckaert et al., 2010). Nicht alle Stdmme tragen Geileln,
wodurch eine unterschiedliche Beweglichkeit entsteht (Davies & Frerichs, 1989). Die
Beweglichkeit hangt aber nicht nur von der Anzahl der vorhandenen Geildeln, sondern auch
von der die Bakterien umgebenden Temperatur ab. In einer Temperaturspanne von 18-27 °C
sind sie beweglich, bei einer Temperatur von 9 °C ist keine Bewegung der vorhandenen
GeilReln mdglich und bei 35 °C sind keine Geifldeln mehr vorhanden (John & Leary, 1977). Die
biochemischen und serologischen Eigenschaften der verschiedenen Typen sind sehr ahnlich
(Wheeler et al., 2009). Stdmme, die dem Biotyp 1 zugeordnet werden sind beweglich und
weisen eine Lipaseaktivitat auf, wohingegen Stdmme des Biotyps 2 diese beiden Fahigkeiten
nicht haben (Kumar et al., 2015).
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4.3.2 Ubertragung:
Die Ubertragung erfolgt horizontal durch den direkten Kontakt zu erkrankten Fischen oder zu

klinisch unauffalligen Tragertieren (Rucker, 1966). Die Inkubationszeit kann unterschiedlich
sein. Sie hangt von dem Gesundheitsstatus des infizierten Fisches, der herrschenden
Wassertemperatur und dem Auftreten von fur den Fisch stressigen Faktoren ab (Ross et al.,
1966). Sie liegt zwischen funf bis sieben Tagen, bei durch vorherige Erkrankungen
geschwachten Tieren kann sie sich auf drei bis funf Tage verringern (Busch & Lingg, 2011;
Hunter, Knittel, & Fryer, 1980; Noga, 2010c). Es wurde gezeigt, dass bis zu 25 % der
Regenbogenforellen, die eine Infektion mit Y. ruckeri Uberlebt haben, zu symptomlosen
Tragern werden und das Bakterium in ihrem Verdauungstrakt beherbergen. Von
asymptomatischen Tragerfischen kénnen hohe Anzahlen an Bakterienzellen in regelmafigen
Abstanden von 36 bis 40 Tagen bei einer Wassertemperatur von 14.5 °C freigesetzt werden
(Busch & Lingg, 2011). Kommt es aber zu stressigen Situationen fir die Tiere, wie z.B. eine
Erhohung der Wassertemperatur, wird der Erreger vermehrt ausgeschieden und die
Méglichkeit der horizontalen Ubertragung nimmt zu (Hunter et al., 1980). Durch die
Ausscheidung im Kot, kann Y. ruckeri ins Wasser gelangen und Uber dieses verbreitet werden.
In sedimentreichem Wasser kann das Bakterium langere Zeitrdume Uberleben und so eine
dauerhafte Infektionsquelle darstellen (Busch, 1978). In Teichschlamm kann es bis zu zwei
Monate Uberdauern (Tinsley, 2010). In Wildfischbestanden treten Krankheitsausbriche
seltener auf, jedoch kann auch hier das Bakterium in symptomlosen Tragern fur unbestimmte
Zeit persistieren (Post, 1987; Wobeser, 2011) und ein Erregerreservoir darstellen. Auch
Wirbellose (Dulin et al., 1976) und Vogel (Bangert et al., 1988) kbnnen als Vektoren fungieren.
Experimentell konnte gezeigt werden, dass Eier die mit infektiosem Samen befruchtet wurden,
nach einer Desinfektion mit Jod frei von Bakterien waren (Dulin et al., 1976). Ob eine wirkliche
vertikale Ubertragung existiert oder die Verbreitung nur durch kontaminierte Eioberflachen
zustande kommt, konnte bisher nicht zweifelsfrei nachgewiesen werden. Jedoch konnte
gezeigt werden, dass sich in der Ovarialflissigkeit und in nicht befruchteten Eiern von
infizierten Konigslachsen das Bakterium befinden kann. Aufgrund dieser Ergebnisse kann die
Maoglichkeit einer vertikalen Ubertragungsroute in Betracht gezogen werden (Glenn et al.,
2015). Die Beschaffenheit von Oberflachen und Sedimenten im Wasser sind fir Y. ruckeri
wichtige Faktoren (Tobback et al., 2007). Es konnte ein Stamm isoliert werden, der eine
vermehrte Ausbildung von Geil3eln aufweist. Diese Eigenschaft befahigt das Bakterium sich
an Oberflachen fest zu setzen und einen Biofilm auszubilden. Auch Oberflachen, wie sie in

Fischereibecken vorkommen, sind davon betroffen (Coquet et al., 2002). Die entstehenden
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Biofiime koénnten eine Erklarung fir immer wiederkehrende Infektionen in

Regenbogenforellenbetrieben sein (Tobback et al., 2007).

4.3.3 Pathogenese:
Es wird angenommen, dass Yersinia ruckeri Uber drei verschiedene Wege in den Koérper des

Wirtes gelangen kann. Die Kiemen, das Seitenlinienorgan und der Verdauungstrakt stellen die
Eintrittspforten der Infektion dar. Von diesen Bereichen aus kann sich der Erreger Uber das
Blut in den ganzen Koérper ausbreiten und sich in den verschiedenen Organen ansiedeln
(Khimmakthong et al., 2013; Ohtani et al., 2015). Neben der GréRe und dem Alter der Fische,
sind auch die Wassertemperatur, die Empfanglichkeit des Wirtes und der entstehende Stress
durch den Umgang mit den Fischen wichtige Faktoren, die den Verlauf der Infektion
entscheidend beeinflussen (Ribsamen & Weis, 1985; Rucker, 1966). In der Niere und Milz
kommt es zur Zerstérung von hamatopoetischem Gewebe (Austin & Austin, 2016; Wobeser,
2011), wodurch in der Folge eine Blutarmut entsteht. Es kommt zu einer makrozytaren
hypochromen Anamie in Kombination mit einer Leukozytopenie. Die Gerinnungszeiten
erscheinen verlangert. Auch andere Blutwerte, wie der Proteingehalt des Blutes werden durch
die entstandene glomerulare Nephritis und Darmnekrosen vermindert. Dadurch kommt es zu
einer Storung des kolloidosmotischen Druckes, des ionischen Gleichgewichtes (Busch, 1978)
und zu einer systematischen Bildung von Odemen und Blutungen (Austin & Austin, 2016;
Rucker, 1966). Aber auch andere Organe wie der Magen, Darm, Pylorus, Schwimmblase,
inneren Muskeln und die Bauchspeicheldrise weisen pathologische Veranderungen auf
(Fadaeifard et al., 2014; Zorriehzahra & Gholizadeh, 2008). Yersinia ruckeri kann in die Zellen
des Wirtsorganismus Uber spezielle Mechanismen eindringen (Menanteau-Ledouble et al.,
2018). Durch die intrazellulare Positionierung sind die Bakterien fur die Abwehrmechanismen
des Wirtes nicht zuganglich. Zusatzlich ist das extrazellulare Milieu armer an essentiellen
Stoffen wie Eisen (Rosenshine et al., 1992). Der Eindringmechanismus des Pathogens hat
vermutlich die Adhasionsmolekile auf der Oberflache der Wirtszellen zum Ziel (Eitel & Dersch,
2002; Eitel et al., 2005; Leong et al., 1990). Da diese Molekule hoch konserviert sind und auf
vielen verschiedenen Zelltypen vorkommen, kann eine weite Bandbreite von Zellen infiziert
werden. Jedoch kdnnen die Bakterien im Zellinneren aufgrund der fortschreitenden Zerstérung
der Wirtszelle nicht lange Uberleben. Es wird angenommen, dass die zellulare Invasion eine
wichtige Rolle bei der Krankheitsentwicklung und dem Eindringen in den Wirt spielt

(Menanteau-Ledouble et al., 2018). Y. ruckeri hat einige Virulenzfaktoren mit den bekannten
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Humanpathogenen Y. pestis, Y. pseudotuberculosis und Y. enterocolitica gemeinsam (Revell
& Miller, 2001). Fur den Infektionsprozess spielen extrazellulare Produkte wie Proteasen,
Siderophore und Hamolysine eine wichtige Rolle. Die Virulenz von Y. ruckeri ist von vielen
Faktoren abhangig. Sie hangt nicht nur von den in den Stdmmen vorhandenen Genen ab,
sondern auch malfgebend von den herrschenden Umweltbedingungen. Ein besonders
wichtiger Faktor scheint die Temperatur zu sein (Guijarro et al., 2018). Die von Y.ruckeri
gebildete Protease 1 (Yrp1) hat die Fahigkeit eine Vielzahl an extrazellularer Matrix und
Muskelproteinen verdauen zu kdnnen (Fernandez et al., 2002). Dies fuhrt zur Zersetzung von
Membranen und zu Porenbildungen in den Blutkapillaren, wodurch die fir ERM typischen
Blutungen im Maulbereich und Darm entstehen. Die Expression von Yrp1 ist von der
Osmolaritat des Wassers und dessen Temperatur abhangig. Am hdchsten ist sie bei einer
niedrigen Osmolaritdt und einer Temperatur von 18 °C (Fernandez et al., 2003). Von den
Bakterien werden auch Peptidasen (YrpAB) in den Wirtsorganismus abgesondert, deren
Expression von Pepton und Sauerstoff abhangig ist (Wrobel et al., 2019). Ein weiterer
gebildeter Virulenzfaktor ist ein porenbildendes Toxin, das zu Hamolyse und zu
Zellauflosungen fihrt. Ein hohes Expressionslevel dieses Toxins wurde auch bei einer
Temperatur von 18 °C und einer limitierten Eisenverfiigbarkeit beobachtet (Fernandez et al.,
2007). Von Biotyp 1 wird zusatzlich eine Phospholipase gebildet. Sie fungiert als Exotoxin und
bewirkt die Zerstérung von Zellmembranen im Wirtsorganismus (Flores-Diaz et al., 2016).
Diese gebildeten Stoffe werden Uber verschiedene Sekretionssysteme (T1SS-T6SS) von der
Bakterienzelle abgegeben (Wrobel et al., 2019). Eisen ist ein fur das Bakterienwachstum
entscheidender Nahrstoff (Guijarro et al., 2018). Um den Eisenbedarf der Bakterienzellen
decken zu koénnen, werden Siderophore in den extrazelluldaren Raum abgegeben. Sie binden
Eisen und transportieren dieses Uber einen Rezeptor der dufRleren Zellmembran ins
Zytoplasma, wo es umgewandelt und fir das Bakterium verwendbar wird (Tobback et al.,
2007). Fir die Expression der zugehdérigen Gene ist die Temperatur entscheidend. Das
Optimum liegt bei 18 °C (Fernandez et al., 2004). Des weiteren hat Y. ruckeri die Fahigkeit die
Aminosaure L- Cystein aufnehmen und zerlegen zu kdnnen (Méndez et al., 2011). Auch Zink
kann das Bakterium Uber ein Transmembranprotein in die Zelle transportieren(Dahiya &
Stevenson, 2010). In Studien wurde gezeigt, dass die Virulenz der Bakterien mit deren
Produktion von Hitze-Sensitiven- Faktoren (HSF) in Zusammenhang steht. So verursachten
nur HSF positive Stamme von Y. ruckeri Todesfalle. HSF maskieren die Oberflachenproteine
der Bakterienzelle und machen diese uber diesen Mechanismus fur die phagozytierenden

Zellen unerkennbar (Navais et al., 2014). Auf der Bakterienoberflache sind zusétzlich
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Lipopolysaccharide (Altinok et al., 2016) und Geif3eln vorhanden, deren Synthese innerhalb
des Wirtes unterdriickt werden kann, um eine Erkennung durch das Immunsystem zu
verhindern (Jozwick et al., 2019). Wie die bereits erwahnten Humanpathogene, tragt auch Y.
ruckeri Plasmide im Zytoplasma, die je nach Serotyp in Anzahl und GrofR3e variieren (Grandis
& Stevenson, 2006; Romalde et al., 1993; Stave et al., 1987; Toranzo et al., 1983). Ihre genaue
Funktion ist bisher noch unklar, jedoch tragen gréRere Plasmide oft Gene fir eine
Antibiotikaresistenz (De Grandis & Stevenson, 1985). Uber die Bedeutung der &uBeren
Membranproteine (OMPs) des Pathogens fir dessen Virulenz ist noch wenig bekannt. OMPs
spielen jedoch flr das Uberleben der Zellen, fir Interaktionen zwischen Wirt und Pathogen
und fur die Erfassung von Nahrstoffen eine wichtige Rolle (Rollauer et al., 2015). Entscheidend
ist neben der Wassertemperatur auch die Lange des Zeitraums, in dem der Fisch dem
Pathogen ausgesetzt ist. So kann schon eine Exposition von einer Stunde zu einer 100 %
Infektionsrate mit einer anschlieRenden Mortalitatsrate von 30-70 % innerhalb von 28 Tagen
fuhren (Busch, 1978).

4.3.4 Klinik:

ERM kann Fische jeden Alters betreffen, jedoch kann die Verlaufsform unterschiedlich
ausgepragt sein. Bei jingeren Tieren tritt eher die akute Form auf, wohingegen bei Adulten
eher chronische Verlaufe zu beobachten sind (Tobback et al.,, 2007). Bei einer
Wassertemperatur von 18 °C treten die schwersten Falle auf (Dalsgaard et al., 1984). Weniger
schwer ist der Verlauf bei 10 °C (Rucker, 1966) und die Anzahl der Todesfalle steigt bei einer
Temperatur von 20 °C deutlich an (Ribsamen & Weis, 1985). Die Sterblichkeit ist in den
verschiedenen Altersklassen unterschiedlich hoch. Am schwersten betroffen sind bei
Regenbogenforellen die Brut bis hin zu dem Entwicklungsstadium der Setzlinge. Mit
zunehmendem Alter und GréRe nimmt die Sterblichkeit ab (Busch, 1978). Bei der akuten
Verlaufsform kann die Sterblichkeit 30-70 % betragen (Furones et al., 1993a; Noga, 2010). In
der Fischgruppe der Regenbogenforellen mit vermarktbarer GréRe machen die Todesfalle
aufgrund von Infektionen mit Yersinia ruckeri ungefahr 14 % aus (Busch, 1978). Ist der Verlauf
eher subakut, treten Mortalitatsraten von 10-50 % auf, die sich Uber bis zu sechs Monate
ziehen koénnen (Furones et al., 1993a). Ausbriche der Rotmaulkrankheit beginnen meist mit
wenigen Todesfallen, deren Anzahl langsam ansteigt und schlussendlich zu grof3en Verlusten
fuhrt (Tobback et al., 2007). Akute Falle zeigen weniger und undeutlichere klinische Symptome

als chronisch erkrankte Fische (Noga, 2010c; Post, 1987). Bei erkrankten Tieren treten



43

Symptome wie Verhaltensanderungen, langsames Schwimmen nahe der Wasseroberflache,
Verlust des Appetits und Lethargie auf. Oft sind betroffene Fische in Bereichen mit geringeren
FlieRgeschwindigkeiten zu finden. AuRerlich sind Blutungen auf der Kérperoberflache, entlang
der Seitenlinie und am Kopf (Tobback et al., 2007), auf der Zunge, den Kiemendeckeln
(Rucker, 1966) und entlang des Unterkiefers und an der Flossenbasis zu erkennen. Betroffen
sind die Brust-, Bauch- und Afterflossen (Shaowu et al., 2013). Rétungen innerhalb und um
die Maulhoéhle sind charakteristisch fur ERM. Eine Infektion kann aber auch ohne das Auftreten
dieser typischen Blutungsstellen vorhanden sein. Die Bauchregion erscheint durch
Flussigkeitsansammlungen im Inneren vergroRert (Avci & Birincioglu, 2005; Rucker, 1966).
Zusatzlich kénnen subkutane Einblutungen an der Unterseite des Fisches und rund um den
Anus zu sehen sein (Busch, 1978). Vorfalle des Darmes und Blutungen im Anus (Seker et al.,
2011), sowie eine Dunkelverfarbung der Haut treten auf (Horne & Barnes, 1999). Ein
Hervortreten der Augen sowie Blutungen in der Augenhdhle, die als blutige Ringe um den
Augapfel erscheinen kénnen, zahlen zu den haufigen Symptomen (Avci & Birincioglu, 2005;
Rucker, 1966). In fortgeschrittenen Fallen kann es auch zu Blutungen in der Iris kommen. Ein
Anstieg des intraokularen Drucks kann zur Ruptur des Auges, Blindheit oder zu einer
Linsentribung fuhren (Busch, 1978; Rucker, 1966). Der Augapfel kann auch teilweise oder
vollstéandig luxiert sein (Noga, 2010c; Post, 1987). Alle Veranderungen der Augen kdnnen ein-
oder beidseits auftreten (Busch, 1978; Rucker, 1966). Bei chronischen Krankheitsverlaufen
kann sowohl eine Verdunkelung der Haut, als auch eine Depigmentierung auftreten (Tobback
et al., 2007), wodurch diese Tiere im Schwarm gut identifizierbar werden (Busch, 1978). Die
Tiere zeigen auch geringere Wachstumsraten (Groff & Lapatra, 2000). Im Inneren des Fisches
kénnen die Leber, die Schwimmblase, die Muskulatur, Gedarme und das Fettgewebe Ubersat
mit punktférmigen Blutungen erscheinen (Rucker, 1966; Sparboe et al., 1986; Wobeser, 2011).
Die Milz kann vergroRert sein und eine schwarze Verfarbung aufweisen. In den entzindlich
veranderten Darmen kdnnen sich dicke, tribe und eitrige Flussigkeitsansammlungen finden
(Avci & Serap Birincioglu, 2005; Rucker, 1966). Die Darmstruktur selbst wird schlaff,
durchscheinend und blutig. Futter ist in den Darmen nicht mehr zu finden (Bullock, 1984;
Busch, 1978). Bei der chronischen Verlaufsform von ERM kommt es zu einer langsam
fortschreitenden Nekrose der Darmschleimhaut, der Mukosa (Busch, 1978). Dadurch
verschlechtert sich der Erndhrungszustand der Fische und Sekundarinfektionen kénnen sich
durch die Schwachung ihre Wirtes entwickeln (Furones et al., 1993a). Auch in den Keimdrusen
kénnen Blutungen auftreten (Rucker, 1966; Sparboe et al., 1986; Wobeser, 2011). Die

angesammelte Flissigkeit im Abdomen erscheint serosanguinds (Busch, 1978; Rucker, 1966).
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Bei histologischen Untersuchungen wird eine generalisierte Septikdmie und eine
Entziindungsreaktion in samtlichen Geweben sichtbar. Organe und Gewebe, die besonders
gut durchblutet sind, weisen Ansiedlungen von Bakterien auf. Hiervon sind Bereiche mit

punktférmigen Blutungen, Leber, Niere, Kiemen, Milz , und Herz (Rucker, 1966) betroffen.

4.3.5 Diagnostik und Behandlung:

Um eine Infektion mit Yersinia ruckeri nachzuweisen, konnen verschieden Verfahren
angewendet werden. Die Isolation des Bakteriums durch das Anlegen einer Kultur, hat sich
aufgrund des schnellen Wachstums des Erregers als praktisch erwiesen (Austin & Austin,
2016). Die optimale Wachstumstemperatur liegt bei 28 °C (Fernandez et al., 2003). Als
Probematerial dienen steril entnommene Proben aus der hinteren Niere, Leber , Milz , Herz
und dem unteren Darm von moribunden Fischen. Kulturen kdnnen aber auch aus dem Kot von
Fischen (Busch, 1978; Rodgers, 1992) oder einer Nierenbiopsie angelegt werden, wofir die
zu untersuchenden Fische nicht sterben missen (Noga et al., 1988). Jedoch gestaltet sich die
Erregerisolation aus Kot aufgrund der hohen Anzahl und Vielfaltigkeit von anderen Bakterien
schwierig (Rodgers, 1992; Waltman & Shotts Jr., 1984). Weiterhin kdnnen auch serologische
Methoden zur Identifikation genutzt werden. Angewandt werden ELISA, IFAT oder
Agglutinationstests (Smith et al., 1987). Der ELISA stellt im Vergleich zum Agglutinationstest
die sensitivere Methode dar (Furones et al., 1993a; Olesen, 1991; Tobback et al., 2007), ist
aber zur Identifikation von subklinisch erkrankten Tieren oder Tragerfischen nicht geeignet
(Furones et al., 1993a). Als erganzende Methode zur Diagnosestellung von ERM kénnen auch
die histopathologischen Veranderungen von Niere (Tobback et al., 2009; Woo & Bruno, 2011),
Leber (Tinsley, 2010), Herz (Avci & Birincioglu, 2005), Haut (Tobback et al., 2009) und Kiemen
herangezogen und interpretiert werden (Adel et al., 2015). Zu den molekularen verwendeten
Techniken gehoéren die PCR (Altinok et al., 2001; Garcia et al., 1998; Gibello et al., 1999) und
der Restriktions-Fragment- Langen- Polymorphismus (RFLP) (Garcia et al., 1998). Die
Anwendung der PCR hat den grof3en Vorteil, dass der Erreger auch in geringer Menge erkannt
werden kann. Infizierte Tiere, die den Erreger in sich tragen und keine klinische Symptomatik
aufweisen, kénnen so erkannt und eine weitere Ausbreitung von ERM unterbunden werden.
Fur die Durchfihrung der PCR kdnnen auch Blutproben benutzt werden. Dies hat den Vorteil,
dass die Tiere fiur die Diagnostik nicht getétet werden missen und ein Tier auch mehrmals
beprobt werden kann (Altinok et al., 2001). Fir die Behandlung von ERM kdnnen verschiedene

Antibiotika zum Einsatz kommen (Ceschia et al., 1987). Verwendet werden kdnnen Amoxicillin,
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Oxolonsaure, Oxytetracyclin; Sulfadiazine in Kombination mit Trimethoprim und Florfenicol
(Michel et al., 2003). Einige Isolate aus den USA weisen jedoch bereits eine absolute
Resistenz gegentber Sulfadimidin und Oxytetracyclin auf (Post, 1987). Oxolinsaure kann
sowohl prophylaktisch als auch therapeutisch eingesetzt werden (Rodgers & Austin, 1983).
Um den Antibiotikaeinsatz reduzieren und trotz der aktuellen Resistenzlage
Behandlungserfolge erzielen zu koénnen, wird nach alternativen Therapiemdglichkeiten
gesucht. Experimentell konnte gezeigt werden, dass Zinkoxid-Nanopartikel aufgrund ihrer
antimikrobiellen Eigenschaften die Fahigkeit besitzen, das Wachstum von Y. ruckeri innerhalb
von 24 Stunden komplett einzuddmmen. Im Gegensatz dazu konnte dieser Erfolg durch den
Einsatz von Oxytetracyclin nicht erzielt werden. In wie weit diese Nanopartikel allerdings
potentiell giftig flr die Zellen sein kédnnen, bendtigt weitere Untersuchungen (Shaalan et al.,
2017).

4.3.6 Prophylaxe:
Es existieren Impfstoffe, die besonders gegen Bakterien des Serotyps O1a einen guten Schutz

bieten. Sie kénnen oral, per Injektionem oder Uber ein Immersionsbad verabreicht werden
(Deshmukh et al., 2012; Ispir & Dorucu, 2014). Es besteht auch die Mdglichkeit ERM-
Impfstoffe anal einzubringen, was zwar zu einer hdheren Immunitat flihrt (Johnson & Amend,
1983), fur die Tiere aber die deutlich stressigere Variante ist und einen hdheren
Arbeitsaufwand bedeutet (Villumsen et al., 2014). Zwischen der oralen Verabreichung und der
Verabreichung per Immersionsbad sind keine Unterschiede des Immunitatslevels zu
erkennen. Wahrscheinlich ware der Schutz Uber die orale Route im Vergleich zum Schutz
durch das Immersionsbad starker, wenn der Impfstoff wahrend des Verdauungsvorganges
nicht teilweise inaktiviert werden wirde (McArdle & Dooley-Martyn, 1985). Durch
Immunisierungen kénnen die Verluste durch Infektionen mit Y. ruckeri deutlich reduziert
werden (Horne & Robertson, 1987). Jedoch existieren keine Informationen ob eine Impfung
auch vor dem asymptomatischen Tragerstatus schutzt oder diesen sogar eliminieren kann
(Furones et al., 1993a). In Untersuchungen konnte gezeigt werden, dass die durch eine
Impfung ausgeldste Immunantwort mit der Wassertemperatur in Zusammenhang steht. So
laufen die Reaktion Uber Zytokine und die Bildung von Antikdrpern bei tieferen
Wassertemperaturen auf einem niedrigeren Level ab als bei héheren Wassertemperaturen
(Raida & Buchmann, 2007). Dies koénnte eine Erklarung fir das Scheitern von

Immunisierungen in kaltem Wasser sein (Rodgers, 1991). Die Abwehr unterstiitzend kénnen
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zusatzlich zu den Impfstoffen Immunstimulantien wie B-Hydroxy-p-Methylbutyrat Gber das
Futter verabreicht werden (Siwicki et al., 2001). Die koérpereigenen Abwehrmechanismen
werden so aktiviert und der Fisch vor ERM geschitzt (Tobback et al., 2007). Auch Bader in
Levamisol (Ispir & Yonar, 2007) oder die Verabreichung verschiedener Pflanzenstoffe kbnnen
einen stimulierenden Effekt haben (Bulfon et al., 2014). Auch die Verabreichung von Probiotika
kann die Uberlebenschancen von Fischen, die mit Y. ruckeri konfrontiert werden, verbessern.
Als Nahrungserganzungsmittel werden sie den Tieren zugefuhrt und enthalten beispielsweise
Sporen von Bacillus subtilis, und B. licheniformis (Raida et al., 2003), oder Bakterien wie
Carnobacterium maltaromaticum oder C. divergens (Kim & Austin, 2006). Beim Einsatz von
Bacillusarten ist eine Dosierung von 4 x 10* Sporen pro Gramm Futter (Raida & Buchmann,
2007) ausreichend und bei Carnobakterien eine Dosierung von > 107 Zellen pro Gramm Futter
notwendig (Kim & Austin, 2006). Auch eine zusatzliche Einmischung von Enterobacter cloacae
und Bacillus mojavensis in einer Dosierung von 108 Zellen pro Gramm Futter (iber 60 Tage
fihrt zu einer Verbesserung der Uberlebensraten (Capkin & Altinok, 2009). Da Ausbriiche von
ERM meist im Zusammenhang mit dem Auftreten von stressreichen Faktoren flr den Fisch
stehen, sollten diese so gut wie mdglich durch ein gutes Management im Betrieb verhindert
werden. Besonders wichtig ist auch, dass die Ausscheidungsraten von klinisch unauffalligen
Tragertieren von den herrschenden Umstanden abhangig sind (Horne & Barnes, 1999). Die
wichtigsten Faktoren sind eine zu hohe Besatzdichte der Becken, eine schlechte
Wasserqualitdt und Temperaturveranderungen des Wassers (Hunter et al., 1980). Auf
Hygienemallnahmen sollte, wie auch bei anderen Erkrankungen, Wert gelegt werden. Um das
Einbringen des Erregers in einen freien Bestand zu verhindern, sollten Fische nur aus
ebenfalls als frei geltenden Betrieben zugekauft werden. Im Idealfall sollten diese Tiere auch
schon zuvor geimpft worden sein (Furones et al., 1993a). Fischbestande sollten gegen das
mdgliche Eindringen anderer Tierarten abgesichert und ein Augenmerk auf die Wasserquelle
gelegt werden. Um eine Verbreitung des Pathogens in Wildfischbestande zu vermeiden, sollte

das Abwasser von Betrieben entsprechend behandelt bzw. gereinigt werden.

4.4 Flavobakteriose:

Zur Familie der Flavobacteriaceae werden auch fischpathogene Bakterienarten gezahit. Die
drei wichtigsten davon sind F. psychrophilum, das F. columnare und F.brachiophilum. F.
psychrophilum verursacht bei Salmoniden die Kaltwasserkrankheit (englisch: cold water

disease, CWD) und speziell bei Regenbogenforellenbrut das Rainbow Trout Fry Syndrome
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(RTFS). Der Erreger der Columnaris Krankheit ist F. columnare und durch das Bakterium F.
brachiophilum wird die Bakterielle Kiemenerkrankung (englisch: bacterial gill disease, BGD)

ausgeldst (Starliper, 2011).

4.5 CWD und RTFS:

Erreger der CWD ist das Flavobacterium psychrophilum, das friher auch unter den Namen
Cytophaga psychrophila oder Flexibacter psychrophilus bekannt war (Bernardet et al., 1996).
Bei F. psychrophilum handelt es sich um lange, diinne und Gram negative (Pacha, 1968),
flexible und strikt aerobe Stabchen. Aufzeichnungen Uber die GroRe variieren stark in der
Literatur. Die Bakterien zeigen eine gleitende Fortbeweglichkeit ohne das Vorhandensein von
Geilkeln (Faruk, 2000), die durch die Produktion von Schleim oder einer Menge an
extrazellularen Polysacchariden erleichtert wird (Dalsgaard et al., 1993). Auf Cytophaga-Agar
wachsen nach einer Inkubationszeit von 48-96 h bei einer Temperatur von 15-20 °C leuchtend
gelbe, glanzend, glatte, erhabene Kolonien mit regelmaligen Randern. Ihr Durchmesser
betragt 1-5 mm (Bernardet & Kerouault, 1989). Die Erkrankung wurde erstmals im Jahr 1946
von Davis (Davis & Day, 1946) in den USA beschrieben und aufgrund der pathologischen
Veranderungen des Schwanzes als ,Peduncle Disease“ bezeichnet. Ein anderes
Erscheinungsbild der Infektion ist unter der Bezeichnung RTFS bekannt (Rangdale, 1999).
Mittlerweile existieren Isolate von F. psychrophilum von verschiedenen Wirten in den
unterschiedlichsten geographischen Regionen, wodurch die Annahme untermauert wird, dass
das Pathogen eine weltweite Verbreitung aufweist (Cipriano & Holt, 2005). Die Infektion tritt
seuchenhaft hauptsachlich in Stif3wasser bei niedrigen Wassertemperaturen auf (Aoki, 2016).
Zu den schwersten Ausbriichen der Krankheit kommt es bei Wassertemperaturen von 4-10 °C
(Borg, 1960), wobei es bis zu 16 °C zu Erkrankungen kommen kann (Holt, 1987). Ab einer
Temperatur von 15 °C nimmt jedoch die Anzahl der Todesfalle ab (Holt et al., 1989).
Besonders stark von dieser Erkrankung betroffen sind Salmoniden und Ayus (Plecoglossus
altivelis) (Aoki, 2016). Auch bei Karpfen (Cyprinus carpio), Aalen, Karauschen (Carassium
carssius), Schleien (Tinca tinca) (Lehmann et al., 1991), Drachenfischen (Zacco platypus) (lida
& Mizokami, 1996), Haseln (Trybolodon hakonensis) und Grundeln ( Chaenogobius urotaenia)
(Amita et al., 2000) wurde die Krankheit bereits diagnostiziert. Obwohl alle Altersklassen
betroffen sein kdnnen, ist die Gruppe der kleinen Brutfische und Setzlinge besonders
gefahrdet (Brown et al., 1997; Holt, 1987). Als RTFS prasentiert sich die Infektion bei einer

Wassertemperatur von unter 10 °C (Bernardet et al., 1988) bei Brttlingen und Setzlingen in
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der Gewichtsklasse von 0,2-2g sechs bis sieben Wochen nach Beginn der Futterung
(Nematollahi et al., 2003). Die Verluste kdnnen bis zu 70 % betragen (Branson, 1998). Erste

Todesfalle bei experimentell infizierten Fischen traten bereits nach 24 h ein (Aoki et al., 2005).

451 Ubertragung:
Die Ubertragung von F. psychrophilum erfolgt horizontal Uber Wasser. Die natirlichen

Reservoire sind Tragerfische des Pathogens und kranke oder tote Fische, die den Erreger
ausscheiden (Starliper, 2011). Dabei stehen die Verbreitungsraten und Mortalitaten mit der
Wassertemperatur in Zusammenhang. So konnten bei kranken Fischen Verbreitungsraten von
bis zu 108 Zellen pro Fisch pro Stunde gemessen werden. Bis zu 80 Tage nach Eintritt des
Todes wurden noch Bakterienzellen an die Umgebung abgegeben (Madetoja et al., 2000).
Auch Uber Wasserzuflisse kann das Pathogen in die Population gelangen. Diese Bakterien
haben die Fahigkeit lange Zeitrdume auflerhalb des Fisches Uberleben zu kénnen. Auch
Lebewesen, die keine Fische sind, kbnnen zum Wirt werden (Starliper, 2011). So konnte
bereits in Molchen, Kieselalgen und anderen Algen F. psychrophilum nachgewiesen werden
(Amita et al.,, 2000; Brown et al., 1997; lzumi et al., 2005). Von den herrschenden
Umweltbedingungen abhangig kann sich das Bakterium unterschiedlich gut anpassen und in
Flusswasser bis zu vier Monate Uberleben (Vatsos et al., 2003). Durch Hautlasionen oder
Mangel an Schleim an der Oberflache des Fisches, wird der Bakterieneintritt in den Wirtskorper
erleichtert. Solche Veranderungen kénnen durch einen Befall mit Hautparasiten, nach
Impfungen, nach dem Einsatz von Formalin, Handhabung der Tiere, hohen
Ammoniakgehalten oder Ubersattigungen des Wassers an Sauerstoff entstehen. Aber auch
zu hohe Flussgeschwindigkeiten des Wassers kénnen zu Schadigungen der Haut oder der
Schleimschicht fihren (Madetoja et al., 2000). Es wird vermutet, dass auch der Weg einer
vertikalen Ubertragung existiert. In Ovarialfliissigkeiten, Fischmilch, Eiern, auf Eioberflachen,
Schleim- und Nierenproben verschiedener Fischarten konnte der Erreger nachgewiesen
werden (Brown et al., 1997; Cipriano, 2005; Holt, 1987; Madsen et al., 2005; Rangdale et al.,
1996; Taylor, 2004), sowie aus dem Inneren von befruchteten Eiern in Amerika (Branson,
1998; Brown et al., 1997). Als Sonderform der horizontalen Ubertragung kann die
Kontamination der Eioberflache von ansonsten pathogenfreien Eiern angesehen werden.
Altere Forellen, insbesondere Brutfische kdnnen symptomlose Tragertiere des Bakteriums

sein und ein Erregerreservoir darstellen (Rangdale, 1995).
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4.5.2 Pathogenese:
Das Bakterium gelangt wahrscheinlich tber die Kiemen und verletzte Hautbereiche in den Wirt

(Dalsgaard et al., 1993). Bei niedrigen Wassertemperaturen konnte die zunehmende Fahigkeit
von F. psychrophilum beobachtet werden, sich an das Kiemenepithel anheften zu kénnen. Das
Kiemengewebe stellt im Korper des Fisches eine grof3e Oberflache dar mit einer geringen
Diffusionstrecke zu den angrenzenden Blutkapillaren. Durch diese Eigenschaften wird dem
Pathogen uber diese Eintrittspforte ein schneller und einfacher Weg in den Blutstrom
ermoglicht (Nematollahi et al., 2003). Eine orale oder gastrointestinale Infektionsroute wird
ebenso angenommen (Faruk, 2000). Die Virulenz von verschiedenen F. psychrophilum-
Isolaten kann erheblich variieren (Holt et al., 1993; Madsen & Dalsgaard, 2000; Nematollahi
et al., 2003). Aufgrund von Experimenten mit aus Kopfniere und Milz von Regenbogenforellen
isolierten Makrophagen wird angenommen, dass Makrophagen in der Pathogenese einer
Infektion mit F. psychrophilum eine wichtige Rolle spielen. Vor allem Makrophagen der
Kopfniere und Milz produzierten in Abhangigkeit des verwendeten Bakterienstammes
Sauerstoffradikale zur Abwehr des Erregers, wobei die Intensitat dieser Produktion bei
Makrophagen der Milz deutlich geringer ausgepragt war (Nematollahi et al., 2005). Die
Fahigkeit der Totung durch Makrophagen entgehen zu konnen, scheint ein bedeutender
Virulenzfaktor zu sein (Decostere et al., 2001; Nematollahi et al., 2005). Vom Alter der Fische
abhangig kann F. psychrophilum in unterschiedlichem Ausmafll in die Makrophagen
aufgenommen werden und in diesen Uberleben, und somit der humoralen Immunantwort des
Wirtes entgehen (Decostere et al., 2001). Auf der anderen Seite hat das Bakterium
zytotoxische Effekte gegenuber den Makrophagen von Forellen (Nematollahi et al., 2005).
Einige Virulenzfaktoren, unter anderem Proteasen, Endo- und Exotoxine und Adhesine tragen
zu der Pathogenitat des Erregers bei. Adhesine ermdglichen eine Anheftung an die Zellen und
Gewebe des Wirtes und vereinfachen so das Eindringen in den Wirt (Dalsgaard et al., 1993).
Die Bakterienzellen sind von einer diinnen Schleimschicht umgeben, die dazu dienen kénnte,
ihre Anheftungsfahigkeit und Fortbeweglichkeit zu verbessern (Dalsgaard et al., 1993;
Rangdale, 1995). F. psychrophilum kann die Zellzersetzung und Agglutination von roten
Blutkérperchen  bewirken, wodurch eine ausgepragte Blutarmut bei jungen
Regenbogenforellen entsteht (Lorenzen, 1994). Durch extrazelluldre Enzyme, unter anderem
proteolytische Enzyme, Nukleasen und Lipasen, kann das Pathogen auf Kosten anderer
Bakterienarten leben und sich auf dem Infektionsweg einen Vorteil verschaffen (Holt et al.,
1993; Lorenzen et al., 1997; Nematollahi et al., 2003; Shewan, 1969). Kommt es zur

Konfrontation mit den Bakterienzellen, werden bei Regenforellen in den flr die Immunabwehr
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wichtigen Geweben vermehrt Lipopolysaccharide und Akute Serum Amyloide A (A-SAA)
gebildet. Sie sind wahrscheinlich fiir die lokale Abwehr von Bedeutung (Villarroel et al., 2008).
Eine von dem Erreger gebildete hitzestabile Metalloprotease kann Gelatin, Laminin,
Fibronectin, Fibrinogen und Kollagene spalten, sowie Actin und Myosin abbauen (Cipriano &
Holt, 2005), was zu nekrotischen Entzindungen der Skelettmuskulatur und Muskelnekrosen
fuhren kann (Ostland et al., 2001). Zusatzlich wurden zwei weitere Proteasen entdeckt, die
von F. psychrophilum produziert werden und Casein und Gelatin abbauen kénnen, sowie acht
weitere Proteasen, die aber nur Gelatine abbauen (Bertolini et al., 1994). Neben den zuvor
beschriebenen Adhesinen, kénnen auch diese Enzyme dem Bakterium einen Vorteil in der

Besiedlung der Wirtsgewebe verschaffen (Cipriano & Holt, 2005).

453 Klinik:

Die Auspragung der klinischen Symptomatik hangt vom Alter des betroffenen Fisches ab
(Aoki, 2016) und kann sich unterschiedlich manifestieren. Eine der Formen, die klassische
CWD oder Peduncle disease, manifestiert sich mit charakteristischen offenen Lasionen auf
den Korperoberflachen der Fische, insbesonders im Bereich der dorsalen Kdrperregionen und
des Schwanzstiels. Zunachst kénnen die Lasionen als raue Hautareale oder ausgefranste
Flossenspitzen erscheinen. Auf den Flossen kénnen schwach weilte Bereiche entstehen, an
denen sich die Bakterien ansiedeln haben. In manchen Fallen kann es auch zu einer Trennung
der Flossenstrahlen kommen. Mit dem Fortschreiten der Erkrankung entwickeln sich an den
von Bakterien besiedelten Bereichen zunehmend nekrotische Areale. Dies geschieht
vorzugsweise im Schwanzbereich und an den Schwanzflossen (Starliper, 2011). Bei Tieren
mit Infektionen im Endstadium kann die Nekrose von Haut und Muskulatur soweit
fortgeschritten sein, dass sogar die Wirbelsaule im Schwanzbereich freigelegt ist (Borg, 1960).
Daher stammt auch der Name Peduncle disease fiir diese Form der Krankheit. Parallel zu den
genannten Erscheinungen kann es zu einer systemischen bakteriellen Infektion und
pathologischen Veranderungen an den inneren Organen kommen. Bei systemischen
Infektionen treten zudem &uBerliche Veranderungen wie eine Umfangsvermehrung des
Abdomens, hervortretende Augapfel und blasse Kiemen auf (Starliper, 2011). Betroffene Tiere
kénnen Appetitverlust zeigen, trdge an der Wasseroberflache treiben oder auf den
Beckenboden abgesunken sein. Die Hautlasionen konnen blutig sein und die oberste
Hautschicht fehlen. An der Bauchunterseite kénnen sich punktférmige Blutungen bilden

(Nilsen et al., 2011). Neben den zuvor beschriebenen Lasionen im Schwanzbereich kénnen
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auch Lasionen seitlich am Korper, im Kieferbereich und in der Muskulatur zwischen
Ruckenflosse und Hinterkopf entstehen (Starliper, 2011). Die Leber erscheint uneinheitlich
gefarbt und die Milz deutlich vergrofiert und dunkel. In der Bauchhéhle kann serése und blutige
freie FlUssigkeit vorhanden sein, sowie Blutungen im Fettgewebe und der Skelettmuskulatur
auftreten (Nilsen et al., 2011). Histologisch entsprechen die Veranderungen dem Fortschritt
und dem Schweregrad der Infektion. Es kdnnen sich nekrotische Bereiche in den Nieren, der
Leber und der Milz, sowie Infiltrationen von weil3en Blutkérperchen im Bereich der sichtbaren
Lasionen in der Haut und Muskulatur finden (Starliper, 2011). Die Bakterien sind insbesondere
in gut durchbluteten Organen wie der Niere, Milz, Herz und den Sekundarlamellen der Kiemen
zu finden. Auch in der Schwimmblase, dem Bauchfell, der Leber, der Bauchspeicheldriise oder
in der Muskelschicht des Darmes kdénnen sie vorhanden sein (Wood & Yasutake, 1955). Bei
der chronischen Verlaufsform von CWD treten Symptome wie ein verandertes
Schwimmverhalten, eine  Dunkelfarbung der Haut im  Schwanzbereich und
Wirbelsaulendeformationen auf (Kent et al., 1989). Bei Tieren, die eine akute Infektion mit F.
psychrophilum Uberlebten und deren Schwimmbewegungen ataktisch und spiralig aussahen,
konnten chronische Infektionen und chronische Entziindungen des Schadels und der
Wirbelsaule nachgewiesen werden. Am Ubergang der Wirbelsaule zum Schadel waren an den
Wirbeln Verdickungen der Knochenhaut erkennbar (M. Kent et al., 1989). Wenn es sich um
eine akute Verlaufsform handelt, Uberwiegen die systemische Infektion und die inneren
Veranderungen (Starliper, 2011). Bei alteren Fischen betragen die Verluste gewdhnlich unter
20 % (Wood, 1974). Eine andere Manifestation einer Infektion mit F. psychrophilum ist das
RTFS. Es betrifft Fische in ihren frihen Lebensstadien mit einer Gewichtsspanne von
0,2-10,0 g (Rangdale, 1995). Der Krankheitsverlauf ist akut und kann zu Verlusten von Uber
50 % fuhren (Starliper, 2011). Im Anfangsstadium handelt es sich um eine lokale Form von
Haut und Kiemen, die durch ManagementmalRnahmen unter Kontrolle gebracht werden
kénnen. Die betroffenen Tiere erscheinen teilnahmslos, zeigen abgespreizte Kiemendeckel
und Atemnot, hangen an der Wasseroberflache und fressen nicht. Auch korkenzieherartige
Schwimmbewegungen kénnen auftreten. Teilweise wurden Veranderungen der Haut in den
Bereichen hinter den Rickenflossen beobachtet. Bei systemischen Infektionen sind die
Kiemen blass, die treten Augen hervor und ist der Bauch durch Flissigkeitsansammlungen im
Inneren aufgetrieben. An der Bauchunterseite kdnnen Einblutungen sichtbar sein und
schleimiger fadenférmiger Kot hinterhergezogen werden (Branson, 1998). Die Haut kann
insgesamt dunkler pigmentiert sein (Starliper, 2011). In den meisten Féllen sind weitere

Probleme, wie Parasitenbefélle vorhanden. Im Kérperinneren sind Veranderungen der Organe
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sichtbar. Die Milz erscheint deutlich vergréRRert, die Nieren (Branson, 1998) und die Leber
(Starliper, 2011) sind geschwollen und blass, das Bauchfell und das viszerale Fett sind rot
gefarbt. Der Darm kann eine weil3-gelbliche schleimige Fullung enthalten und der Enddarm
kann verstopft sein. Bei der histologischen Untersuchung fallt oft eine starke Schadigung der
Milz auf. Die Struktur des Organs erscheint zerstort und wird durch Entzindungszellen, rote
Blutkdrperchen und Fibrinstrange aufgefullt. Bakterien sind in diesem Material und in
Makrophagen sichtbar. Auch andere Organe wie das Herz, die Kiemen oder die Haut kénnen
pathologische Veranderungen aufweisen (Branson, 1998). Durch die Futterung von Diaten mit
einem hohen Anteil an oxidierten Fetten, kénnen histopathologische Veranderungen auftreten,
die denen von RTFS &hneln. Zudem konnten bei Tieren mit einer solchen Fitterung héhere
Mortalitatsraten nach einer Konfrontation mit F. psychrophilum beobachtet werden (Daskalov
et al., 2000).

4.5.4 Diagnostik und Behandlung:

Um die Diagnose einer Infektion mit F. psychrophilum stellen zu kdnnen, sind neben der

klinischen Symptomatik Hintergrundinformationen wie das Alter und die Art der betroffenen
Fische, der Krankheitsverlauf und die herrschenden Wassertemperaturen von Bedeutung.
Mikroskopisch kdnnen die Bakterienzellen in den Geweben dargestellt werden. Zur
Gewinnung von Probematerial kann eine Vielzahl an Geweben herangezogen werden.
Verwendet werden konnen Proben der Haut und des Hautschleims, der Kiemen, der aul3eren
Lasionen, der Nieren, der Milz, des Gehirns, der Bauchhoéhlenflissigkeit und der
Fortpflanzungsprodukte. Die Gewinnung des Pathogens aus Lasionen der Koérperoberflache
gestaltet sich oft aufgrund der vorhandenen Umweltkeime oft schwieriger als aus dem
Koérperinneren (Starliper, 2011). Eine mikroskopische Nativuntersuchung von frischen
Abstrichen, sowie eine Methylenlau-Farbung von Nativabstrichen reichen oft zum Nachweis
der langen gleitenden charakteristischen Bakterien aus und kdnnen gemeinsam mit den oben
genannten Informationen oft schon zur Diagnose fuhren. Das Anlegen einer Bakterienkultur
kann in unterschiedlichen Medien erfolgen. Auf herkémmlichen, nahrstoffreichen Nahrbéden
zeigt F. psychrophilum kein oder nur ein sehr schlechtes Wachstum, weshalb in
diagnostischen Laboratorien haufig ein Cytophaga-Medium eingesetzt wird (Anacker & Ordal,
1959). Auf Trypton-Soja-Agar wurde ein schwaches Wachstum beschrieben (Dalsgaard et al.,
1993; Madetoja et al., 2001). Auch serologische Nachweismethoden wie ELISA (Rangdale &
Way, 1995) oder IFAT (Lorenzen & Karas, 1992) und molekulare Nachweismethoden wie PCR
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(Wiklund et al., 2000), in-situ-Hybridisierung (ISH) (Liu et al., 2000) und RFLP (Nilsson &
Strom, 2002) kénnen zur ldentifizierung des Erregers verwendet werden. Zur Therapie von
CWD und RTFS reichen im Frihstadium manchmal verbesserte Haltungsbedingungen und
DesinfektionsmalRnahmen aus. Bei fortgeschrittenen Verlaufen kénnen Antibiotika wie
Oxytetracyclin zum Einsatz kommen (Faruk, 2000). Auch Florfenicol kann Uber das Futter
verabreicht werden. Wichtig ist es zusatzlich zu der medikamentdsen Therapie vorhandene
Stressfaktoren fur die Fische zu reduzieren (Starliper, 2011). Aufgrund der zunehmenden
Resistenzlage ist es wichtig, bei Antibiotikaeinsatzen ein Antibiogramm anfertigen zu lassen
(Nematollahi et al., 2003).

45,5 Prophylaxe:
Wie auch bei anderen Erkrankungen ist es wichtig, eine Einschleppung des Erregers sowohl

in Bestande in Aquakultur, als auch in Wildfischbestadnde zu vermeiden. Durch geeignete
Managementmallinahmen und die Vermeidung von stressenden Faktoren fur die Tiere,
kénnen Ausbriiche verhindert werden. Um dem Ubertragungsweg Uber kontaminierte Eier
vorzubeugen, hat es sich als hilfreich erwiesen die Eier mit Povidonjod zu desinfizieren. Ein
wichtiger Faktor ist auch das Harten der Eier in pathogenfreiem Wasser um eine
Oberflachenkontamination und ein mdgliches Eindringen des Erregers zu vermeiden
(Kumagai et al., 2000). Momentan stehen keine kommerziellen Impfstoffe gegen F.
psychrophilum zur Verfigung (Starliper, 2011). Obwohl die Antigenkomponenten des
Bakteriums mittlerweile bekannt sind, konnte bisher kein effizienter Impfstoff entwickelt werden
(Gomez et al., 2014). Dass die Jungfische so frih wie mdglich immunisiert werden sollten, die
adaptive Immunantwort aber erst ab einem Gewicht von 0,5-2,5 g auftritt, stellt eine grolRe
Herausforderung dar (Ellis, 1988b; Gomez et al., 2014). Zuséatzlich ist eine Verabreichung des
Impfstoffes bei einer solchen geringen KorpergroRe nur Uber das Futter oder per
Immersionsbad mdglich. Eine Injektion wirde zwar zu einem langer anhaltenden Schutz
fUhren, ist aber bei diesen Gewichten nicht praktisch umsetzbar (Gémez et al., 2014; Hastein
et al., 2005). Um eine Ausbreitung und Ubertragung der Krankheit zu verhindern, kénnen
Desinfektionsmaflnahmen durchgefihrt werden. Zur Desinfektion von Eioberflachen kénnen
Glutaraldehyde, Hydrogenperoxide und lodophore zum Einsatz kommen (Branson, 1998).
Zwar wird durch die Eidesinfektion mit Providonjod keine komplette Keimfreiheit erreicht, da
das Bakterium im Perivitellin-Raum geschitzt liegt (Brown et al., 1997; Kumagai et al., 2000),

die Anzahl der vorhandenen Bakterienzellen jedoch deutlich reduziert (Brown et al., 1997). Um
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eine Deaktivierung oder Abschwachung der eingesetzten Stoffe bei der Desinfektion von
Gegenstanden zu vermeiden, ist wie bei jeder Desinfektion eine grindliche vorherige
Reinigung notwendig. Eine Schaffung von alkalischem Milieu hat sich ebenfalls als wirksam
erwiesen (Branson, 1998). Die Wasserversorgung und der Wasserfluss sollten Gberwacht
werden und besonders empfangliche Tiere, also sehr junge Fische, in pathogen-freiem
Wasser gehalten werden (Starliper, 2011). Dieses Wasser kann aus einer Quelle stammen,
gefiltert und ultraviolett bestrahlt werden oder ozonisiertes Wasser sein (Cipriano & Holt,
2005). Im Wasser sollten organisches Material und Nitrit auf einem Minimum gehalten werden,
da es die Anlagerung von Bakterien erleichtert (Nematollahi et al., 2003) bzw. Haut und
Kiemen vorschadigt. Hohe Wasserflussgeschwindigkeiten und hohe Belegdichten sollten
vermieden werden (lguchi et al.,, 2003; Sarti & Giorgettii, 1996; Wood, 1970). Auf die
herrschende Wassertemperatur und den Sauerstoffgehalt im Wasser sollte geachtet werden.
Zudem sollte der Umgang mit den Fischen vorsichtig erfolgen um mechanische Verletzungen
und die Entstehung von Eintrittspforten flr das Pathogen zu vermeiden (Snieszko, 1964).
Verflittert werden sollte qualitativ hochwertiges und sicher gelagertes Futter. Auf eine
allgemeine Sauberkeit der Fischbecken sollte Wert gelegt werden (Starliper, 2011). Erkrankte
oder bereits tote Tiere verbreiten grof3e Bakterienmengen uber lange Zeitraume. Um den
Infektionsdruck fur die anderen Fische zu senken, ist es wichtig diese so schnell wie mdglich
zu entfernen (Madetoja et al., 2000). Um das Vorhandensein des Pathogens in einer
Population frihzeitig zu erkennen, ist es sinnvoll eine gewisse Anzahl an Fischen in
periodischen Abstanden zu untersuchen. Besondere Vorsicht sollte beim Verbringen von
Fischen in andere Anlagen bzw. Gewasser walten, vor allem wenn der Gesundheitsstatus der
Tiere unklar ist oder der Ursprungsbetrieb eine vorherige Krankheitsgeschichte hat (Starliper,
2011).

4.6 Columnaris Krankheit:

Der Erreger der Columnaris Krankheit ist das Bakterium Flavobacterium columnare aus der
Familie der Flavobacteriaceae. Bei F. columnare handelt es sich um ein Gram negatives,
schlankes, gleitendes, aerobes Stabchen. Es kann eine Lange von bis zu 10 ym und eine
Breite von bis zu 0.5 ym haben (Bernardet et al., 1996; Bernardet & Bowman, 2006; Decostere
et al., 1998; Decostere et al., 1999). Eine Kapsel kann je nach Bakterienstamm vorhanden
sein (Decostere et al.,, 1999) oder fehlen (Ourth & Bachinski, 1987). Im Labor produziert

F.columnare ein gelbes Pigment (Durborow et al., 1998), bei dem es sich um Flexirubin handelt
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(Bernardet & Bowman, 2006). Auf einem speziellen Nahrboden, Anacker-Ordal’s Agar
(Anacker & Ordal, 1955), wachsen flache blass gelbe Kolonien mit sich ausbreitenden mehr
oder weniger wurzelartigen Randern. Sie heften sich auf dem Nahrboden an und kénnen im
Zentrum warzenartig oder erhaben erscheinen (Pacha & Ordal, 1970). Die Erkrankung ist eine
bedeutende bakterielle Infektionen unterschiedlicher Fischarten und kann zu Massensterben
fuhren (Tripathi et al., 2003). Die Columnaris Krankheit spielt Uberwiegend in warmen,
stehenden Gewassern mit einer hohen organischen Belastung eine Rolle, ist aber zunehmend
auch bei Regenbogenforellen in Aquakultur bei 12-15°C zu beobachten. In den letzten
Jahrzehnten wurde das Bakterium einige Male umbenannt, zunachst gab ihm Davis im Jahr
1922 den Namen Bacillus columnaris (Davis, 1922), dann wurde es von Ordal& Rucker 1944
als Chondrococcus columnaris bezeichnet (Ordal & Rucker, 1944), im Jahre 1945 von
Garnjobst als Cytophaga columnaris (Garnjobst, 1944), anschlieRend 1974 von Leadbetter als
Flexibacter columnaris (Leadbetter, 1974), bis es im Jahre 1996 seinen jetzigen Namen erhielt
(Bernardet et al., 1996). Basierend auf einem Restriktions Fragment Langen Polymorphismus
(RFLP) des 16 rRNA Gens (LaFrentz et al., 2014; Triyanto & Wakabayashi, 1999), konnte das
Bakterium in fiinf Genomovare eingeteilt werden. Die Erkrankung wurde erstmals von Davis
im Jahre 1922 bei Fischen aus dem Mississippi beschrieben (Davis, 1922). Obwohl das
Bakterium in natlrlichen Gewassern vorkommt und von Wildfischen isoliert werden kann,
treten seuchenartige Ausbriche eher in Aquakulturbetrieben auf (Olivares-Fuster et al., 2007;
Revetta et al,, 2005; Rickard et al., 2003). Ausbriche treten wahrend der warmen
Sommermonate auf. Unbehandelt breitet sich die Krankheit schnell aus und kann eine
100%ige Sterblichkeit zur Folge haben (Suomalainen et al., 2005a). Das Pathogen ist in
SiuRwasser weltweit verbreitet und kann verschiedene Fischspezies sowohl in Aquakultur wie
auch in Wildfischpopulationen infizieren (Bernardet & Bowman, 2006; Decostere et al., 1998;
Figueiredo et al., 2005; Morley & Lewis, 2010; Rehulka & Minafik, 2007; Soto et al., 2008;
Suomalainen et al., 2005b). In Salzwasser tritt die Infektionskrankheit nicht auf (Wakabayashi,
1991). Hauptsachlich bei warmen Wassertemperaturen treten duf3erliche oder systemische
Infektionen auf, die zu erheblichen Verlusten in der Aquakultur fihren kénnen (Becker &
Fujihara, 1978; Pacha & Ordal, 1970). Betroffen sein kénnen unter anderem Karpfen,
Goldfische, Aale, Salmoniden, Welse und Barsche (Bernardet & Bowman, 2006; Decostere et
al., 1998; Figueiredo et al., 2005; Morley & Lewis, 2010; Rehulka & Minafik, 2007; Soto et al.,
2008; Suomalainen et al., 2005b). Auch tropische Warmwasserfische kdnnen erkranken

(Decostere et al., 1998; Morley & Lewis, 2010). Uber Infektionen bei Amphibien wurde
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ebenfalls berichtet (Becker & Fujihara, 1978). Junge Fische sind flr eine Infektion mit F.

columnare deutlich empfanglicher als erwachsene Tiere (Fujihara et al., 2011).

4.6.1 Ubertragung:
Die Ubertragung von F. columnare erfolgt horizontal liber Wasser (Schachte, 1983b). Uber

direkten Kontakt zwischen Fischen oder Uber ins Wasser abgegebene Bakterien kann die
Ubertragung stattfinden (Groff & Lapatra, 2000; Welker et al., 2005). Auch Voégel oder
menschliche Aktivitaten konnen als Vektoren zu Kontaminationen von Wasser bzw.
Gewassern fuhren (Kunttu et al., 2012). Fische, die einen friiheren Ausbruch der Krankheit
Uberlebt haben, kénnen Kklinisch gesund sein, aber das Bakterium in sich tragen und
ausscheiden und so zur Infektionsquelle fur andere Fische werden (Fujihara & Nakatani, 1971;
Suomalainen et al., 2005b). Solche Tiere kénnen bis zu 5 x 10 3 cfu/ml/h ausscheiden
(Suomalainen et al., 2005b). Der Erreger wird von erkrankten Fischen Uber die Kiemen und
entstandene Lasionen abgegeben, wobei hohe Temperaturen und hohe Fischdichten die
Freisetzung beglnstigen (Bullock et al.,, 1986). Auch von toten Fischen oder Uber
kontaminiertes Fischfutter kann das Pathogen ins Wasser gelangen (Madetoja et al., 2000;
Wakabayashi, 1991). Untersuchungen ergaben, dass von toten Fischen, Uber langere
Zeitrdume, bis zu 10-fache Konzentrationen an Bakterienzellen in die Umgebung abgesondert
werden, verglichen mit lebendigen infizierten Fischen. Folglich ist das Bakterium in der Lage
sowohl lebende als auch tote Wirte als Energiequelle zu nutzen, um sich zu vermehren. Daher
kann es auch als Saprobiont bezeichnet werden (Kunttu et al., 2009). Zusatzlich hat F.
columnare die Fahigkeit Biofilme zu bilden, die als Erregerreservoir angesehen werden
kénnen und eine Erklarung fur wiederholte Ausbriiche sein kénnten (Cai et al., 2013; Rickard
et al., 2003). Die Bakterien haften an der Oberflache der Kiemen und scheinen sich lieber an
einer Stelle anzuhaufen als sich Uber das ganze Epithel zu verteilen (Decostere et al., 1999;
Olivares-Fuster et al., 2011). Um in den Blutstrom der Fische zu gelangen und eine
systemische Infektion zu verursachen, missen die Haut- und Kiemenoberflachen
Verletzungen aufweisen (Dalsgaard, 1993). Aber auch unversehrte Kiemen werden von dem
Pathogen angegriffen (Wood, 1979). Parasitenbefall schadigt die Haut und kann dadurch dem
Bakterium das Eindringen in den Wirt erleichtern (Bandilla et al., 2006). Bei der Behandlung
von Parasiten werden Chemikalien eigesetzt, die ebenfalls der Fischhaut schaden kénnen und
die bakterielle Infektion beglnstigen (Madsen & Dalsgaard, 1999). Die Inkubationszeit kann

je nach Virulenz des Bakterienstammes variieren (Warren, 1991c). F. columnare ist in den
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meisten aquatischen Lebensrdumen vorhanden und flhrt auch unter guten
Haltungsbedingungen zu Erkrankungen, Ausbriiche treten aber viel haufiger in Populationen
auf, die stressenden Faktoren ausgesetzt sind. Hierzu zahlen Faktoren wie Uberbesatz,
Sauerstoffmangel im Wasser, hohe Konzentrationen von Ammoniak und Nitrit, grober Umgang
mit den Tieren, mechanische Verletzungen und hohe Wassertemperaturen. Einmal
ausgebrochen, kann sich die Infektion sehr schnell ausbreiten und zu einer hohen Anzahl an
Todesfallen fuhren (Durborow et al., 1998). Die aquatische Umgebung ermdglicht es dem
Pathogen sich Uber weite Strecken auszubreiten (Day, 2002) und so auch in Bestanden mit
einer geringeren Dichte Infektionen auszuldésen (Kunttu et al., 2009). Abhangig von den
physikalischen und chemischen Eigenschaften des umgebenden Wassers kann das
Bakterium lange Zeitrdume Uberdauern. Es konnte gezeigt werden, dass F. columnare in
hartem, alkalischem Wasser mit organischem Material bei einer Temperatur von 25 °C bis zu
16 Tage uberleben kann (Fijan, 1969). Unter Laborbedingungen war das Bakterium in Wasser
aus Seen auch noch nach fiinf Monaten infektids (Kunttu et al., 2012). Auch in Flussschlamm
oder auf Teilchen von Fischfutter kann das Pathogen durch vorhandene Nahrstoffe langere
Perioden Uberstehen (Bullock et al., 1986; Wakabayashi, 1991). Wichtig ist jedoch fir das
Uberleben, dass die Temperatur nicht unter 5°C sinkt (Bullock et al., 1986).
Wassertemperaturen im Bereich von 20-30 °C stellen optimale Temperaturbedingungen fir
einen Ausbruch der Columnaris Krankheit dar. Obwohl hoch virulente Stdmme von F.
columnare auch bei niedrigen Wassertemperaturen zu Todesfallen fuhren koénnen, treten
Todesfalle bei weniger als 15 °C nur sehr selten auf (Wakabayashi, 1991). Bei Ausbriichen
der Krankheit in Populationen von Salmoniden und Aalen wurde von Sterblichkeiten von Uber
90 % berichtet (Hussain & Summerfelt, 1991). Uber Jahre hinweg, konnte eine Zunahme der
Virulenz und Veranderungen der auftretenden Symptome beobachtet werden (Pulkkinen et
al., 2010). Fir ein langerfristiges Uberleben benétigt das Bakterium Magnesium, Natrium,
Kalzium und Kalium. Im StRwasser ist ein Uberleben maglich (Chowdhury & Wakabayashi,
1990), jedoch nicht in Meerwasser (Wakabayashi, 1991). Es wird angenommen, dass der
Erreger, um Energie zu sparen, auflerhalb des Wirtes eine weniger virulente Form mit

veranderten Kolonieformen annehmen kann (Kunttu et al., 2012).

4.6.2 Pathogenese:
Fur die Infektionsentstehung spielt die Anheftung des Bakteriums an das Kiemengewebe eine

entscheidende Rolle. Diese wird bei hohen Wassertemperaturen und hohen Gehalten von
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Nitrit, organischer Substanz und zweiwertigen lonen unterstitzt (Decostere et al., 1999). Der
Schleim auf Haut und Kiemen der Fische férdert die Chemotaxis der Bakterienzellen (Klesius
et al., 2008). Hoch virulente Stdamme binden leichter an das Gewebe als weniger virulente
(Decostere et al.,, 1999). Es wird angenommen, dass fibrillare Strukturen, die im Raum
zwischen auRerer Membran und Mucopeptidschicht angeordnet sind, entscheidend fur die
gleitende Fortbeweglichkeit des Bakteriums sind (Pate & Ordal, 1967). Fir die
Anlagerungsfahigkeit des Pathogens sind lectinartige Bestandteile der Bakterienkapsel
verantwortlich, wobei die Kapsel bei stark virulenten Stdmmen deutlich dicker und dichter
ausgebildet ist (Decostere et al., 1999). Auf dieser Kapsel befinden sich Rezeptoren, die drei
verschiedene Kohlenhydrate binden kénnen. Eine chemotaktische Funktion wird vermutet
(Klesius et al., 2010). Auch die Hdmagglutinationsfahigkeit steht in Zusammenhang mit dem
Anheftungsvermogen der einzelnen Stamme (Decostere et al., 1999). Hoch virulente Stamme
weisen ein aggregatives Anheftungsmuster auf, eine Formation, die zu der englischen
Bezeichnung ,haystack®, Heuhaufen gefihrt hat. Dadurch ist auf den Kiemen eine
unregelmafige Oberflache zu erkennen. Durch eine dicke Schicht aus zahlreichen
Bakterienzellen auf den Kiemenepithelien wird die Sauerstoffaufnahme zum Grofteil
eingeschrankt, was ursachlich fir den Tod des Fisches sein kann (Decostere, 2002; Decostere
et al., 1999; Decostere et al., 1999; Welker et al., 2005). Es ist bekannt, dass der Abbau von
Polysacchariden in Verbindung mit der Sekretion verschiedener extrazellularer Enzyme von
F. columnare fur die Zerstérung von Kiemengewebe, Haut und Muskeln verantwortlich ist.
Ausgepragte aullere Lasionen treten nur dann auf, wenn die Erkrankung mehrere Tage
andauert, folglich von einem nicht hoch virulenten Bakterienstamm verursacht ist (Bernardet
& Bowman, 2006). Zahlreiche Enzyme die von F. columnaris produziert werden, wie
extrazellulare Proteasen (Newton et al., 1997) und Chondroitinlyasen sind fir die
ausgepragten nekrotischen Lasionen verantwortlich. Zwischen der Virulenz der
Bakterienstamme und der Aktivitdt der Chondroitinlyase konnte ein Zusammenhang
hergestellt werden (Stringer-Roth et al., 2002). Komplexe Polysaccharide der Bindegewebe,
wie Hyaluronsaure, Chondroitinsulfat A und C, werden durch die Chondroitin-AC-Lyase
zersetzt (Dalsgaard, 1993). Es konnte gezeigt werden, dass mit zunehmenden
Wassertemperaturen sowohl die Anheftungsfahigkeit (Decostere et al., 1999) als auch die
Aktivitdt der Chondroitinlyase zunimmt (Suomalainen et al., 2006). Aber auch Proteasen
tragen zur Zerstérung von Geweben bei und erleichtern so den Invasionsvorgang (Dalsgaard,
1993). Neben den Enzymaktivitaten, ist flr die Virulenz auch die gleitende Beweglichkeit der

Zellen von Bedeutung (Kunttu et al., 2011). Bei fortgeschrittenen Infektionen treten die
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Bakterien Uber die Epidermis ein, vermehren sich im Bindegewebe und gelangen schliellich
in die Muskulatur, wo sie Geschwire verursachen. Die umgebenden Blutkapillaren werden
verlegt und platzen, wodurch sich die Lasionsrander mit Blut fillen (Snieszko, 1976). Im
Konkurrenzkampf mit anderen Bakterienarten, werden von F. columnare spezifische
bakterizide Substanzen in die Umgebung abgegeben (Anacker & Ordal, 1959). Die den Fisch
umgebende Schleimschicht spielt fur die Anheftung des Erregers eine wichtige Rolle und stellt
eine erste physikalische und immunologische Barriere der unspezifischen Immunabwehr des
Fisches gegen Pathogene dar (Olivares-Fuster et al., 2011). Die Haut selbst schlief3t sich als
zweite Barriere an und kann bei Infektionen ihre Zusammensetzung andern um die

Immunantwort zu unterstiitzen (Aranishi et al., 1998).

4.6.3 Klinik:

F.columnare verursacht akute und chronische Infektionen, wobei hauptsachlich die Kiemen,
Flossen und die Haut betroffen sind (Declercq et al., 2013). Abhangig von der Virulenz des
Bakterienstammes sind Gewebeveranderungen vor dem Eintreten des Todes unterschiedlich
stark ausgepragt. Weniger virulente Stdmme flhren zu langsam fortschreitenden Infektionen
mit starken Gewebeveranderungen, wohingegen hoch virulente Stdmme bei jungen Fischen
schnell zum Tod fuhren und die Gewebeveranderungen begrenzt sind. Bei Fischen mit hoch
virulenten Infektionen, die im Vergleich zu anderen infizierten Individuen relativ spat sterben,
waren lediglich grauliche Verfarbungen der Haut zu erkennen. Diese Farbveranderungen
befinden sich meist in den Hautbereichen um die Riickenflosse in einer sattelartigen Form. Sie
kénnen aber auch auf der Haut um die Fettflosse oder auf dem Kopf erscheinen (Pacha &
Ordal, 1967; Rucker et al., 1954). Neben der Virulenz des Bakteriums scheint auch das Alter
des betroffenen Fisches einen Einfluss auf die Auspragung der entstehenden Schadigungen
zu haben. So sind bei jungen Regenbogenforellen hauptsachlich die Kiemengewebe
geschadigt, aber auch im Maul, auf der Haut, am Schwanz und an den Flossen kann es zur
Entwicklung nekrotischer Lasionen kommen (Bernardet & Bowman, 2006). Mit Fortschreiten
der Erkrankung nehmen die Lasionen eine runde oder ovale Form an, verfarben sich gelblich
braun und haben in ihrem Zentrum ein offenes Geschwiir. Ein solches entwickelt sich auch im
Zentrum einer charakteristischen sattelférmigen Lasion (Durborow, Thune, et al., 1998). Bei
erwachsenen Fischen hingegen entstehen gelbliche nekrotische Bereiche im Kiemengewebe,
die bis zu einer kompletten Zerstérung der Kiemen fiihren kénnen (Bernardet & Bowman,

2006). In Verbindung mit der Schadigung der Kiemen treten typischerweise deutliche
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Stauungen der kiemenversorgenden Gefalte, unregelmallig verteilte Blutungen und
Ablésungen des oberflachlichen Epithels der Kiemenlamellen vom Kapillarbett, wahrscheinlich
bedingt durch Ansammlungen von 6dematésen Flissigkeiten, auf (Bullock et al., 1986; Pacha
& Ordal, 1967). Teilweise wurden in den Kiemenlamellen Thromben beobachtet. In den Nieren
sind die Lasionen auf die Glomeruli begrenzt. Die Bowman'sche Kapsel erscheint vergrofRert
und die glomeruldren Blutkapillaren sind von eosinophilem Material umgeben (Pacha & Ordal,
1967). Lasionen auf der Korperoberflache entwickeln sich von kleinen geréteten und
angerauten Bereichen zu grof3en ausgepragten nekrotischen, ulzerativen und blutigen
Lasionen, die das unterliegende Muskelgewebe frei legen (Bernardet & Bowman, 2006). Meist
beginnt diese Entwicklung an der Basis der Rickenflosse und breitet sich von dort aus Uber
die Flosse und den Korper seitlich der Flosse aus (Declercq et al., 2013). Typischerweise sind
die entstehenden Lasionen von einer gelblichen Schleimschicht bedeckt. Bei
Regenbogenforellen kann es zu einer Verdunkelung der Haut im Bereich um die Fettflosse
und Abtragungen kommen (Bernardet & Bowman, 2006). Sind die Lasionen bereits
ausgepragt vorhanden, konnen Bakterien in die Dermis eindringen, Nekrosen im
Muskelgewebe verursachen und die Blutkapillaren zerstéren (Bullock et al., 1986). Zusatzlich
ist nicht selten ein gelblich brauner schleimiger Film im Maul der Fische zu finden, der durch
das Bakterienwachstum entsteht (Durborow et al., 1998). Es kommt zu einer Infektion der
Maulhohle, die in einer Maulfaule resultiert. Zusatzlich kann sich die Infektion leicht Uber die
Ober- und Unterkiefer ausbreiten. Die schmerzhaften Veranderungen der Maulhdhle sind
todlicher als die Hautlasionen, da die Tiere die Futteraufnahme verweigern, was zur
Schwachung und schliellich zum Tod des Tieres fuhrt (Declercq et al., 2013). Bei
schwerwiegenden Infektionen mit F. columnare kann es auch zu einer Blutvergiftung kommen.
Unter dem Mikroskop sind im infiziertem Gewebe zahlreiche langsam gleitende Bakterien zu
erkennen, die sich in Saulen formatieren (Bernardet & Bowman, 2006). Es kénnen ebenso
Strukturveranderungen des Kiemengewebes zu erkennen sein. Zunachst kommt es zu einer
Zunahme von Epithel- und Schleimzellen in den Kiemen (Foscarini, 1989), wobei das
wachsende Gewebe den Raum zwischen den benachbarten Kiemenlamellen einnimmt. In
weiter fortgeschrittenen Stadien kénnen die Kiemenlamellen komplett von Gewebe umgeben
sein (Declercq et al., 2013). In den hyperplastischen Kiemengeweben sind die Bakterien zu
erkennen. Die sekundare Fusion von Kiemenlamellen kann schlie3lich zu einem Versagen der
Blutzirkulation und zu ausgepragten inneren Blutungen flhren (Foscarini, 1989). Durch

Blutuntersuchungen von erkrankten Fischen, konnte gezeigt werden, dass es in Folge der
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Infektion zu einer Blutarmut und einem Proteinmangel kommt. Auch die Parameter der

Blutchemie sind pathologisch verandert (Rehulka & Minafik, 2007).

4.6.4 Diagnostik und Behandlung:

Um eine Ausbreitung des Erregers und groRe Verluste zu vermeiden, ist eine zeitnahe

Identifikation erforderlich. Das Vorkommen von bereits aufderlich sichtbaren gelblich braunen
Belagen der Haut, der Kiemen und der Maulhéhle weisen auf eine Infektion mit F. columnare
hin. Fir eine erste Annaherung an die mutmalliche Diagnose kdnnen von den veranderten
Bereichen des Fisches Proben genommen und unter dem Mikroskop untersucht werden. Hier
wird die flr das Bakterium typische Anordnung in ,Heuhaufen® sichtbar (Durborow et al., 1998).
Das Pathogen kann aus aufieren Hautldsionen isoliert werden. Hierfir werden Proben von
den Randern der Veranderungen genommen (Bernardet & Bowman, 2006). Die meisten
Stdamme des Bakteriums kdnnen auf einem speziellen Agar anhand ihrer spezifischen
Kolonien identifiziert werden (Anacker & Ordal, 1955). Je nach Bakterienstamm findet ein
Wachstum zwischen 15 °C und 37 °C statt (Triyanto & Wakabayashi, 1999). Erste Kolonien
werden nach 24 bis 48 h Inkubation sichtbar (Decostere et al., 1998). Die Unterscheidung zu
dem Erreger der CWD und der BGD ist anhand verschiedener Merkmale mdglich. Bei BGD
treten im Gegensatz zu der Columnaris Krankheit keine makroskopisch sichtbaren Nekrosen
der Kiemen auf. Zudem ist das Bakterium F. brachiophilum in Kulturmedien nicht leicht zu
isolieren. Zur Unterscheidung von CWD kann die unterschiedliche Grof3e der Bakterien, sowie
die verschiedenen Formen ihrer Kolonien herangezogen werden (Schachte, 1983b). Andere
Méoglichkeiten zur Identifikation stellen die Anwendung eines Agglutinationstests mit
spezifischen Antikdrpern (Durborow et al., 1998), eines ELISAs (Shoemaker et al., 2003) oder
eines IFATs dar, welcher schnell und vielseitig einsetzbar ist (Panangala et al., 2006).
Molekulare Techniken, wie ein RFLP (Triyanto & Wakabayashi, 1999) oder eine PCR kommen
auch zum Einsatz. Bei der PCR wird ein Gen der ribosomalen RNA verwendet, um F.
columnare von anderen gelb pigmentierten Bakterien zu unterscheiden. Der Vorteil dieser
diagnostischen Methode ist, dass Ergebnisse innerhalb von wenigen Stunden vorliegen und
keine arbeitsintensiven biochemischen Proben mehr durchgefihrt werden mussen, die in
manchen Fallen nicht eindeutig sind (Darwish et al., 2004). Ein weiterer Vorteil dieses
Verfahrens ist, dass auch sehr geringe Level an Bakterien erkannt werden kdnnen. Als
Probematerial kdbnnen Gewebe aus Haut, Leber, Kiemen und Blut verwendet werden (Welker

et al., 2005), sowie aus dem Gehirn, den Nasenléchern und den Nieren (Shieh, 1980). Aus
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Wasser konnte das Bakterium nicht kultiviert werden, sondern nur Gber die Anwendung einer
PCR nachgewiesen werden (Revetta et al., 2005; Rickard et al., 2003). AuRere Behandlungen
kénnen nur in frihen Krankheitsstadien erfolgreich sein wenn die Infektion noch oberflachlich
auf den Korper oder die Kiemen begrenzt ist (Snieszko, 1976). Zur externen Behandlung der
Infektion wurden Behandlungen mit Desinfektionsmitteln und verschiedenen Antibiotika wie
Nitrofuranen (Amend & Ross, 1970) oder Oxolinsaure (Soltani et al., 1995) vorgeschlagen. Ist
die Infektion bereits weiter fortgeschritten, kdnnen Oxytetracycline, Nitrofurane oder
Sulfonamide oral verabreicht werden, wobei letztere weniger wirksam sind (Snieszko, 1976).
Dies setzt aber voraus, dass die Fische noch fressen. Durch die Fahigkeit des Erregers auch
aullerhalb des Wirtes Uberleben zu kénnen, wird ihm ermdglicht Antibiotikatherapien zu
Uberstehen und den Fisch nach deren Abschluss erneut zu infizieren (Kunttu et al., 2012,
2009).

4.6.5 Prophylaxe:
Um die Entstehung von Antibiotikaresistenzen zu begrenzen bzw. zu vermindern, ist es wichtig

prophylaktische MaRnahmen zu treffen, damit Antibiotikaeinsatze erst gar nicht notwendig
werden. Hierzu gibt es die Mdglichkeit zur Vorsorge neben Impfungen Substanzen
einzusetzen, die das Immunsystem stimulieren. In Studien konnten vielversprechende
Ergebnisse mit dem Einsatz von inaktivierter Hefe (Saccharomyces cerevisiae) und einem
Produkt mit dem Namen AlkoSel® gegen die Columnariskrankheit erzielt werden
(Suomalainen et al., 2009). Andere Stimulantien wie Vitamin E, bakterielle Lipopolysaccharide,
Knoblauch, Ingwer, Ergosan aus Algen oder Epigallocatechingallat aus grinem Tee, kdnnen
ebenfalls verabreicht werden um die Immunantwort zu férdern (Nya & Austin, 2009; Nya &
Austin, 2009b, 2009a; Peddie et al., 2002; Thawonsuwan et al., 2010). Zudem st es
notwendig, die bereits beschriebenen stressenden Faktoren fir die Fische, wie
sauerstoffarmes Wasser, hohe Wassertemperaturen, hohe Ammoniak- und Nitritwerte, hohe
Besatzdichten, so weit mdglich, zu vermeiden. Da hohe Konzentrationen von Nitrat und
organischem Material die Anheftungsfahigkeit des Bakteriums fordern, ist es vorteilhaft diese
unter Kontrolle zu halten (Decostere et al., 1999). Auf allgemeine HygienemafRnahmen und
Desinfektionen von Geratschaften sollte geachtet werden. Da tote Fische groRe Mengen an
Bakterien in die Gewasser abgeben, sollten diese so schnell wie moéglich entfernt werden. In
Versuchen konnte gezeigt werden, dass F. columnare sensibel gegenuber einem sauren pH-

Wert und erhdhten Salzgehalt des Wassers ist. Durch eine Senkung des pH-Wertes in einem
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Versuch konnte zwar die Anzahl der Bakterienzellen vermindert werden, jedoch nicht die
Sterblichkeit von bereits infizierten Fischen (Suomalainen et al., 2005b). Eine Erklarung hierflr
konnte sein, dass die Schleimschicht auf der Fischhaut darunterliegende Bakterienzellen vor
den veranderten Umweltbedingungen schiitzt. Die Erhéhung des Salzgehaltes in Wasser und
die Ansduerung des Wassers kann daher eher von prophylaktischen als therapeutischem
Nutzen sein (Suomalainen et al., 2005b). F. columnare kann langere Zeitraume aullerhalb des
Wirtes Uberleben und infektids bleiben. Da das Bakterium auch Gber Wasserzufliisse in die
Bestande gelangen kann (Morley & Lewis, 2010; Revetta et al., 2005; Rickard et al., 2003),
sollten diese Uberwacht und beprobt werden. Wenn méglich, sollte die Wasserversorgung aus
Gewasserabschnitten erfolgen, in denen keine Wildfische leben. Um Fischwanderungen zu
unterbinden, kénnen Fischbarrieren eingebaut werden (Warren, 1991c). Belastetes Wasser
kann einer Ozonbehandlung unterzogen werden (Conrad et al., 1975). Folglich sollten
Abwasser auch nicht unbedacht in die Umwelt entlassen werden, um keine weiteren
Fischbestande zu gefahrden. Unterschiedliche Desinfektionsmittel kénnen zur Vorsorge
eingesetzt werden. Jedoch kdnnen einige dieser Mittel fur die Fische oder das anwendende
Personal schadlich sein (Nemcsék & Hughes, 1988; Straus, 2004).

4.7 Bakterielle Kiemenerkrankung:

4.7.1 Erreger und Verbreitung:

Ausloser der Krankheit ist das Bakterium Flavobacterium branchiophilum (Starliper, 2011) aus
der Familie der Flavobacteriaceae. Bei F. branchiophilum handelt es sich um ein gram
negatives, langes, dinnes Bakterium, das ein nicht I6sliches gelbes Pigment produziert und
kleine, runde, sich nicht ausbreitende Kolonien bildet. Im Gegensatz zu F. psychrophilum und
F. columnare zeigt F. branchiophilum keine gleitenden oder biegenden Fortbewegungen
(Kimura et al., 1978; Wakabayashi et al., 1980), ist F. branchiophilum schlecht kultivierbar und
die Infektionen sind meist auf die Kiemen begrenzt (Noga, 2010b). Die Bakterielle
Kiemenerkrankung (BGD) ist eine haufig auftretende und gelegentlich verheerende
verlaufende Infektionskrankheit, die bei zahlreichen Fischspezies weltweit vorkommt (Starliper
et al., 2011). BGD steht vorwiegend in Beziehung zu den herrschenden Umweltbedingungen,
ist allgemein verbreitet und relativ unkompliziert zu behandeln (Starliper, 2012). Es wird
vermutet, dass bisher Uber das Ausmal} der geographischen Verbreitung und der betroffenen
Fischarten nicht ausreichend bzw. nicht annahrend vollstandig berichtet wurde (Starliper,

2012). Erste Aufzeichnungen zu BGD stammen aus dem Jahr 1926 (Davis, 1926) und wurden
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bei Fischbrut und Setzlingen von Bachsaiblingen und Regenbogenforellen in Brutanstalten in
Vermont beschrieben. BGD kann zu hohen Mortalitdten bei Salmoniden fuhren und ist durch
das Vorhandensein einer hohen Anzahl von filamentdsen Bakterien auf den
Kiemenoberflachen charakterisiert (Snieszko, 1981). Es ist keine in SifRwasser lebende
Fischspezies bekannt, die eine absolute Resistenz gegeniber dem Erreger aufweist
(Schachte, 1983a). Bei BGD handelt sich um eine duRerliche Infektion, die gewdhnlich bei in
Gefangenschaft gehaltenen Salmoniden, fallweise aber auch bei Warmwasserfischen
auftreten kann (Schachte, 1983a). Die Infektionskrankheit wird weitgehend als Gefahr fir in
Aquakultur gehaltene Fische angesehen, fur Wildfischbestande wird sie als unproblematisch
eingestuft (Starliper, 2012). Innerhalb der Spezies der Forellen sind Regenbogenforellen und
Steelheadforellen (Salmo gairdneri) besonders empfanglich flr die bakterielle Infektion,
obwohl auch Félle bei Bachforellen auftreten (Warren, 1991b). Das Alter und Gewicht der
Fische scheint ein wichtiger Faktor bei der Krankheitsentstehung zu sein (Bullock, 1972; Davis,
1926). Zwar konnen Fische jeden Alters an BGD erkranken, hauptsachlich sind aber sehr
junge Fische betroffen (Starliper, 2012). Bei Tieren, die zum Zeitpunkt der Infektion mit F.
brachiophilum Uber ein Jahr alt waren, konnte kaum eine Krankheitsentwicklung beobachtet
werden (Bullock, 1972; Davis, 1926). Besonders junge Salmoniden, die mit Wasser versorgt
werden, das aus Bereichen stammt, in denen é&ltere Salmoniden oder unentdeckte
Tragerfische leben, sind von BGD betroffen (Snieszko, 1981). Vorwiegend sind BGD Falle im
Frahling und Fridhsommer bei ansteigenden Wassertemperaturen und wenn in den
Fischfarmen typischerweise groRe Bestande an Jungfischen sind, zu verzeichnen (Starliper,
2012). In einem Temperaturrahmen des Wassers von 5-19 °C kann die Erkrankung auftreten
(Bullock et al., 1994; Bullock et al., 1991). F. branchiophilum fuhrt nicht zu Erkrankungen

anderer Tiere oder Menschen (Starliper, 2012).

4.7.2 Ubertragung:
Uber die biologischen Eigenschaften und Uberlebensfahigkeiten von F. branchiophilum

auBerhalb des Wirtes ist wenig bekannt. Die Ubertragung erfolgt horizontal Uber
kontaminiertes Wasser und Uber den Kontakt zu erkrankten Fischen (Snieszko, 1981).
Besonders Betriebe, die ihr Wasser von weiter stromaufwarts beziehen, kbnnen so den Eintritt
von Organismen, die von Wildfischen stammen, in ihre Bestdande ermdglichen (Warren,
1991a). Der Zeitraum von der Infektion bis zum Eintritt erster Todesfalle ist variabel und von

verschiedenen Faktoren abhangig. Hierzu zahlen die Empfanglichkeit der Wirtsspezies, die
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herrschenden Umweltbedingungen und die Virulenz des Bakterienstammes (Warren, 1991a).
Bei akuten Formen kénnen Symptome innerhalb von 24 h erkennbar sein, wohingegen
chronische Falle sich Uber Wochen entwickeln kénnen (Wood, 1979). Die Anzahl der
erkrankten Fische und der Todesfalle kann explosionsartig ansteigen, wenn es nicht zu einer
sofortigen Einleitung einer Therapie und Verbesserung der Haltungsbedingungen kommt
(Speare et al.,, 1991; Speare et al.,, 1995). Bei Betrieben, die immer wieder mit BGD zu
kampfen haben, liegt die Vermutung nahe, dass sich F. branchiophilum als ubiquitarer
Organismus in deren Wasserversorgung befindet, was in Verbindung mit der Zunahme von
stressenden Faktoren flr die Fische zu Krankheitsfallen fuhrt (Starliper, 2012). Wichtige,
stressende Umweltfaktoren sind eine Uberbelegung der Becken, sauerstoffarmes Wasser,
hohe Level an Ammoniak, reduzierte Wasserflussgeschwindigkeiten, sowie getribtes Wasser
(Bullock et al., 1994; Swain et al., 2007) und Uberfutterung (Swain et al., 2007). Das Bakterium
kann anscheinend in Wasser oder Sedimenten Uberdauern. Die Vermutung liegt nahe, dass
feine Sedimente sowohl die Kiemen reizen, als auch als Reservoir fur F. branchiophilum
angesehen werden kénnen. Auch Fische in Gewassern, die zur Wasserversorgung genutzt

werden, konnen als Reservoir fur Infektionen dienen (Starliper, 2012).

4.7.3 Pathogenese:
Die Kiemen stellen das Zielorgan fur F. branchiophilum dar (Noga, 2010b). Fur die Haufigkeit

und die Schwere der Infektionskrankheit sind die herrschenden Umweltbedingungen
entscheidend. So kdénnen die Verluste innerhalb eines Tages von 0 % auf bis zu 50 %
ansteigen (Bullock, 1972; Wakabayashi et al., 1980). BGD Ausbriche treten gewdhnlich in
Folge von verschlechterten Umweltbedingungen, Uberbelegung und der Ansammlung von
giftigen Stoffwechselprodukten auf (Schachte, 1983a). Eine dichte Kolonisierung der Kiemen
mit den filamentésen Bakterien konnte 18-24 h nach Kontakt der Fische zu den
Mikroorganismen festgestellt werden (Wakabayashi et al., 1980). Bei allen bisher untersuchten
Stammen von F. branchiophilum konnte die Fahigkeit sich an die Kiemen anzuheften, gezeigt
werden. Jedoch war es nur virulenten Stdmmen mdglich die Kiemen weiter zu besiedeln und
Todesfalle zu verursachen (Ostland et al., 1995; Turnbull, 1993). Die Infektion flhrt zu
Irritationen der Kiemen und beeintrachtigt die Atemfunktion (Wakabayashi & lwado, 1985). So
kénnen die Fische trotz einem hohen Gehalt an in Wasser geléstem Sauerstoff einen
Erstickungstod erleiden. Im Vergleich kénnen gesunde Fische noch bei deutlich geringeren

Sauerstoffgehalten Uberleben (Wakabayashi et al., 1980). Bakterienansammlungen
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verursachen das Einschmelzen und Verklumpen der Kiemenfilamente und eine
anschliefiende Verlegung durch Schleim (Wood, 1979). Durch die Fusion der Kiemenlamellen
und Proliferation des Kiemenepithels geht der Raum zwischen den Lamellen verloren und die
Kiemenoberflache wird verringert (Kudo & Kimura, 1984; Wakabayashi & lwado, 1985; Wood,
1970). Die Membranen werden verdickt, wodurch der Stoffaustausch erschwert wird (Bullock,
1972; Snieszko, 1981; Wood & Yasutake, 1957; Wood, 1974). Neben der respiratorischen
Funktion der Kiemen, geht so auch ihre exkretorische Funktion verloren. Die Abgabe von
Abfallprodukten des Stoffwechsels wird verhindert und dadurch das osmotische Gleichgewicht
gestort. Diese Veranderungen haben einen schadigenden Einfluss auf die Gesundheit des
Fisches und bedrohen dessen Uberleben (Snieszko, 1981). Da das Bakterium nicht in die
Kiemenzellen seines Wirtes eindringt, steht die Vermutung nahe, dass F. branchiophilum sich
auf den Kiemenoberflichen anheftet und dort stimulierende Substanzen an die Kiemen abgibt
(Ototake & Wakabayashi, 1985). Identifiziert werden konnte aus extrazellularen Produkten ein
Bacterioagglutinin, das den Bakterien die Anheftung auf den standig von zirkulierendem
Wasser umgebenen Kiemen ermoglicht (Ototake & Wakabayashi, 1985). Proteasen, die von
dem Bakterium produziert werden, erleichtern die Ausbreitung auf dem Gewebe, indem sie die
Immunantwort des Wirtes unterbinden und gleichzeitig das Gewebe I6sen und verdauen (Arai
etal., 1981).

4.7.4 Klinik:

Es treten akute und chronische Verlaufsformen auf, wobei bei der akuten Form tagliche
Sterberaten von bis zu 20 % und schnell hohe kumulative Mortalitatsraten erreicht werden
kénnen (Warren, 1991a). Alle Symptome sind eine Folge der durch die Bakterien verursachten
Kiemenschaden. Betroffene Fische sind lethargisch und zeigen Appetitverlust (Schachte,
1983a). Sie orientieren sich in Richtung des einkommenden Wasserflusses und positionieren
sich in gleichmaRigen Abstanden voneinander, wahrscheinlich um den vorhandenen Platz und
geldsten Sauerstoff optimal nutzen zu kénnen (Snieszko, 1981). Sie schnappen an der
Wasseroberflache nach Luft und reagieren schwerfallig auf externe Stimuli (Starliper, 2012).
Die Atmung ist beschleunigt (Lumsden et al., 1993). Leicht an BGD erkrankte Fische kdnnen
in Folge einer Umsetzung aus der Beckenumgebung in eine Umgebung mit flielendem
Wasser, eine Spontanheilung zeigen (Warren, 1991a). Wird keine Therapie eingeleitet, kommt
es in den folgenden Stunden und Tagen zu ansteigenden Sterblichkeitsraten (Starliper, 2012).

BGD fiihrt zu sichtbaren Veranderungen der Kiemen, wahrend auf der Koérperoberflache und
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den inneren Organen typischerweise keine Lasionen auftreten. Die Kiemenfilamente
erscheinen blass und geschwollen, was dazu fuhrt, dass sie nicht mehr flach angelegt werden
kénnen. Je nach Ausmall der Schwellung wird so der Kiemendeckel unterschiedlich stark
aufgehoben (Starliper, 2012). Bei der mikroskopischen Untersuchung der Kiemen werden
Verklumpungen der Kiemenfilamente sichtbar, ebenso wie Verschmelzungen der
Kiemenlamellen, ein Uberschuss an Schleim und zerfallene Gewebebestandteile. Ersichtlich
sind zahlreiche, dicht an das Kiemengewebe anhaftende lange, diinne Bakterien (Schachte,
1983a). Typisch fur BGD sind Proliferationen des Kiemenepithels, aber keine Nekrosen
(Snieszko, 1981). Gewebsnekrosen kommen im Vergleich zu der Columnaris Krankheit nur in

seltenen Fallen vor (Schachte, 1983a).

4.7.5 Diagnostik und Behandlung:

Zur Diagnose einer BGD kann neben der Interpretation von klinischen Erscheinungen, eine

mikroskopische Untersuchung von Kiemengewebe durchgefihrt werden (Snieszko, 1981).
Das Anlegen einer Kultur wird aufgrund des langsamen Wachstums des Erregers nicht
routinemalfig durchgeflhrt, da die typischerweise hoch auftretenden Mortalitdten nach einer
schnellen Diagnose verlangen (Starliper, 2012). Auch die Anwendung eines IFATs oder eines
ELISAs stellen diagnostische Mdglichkeiten dar (Heo et al., 1990; Macphee et al., 1995). Mit
dem ELISA kann F. branchiophilum auf den Kiemenoberflachen der Tiere identifiziert werden
(Macphee et al., 1995). Durch die Anwendung dieser Methoden konnte gezeigt werden, dass
infizierte Fische Antikdrper sowohl im Serum als auch auf den Kiemenoberflachen produzieren
(Lumsden et al., 1993). Auch eine PCR kann zur Anwendung kommen (Toyama et al., 1996).
Da es auch in Populationen, die bereits von BGD betroffen waren, immer wieder zu erneuten
Ausbrichen kommt, kann davon ausgegangen werden, dass auch Fische, die bereits eine
Infektion mit F. brachiophilum Uberlebt haben, nicht dauerhaft gegen diesen Erreger geschutzt
sind (Heo et al., 1990). Im Gegensatz zu den bereits beschriebenen Erregern, F. columnare
und F. psychrophilum, wird angenommen, dass F. branchiophilum nicht invasiv ist. Daher
konnte es bisher nicht aus inneren Organen nachgewiesen werden. Zudem wird die Isolation
des Erregers durch dessen wahlerisches und anspruchsvolles Wachstumsverhalten
erschwert. Auch wird er schnell von anderen Bakterien Uberwachsen (Turnbull, 1993). Um
subklinische Infektionen nachzuweisen, kann ein IFAT (Heo et al., 1990) oder ELISA
(Macphee et al., 1995) angewendet werden. Eine Therapie kann nur bei einem sofortigen

Therapiebeginn mit der Verbesserung schlechter Umweltbedingungen zum Erfolg fihren
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(Schachte, 1983a). Die Anwendung von Natriumchlorid (NaCl) (Heo et al.,, 1990),
Wasserstoffperoxid (H20-) (Derksen et al., 1999), Formalin, Chloramin-T (Ostland et al., 1995)
und Nifurpirinol (Ostland et al., 1989) tUber Bader zur Behandlung von BGD ist moéglich. Wenn
im Zuge der Behandlung die Bakterien von den Kiemen entfernt werden kénnen, erholen sich
die erkrankten Fische schnell (Snieszko, 1981). Setzlinge, die bereits infiziert waren, werden
regelmaflig wieder erkranken, wenn im Anschluss an die Behandlung, suboptimale
Haltungsbedingungen bestehen bleiben (Schachte, 1983a). Eine gegen BGD Schutz bietende

Impfung ist momentan nicht verflgbar (Starliper, 2012).

4.7.6 Prophylaxe:
Um das Auftreten von BGD Ausbriichen zu verhindern bzw. mdéglichst gering zu halten, ist

eine hoch qualitative Umgebung von groRer Bedeutung (Schachte, 1983a). Die
Populationsdichten sollten gering gehalten, die Teiche sauber gehalten (Entfernung von
Exkrementen, Sedimenten, Uberschissigem Futter) und mit einer angemessenen
Zuflussgeschwindigkeit mit sauberem Wasser versorgt werden. Es sollte darauf geachtet
werden, dass die Ammoniakwerte nicht zu hoch ansteigen und das Wasser ausreichend mit
Sauerstoff gesattigt ist. Da UbermaRige Fltterung ebenso zu einer Verschlechterung der
Wasserqualitat fihrt, sollte diese an den Bestand angepasst werden. Feines Material im
Wasser kann als Erregerreservoir flr die Bakterien dienen und die Kiemen der Fische reizen,
daher sollte es mdglichst gering gehalten werden. Eine der wichtigsten MalRnahmen ist die
rasche Entfernung von kranken und toten Fischen (Wood, 1974). Die Desinfektion von Wasser
Uber ultraviolette Bestrahlung kann zwar einen Krankheitsausbruch nicht vollstandig
verhindern, aber die Anzahl der Todesfélle vermindern (Bullock et al., 1997). Die
Wasserversorgung sollte wenn mdglich aus Gebieten bezogen werden, in denen keine Fische

leben (Quellwasser, Grundwasser).
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5 Parasitare Erkrankungen:

Neben den direkten Verlusten, die durch den Tod von Tieren, die mit Parasiten befallenen sind
entstehen, haben Parasiten auch einen Einfluss auf das Wachstum und Verhalten der Fische.
Dies kann zu indirekten Verlusten fihren. Durch den Parasitenbefall vermindert sich die
Resistenz der Tiere gegenuber Stress, wodurch sie anfalliger werden und haufiger als
gesunde Artgenossen Fressfeinden zum Opfer fallen (Crowden & Broom, 1980; Kumaraguru
et al., 2006; Williams & Jones, 1994). Zudem wird die Vermarktungsfahigkeit infizierter Fische
und Fischereiprodukte durch das Vorhandensein von Parasiten negativ beeinflusst (Arthur et
al., 2011). Fischparasiten kdnnen aber auch als Indikatoren fir die Wasserqualitat eingesetzt
werden, besonders um Wasserverunreinigungen frihzeitig anzuzeigen (Khan & Thulin, 1991;
Mackenzie et al., 1995).

5.1 Drehkrankheit:
5.1.1 Erreger und Verbreitung:

Ausloser der Drehkrankheit ist der Parasit Myxobolus cerebralis, der dem Taxon der Myxozoa
zugeordnet wird (Lom & Dykova, 1992). Der Parasit ist mehrzellig und gehdrt daher zur
Ordnung der Metazoa (Smothers et al., 1994). Erste Beschreibungen dieser Parasitose
stammen aus dem Jahr 1898 von Dr. Bruno Hofer der Universitdt Munchen bei
Regenbogenforellen aus Deutschland (Hofer, 1903). Die Drehkrankheit, von der angenommen
wird, dass sie in Europa enzootisch ist, konnte sich durch den internationalen Handel mit
lebendem oder gefrorenem Fisch weit ausbreiten (Hoffman, 1970). Sie stellt nun ein Problem
in fast allen Gebieten der Aquakulturindustrie mit Regenbogenforellen dar (Halliday, 1976).
Neben Europa sind auch die USA (Hoffman, 1990), Neuseeland (Hewitt & Little, 1972) und die
Sowjetunion (Uspenskaya, 1955) betroffen. Die meisten Vertreter der Salmoniden stellen
empfangliche Wirte dar, jedoch mit unterschiedlich ausgepragten Empfanglichkeiten. Als
besonders empfanglicher Wirt gilt die Regenbogenforelle, die am starksten befallen wird und
die deutlichsten Symptome zeigt (Hoffman & Putz, 1969). Die Bachforelle hingegen hat sich
als besonders resistent gegentber dem Parasiten erwiesen. Sie kann zwar ebenfalls infiziert
werden, entwickelt aber keine klinischen Symptome (Hoffman, Dunbar, & Bradford, 1962).
Aber nicht nur zwischen den verschiedenen Spezies kann die Empfanglichkeit erheblich
variieren, sondern auch zwischen einzelnen Individuen einer Population (Markiw, 1992b) oder

unterschiedlichen genetischen Fischstdmmen. Ein bekannt resistenter Stamm von
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Regenbogenforellen (Hofer Stamm) stammt aus Deutschland und wird insbesondere in den
USA zum Besatz von Gewassern verwendet (Hedrick et al., 1999). Betroffen sind neben in
Aquakultur lebenden Fischen auch Wildfischbestande (Yoder, 1972). In natirlichen
Gewassern kann durch das Auftreten der Infektionskrankheit die Zusammensetzung des
Wildfischbestandes deutlich verandert werden, was auch Einfluss auf die Nahrungskette
haben kann. Wahrend seines Lebenszyklus durchlauft M.cerebralis verschiedene
Entwicklungsstadien und bendtigt fur diese sowohl einen Invertebraten als auch einen
Vertebraten als Wirt. Als invertebrater Wirt dient der Réhrenwurm Tubifex tubifex und als
vertebrater Wirt verschiedene Salmonidenarten (Markiw & Wolf, 1983; Wolf & Markiw, 1984).

5.1.2 Ubertragung:

Der Handel mit infizierten Fischen wird als Hauptvektor angesehen, Uber den sich die
Krankheit verbreitet (Bartholomew & Reno, 2002; Hedrick et al., 1998; Hoffman, 1990;
Hoffman, 1970). Im Knorpelgewebe infizierter Fische bilden sich innerhalb von ca. drei
Monaten Myxosporen. Diese werden erst nach dem Tod des Fisches im Sediment frei. Eine
andere Mdglichkeit ist, dass ein infizierter Fisch einem Raubfisch zum Opfer fallt, welcher die
Myxosporen dann mit dem Kot ausscheidet. Vertikale Ubertragungen von Elterntieren auf
deren Eier sind nicht mdglich (O’Grodnick, 1975). Die Verbreitung erkrankter Fische kann
durch menschliche Aktivitaten, aber auch auf natirlichem Weg erfolgen (Rinne & Behnke,
1994). Auch die Bewegung von Wasser oder Sedimenten kann eine Verbreitung bewirken,
ebenso wie Angler und deren Ausrustung, Segler, Wasserfahrzeuge und Behalter, wenn sie
nicht entsprechend gereinigt und getrocknet werden (Johnson et al., 2001). Wildlebende
fischfressende Vogel (EI-Matbouli & Hoffmann, 1991; Taylor & Lott, 1978), und Fische (Arsan
& Bartholomew, 2008; EI-Matbouli & Hoffmann, 1991) kénnen auch zu Vektoren werden, wenn
sie nach der Aufnahme eines infizierten Fisches Sporen mit ihrem Kot ausscheiden. Bei
Saugetieren hingegen werden durch den Verdauungsvorgang die Sporen deaktiviert. Diese
Tiere kdénnen aber trotzdem als Vektoren dienen, wenn sie die Sporen auf ihren
Kdrperoberflachen transportieren (El-Matbouli et al., 2005) . M. cerebralis vollzieht zwei
Entwicklungszyklen, wobei einer im Fisch und einer in Tubifex tubifex stattfindet und jeweils
eine Art von Spore (Myxospore, Triactinomyxospore) hervor bringt (EI-Matbouli & Hoffmann,
1998). Nach dem Tod des Fisches werden aus Knorpelzellen reife Myxobolus cerebralis-
Sporen in die aquatische Umgebung freigesetzt, die im Anschluss von Tubificiden

aufgenommen werden (Wolf et al., 1986). Innerhalb des ersten Wirtes findet nun eine
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Entwicklung zur Triactinomyxospore statt. Die Entwicklung erfolgt in drei Phasen: der
Schizogonie, der Gamogonie und der Sporogenie. Am Ende dieses Zyklus stehen reife
Triactinomyxosporen, die in das Darmlumen des Wirtes gelangen und anschlie®end in die
Umwelt freigesetzt werden. Die ersten Freisetzungen finden ungefahr 90 Tage nach Infektion
des Tubificiden statt und kdnnen bis zu einem Jahr andauern. Durch Osmose bedingt, erfolgt
im Wasser eine Entfaltung der Spore in ihre charakteristische Ankerform (El-Matbouli &
Hoffmann, 1998). Mit der Infektion des zweiten Wirtes, dem Fisch, beginnt im Anschluss der
zweite Entwicklungszyklus. Die frei im Wasser schwebenden Triactinomyxosporen treten tber
Epidermisschleimzellen oder das Kiemenepithel in Kontakt mit dem Fisch. Sie kénnen aber
auch durch die orale Aufnahme von infizierten Tubificiden in den Fischwirt gelangen (EI-
Matbouli & Hoffmann, 1989; Wolf & Markiw, 1984). Im Fischwirt findet nun eine Entwicklung in
zwei Phasen statt. Sie werden als Prasporogonische Vermehrungsphase und
Sporogoniephase bezeichnet (El-Matbouli et al., 1995). Am Ende des zweiten Zyklus
entstehen die Myxosporen, die nach dem Wirtstod wiederrum in die Umwelt freigesetzt werden
(ElI-Matbouli & Hoffmann, 1998). Aber auch lebende, chronisch infizierte Fische sind in der
Lage Sporen auszuscheiden (Nehring & Thompson, 1998; Taylor & Haber, 1974). In den
verschiedenen Abschnitten des Entwicklungszyklus befallt der Parasit zunachst die Epidermis,
Dermis und Subcutis, dann das periphere Nervensystem (PNS) und das zentrale
Nervensystem (ZNS) und im Anschluss die Knorpelgewebe des Fisches (EI-Matbouli et al.,
1995). Da sowohl die Reduktionsteilung als auch die Gametenfusion im Tubificiden stattfinden,
wird dieser als Endwirt und der Fisch als Zwischenwirt des Parasiten angesehen (El-Matbouli
et al., 1998). Die Myxosporen sind sehr widerstandsfahig und kénnen in Flusssediment bis zu
30 Jahre Uberleben (Hoffman & Putz, 1969). Auch bei einer Lagerung in Schlamm fur bis zu 5
Monate, im Darm von Hecht oder Stockente (Anas platyrhynchos) oder bei -20 °C, bleiben sie
infektids (El-Matbouli & Hoffmann, 1991). Im Vergleich dazu sind Triactinomyxon-Sporen
empfindlich. Sie kdnnen bei einer Temperatur von 7 °C nur ungefahr sieben Tage Uberleben
(Hedrick et al., 1998).

5.1.3 Pathogenese:

Bei den heimischen Bachforellen verursacht M. cerebralis kaum Probleme, wohingegen eine
Infektion mit dem Parasiten bei den aus Nordamerika stammenden Regenbogenforellen zu
erheblichen Verlusten fuhren kann (Hoffmann, 2005). Je héher die Konzentration an Sporen

ist, denen der Fisch ausgesetzt wird, desto deutlicher und desto friher tritt die sich



72

entwickelnde klinische Symptomatik auf (Ryce et al., 2004). Die sich im Wasser befindlichen
Sporen treten mit der Epidermis des Fisches in Kontakt. Bevorzugte Lokalisationen flr die
Anlagerungen stellen die Maulhdhle oder die Flossen dar (El-Matbouli et al., 1995; Markiw,
1989). Im Anschluss wird das Sporoplasma der Triactinomyxo-Spore freigesetzt, das zwischen
die Zellen der Fischepidermis eindringt (El-Matbouli et al., 1995). In der Epidermis kommt es
nun zu einer Vermehrung der parasitdren Zellen und anschliefiender Wanderung Uber die
Dermis und Subcutis zu den peripheren Nerven. Uber das PNS erfolgt die Ausbreitung in
grolRere Ganglien und in das ZNS, wobei das Nervensystem den Parasiten in die
knorpelreichen Regionen von Wirbelsdule und Kopfbereich fuhrt. Zusatzlich wird er durch die
Bewegung entlang des Nervengewebes, vor der Immunantwort des Wirtes geschutzt. Nach
einem Zeitraum von etwa 20 Tagen beginnt der Parasit das Knorpelgewebe anzugreifen
(Hedrick et al., 1998), indem von den Trophozoiten Enzyme freigesetzt werden, die den
Knorpel verdauen (Markiw, 1992a). Da das Skelett junger Fische reichlich Knorpel beinhaltet,
erleiden diese Fische durch die Infektion besonders verheerende Folgeerscheinungen, die
sich in Form von groben Deformationen von Schadel und Wirbelsaule manifestiert (Hedrick et
al., 1998). Durch die im Kopfbereich vorhandenen Fehlbildungen, sind infizierte Fische ihren
gesunden Artgenossen bei der Futteraufnahme unterlegen. Zudem werden sie haufiger Opfer
von anderen fischfressenden Tieren aufgrund ihres pathologischen Verhaltensmusters,
besonders in stressigen Situationen (Phlen, 1904). Altere Fische, bei denen die Ossifikation
bereits fortgeschritten ist, zeigen weniger klinische Symptomatik (Hoffman & Byrne, 1974;
Molnar, 1994). Die Sporenentwicklung ist von den herrschenden Wassertemperaturen
abhangig. Das Optimum liegt bei 16 °C, bei dieser Temperatur sind bereits nach drei Monaten
komplette Sporen ersichtlich (Halliday, 1976; Markiw, 1992a). Lokalisiert sind die Sporen
hauptsachlich im Kopf- und Kiemenbereich (Markiw, 1992b). Die héchsten Konzentrationen
werden funf bis sechs Monate nach der Infektion erreicht (Markiw, 1992a). Nicht nur der
Entwicklungszyklus des Parasiten wird in einer warmeren Umgebung beschleunigt, auch die
Symptomatik des Wirtes erscheint bei héheren Temperaturen deutlicher ausgepragt (Putz &
Hoffman, 1970). Haufig fuhren auch Sekundarinfektionen zum Tod des Fisches (Phlen, 1904).
Da sich Myxosporen an feinen Sedimenten anlagern kdnnen, bergen Bereiche mit viel
Sediment ein hoheres Risiko einer Infektion mit M. cerebralis (Lemmon & Kerans, 2001). Das
Vorkommen von Tubifex tubifex ist auch von den Umgebungsbeschaffenheiten und dem
vorhandenen Substrat abhangig, wobei ein schlammiges und toniges Substrat bevorzugt wird
(Gilbert & Willard, 2003; Krueger et al., 2006). Die Wirmer vermehren sich schneller in
schlammigem Substrat (Arndt et al.,, 2002) und die Anzahl der produzierten
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Triactinomyxosporen wird erhoht (Arndt et al., 2002; Blazer et al.,, 2003). Geringe
Wasserflussgeschwindigkeiten (Krueger et al., 2006) und ein hoher Anteil an organischem
Material im Wasser (Allen & Bergersen, 2002; Kaeser & Sharpe, 2006; Kaeser et al., 2006;
Thompson et al., 2002; Zendt & Bergersen, 2000), sowie Staubecken stehen in Verbindung

mit einem erhdéhten Vorkommen des Invertebraten (Zendt & Bergersen, 2000).

5.1.4 Kilinik:

Die Empfanglichkeit des Fisches fir die Infektion sinkt proportional zu seinem Alter
(Schaperclaus, 1931). Es wird davon ausgegangen, dass sich bei einer Erstinfektion ab dem
sechsten Lebensmonat, die Drehkrankheit nicht mehr klinisch manifestiert (Halliday, 1976),
die Tiere jedoch zu subklinischen Tragern werden und die Krankheit verbreiten kénnen (EI-
Matbouli et al., 1992; Schaperclaus, 1931). Fir die Drehkrankheit werden drei klinische
Leitsymptome beschrieben. Darunter fallen spiralférmige Drehbewegungen, Deformationen
von Schadel und Wirbelsaule, sowie eine schwarze Verfarbung der hinteren Korperpartie.
Besonders in Folge von Stimuli oder Aufregung drehen sich die Fische in spiraligen
Bewegungen um eine senkrechte Achse. Als verantwortlich fir dieses abnormale
Verhaltensmuster, wurde die Schadigung des Vestibularorgans durch von M. cerebralis
gebildete Toxine gemacht (Phlen, 1904). Mittlerweile wird aber auch eine Kompression und
Dysfunktion des Hirnstammes als Ursache diskutiert (Rose et al., 2000). Da die Sporenbildung
im Knorpelgewebe stattfindet, wird dessen Struktur zunehmend zerstort. In der Folge kommt
es zu einer gestoérten enchondralen Ossifikation, was dufRerlich an missgebildeten Schadeln
und Kiefern, gekrimmten Wirbelsaulen und verkirzten Kiemendeckeln sichtbar wird. Durch
die verkurzten Kiemendeckel haben die Fische einen verminderten mechanischen Schutz,
wodurch die Kiemen leichter verschmutzen. Auch das Bewegungsmuster wird durch die
veranderten Wirbelsdulen beeintrachtigt (Hoffman et al., 1962; Phlen, 1904; Schaperclaus,
1931). Es wird angenommen, dass die caudale Schwarzfarbung durch eine pathologische
Innervation der Pigmentzellen in diesen Arealen entsteht und diese Innervation wiederum
durch eine mechanische Reizung des Nervus Sympathikus aufgrund von
Wirbelsdulendeformationen ausgeldst wird. Es wurden aber auch toxische Stoffe des
Parasitenstoffwechsels als Ausléser vermutet (Schaperclaus, 1990). Ab dem 60. Tag nach der
Infektion sind diese Symptome schon zu beobachten (Schéaperclaus, 1990). Die schwarze

Verfarbung und die pathologischen Drehbewegungen kénnen wieder abklingen (El-Matbouli
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& Hoffmann, 1991), dagegen bleiben die Deformationen des Skeletts dauerhaft bestehen
(Phlen, 1904).

5.1.5 Diagnostik und Behandlung:

Um die Drehkrankheit eindeutig diagnostizieren zu kénnen, ist neben der charakteristischen
klinischen Erscheinung, der Sporennachweis von Myxobolus cerebralis erforderlich. Hierflr
kénnen die Myxosporen mit einer Plankton Zentrifuge konzentriert und anschlieRend im
Mikroskop begutachtet werden (O’Grodnick, 1975). Eine weitere Mdéglichkeit ist die Pepsin-
Trypsin Verdauung von Knorpelgewebe (Markiw & Wolf, 1974) oder eine histologische
Untersuchung (Andree et al., 2002; Baldwin et al., 2000). Der Vorteil bei der Histologie besteht
darin, dass auch schon frihe Infektionsstadien erkannt werden kdnnen. Auf der anderen Seite
kénnen mit dieser Methode aber auch Parasiten Ubersehen werden, wenn sie nur in geringen
Konzentrationen vorhanden sind. Weitere diagnostische Mdoglichkeiten stellen eine PCR
(Andree et al., 1998), In-situ-Hybridisierung (Antonio et al., 1998; Antonio et al., 1999), Loop-
mediated isothermal amplification (Myxo-LAMP) (El-Matbouli & Soliman, 2005), ELISA
(Adkison et al., 2005) oder ein Immunfluoreszenz-Assay (Wicks & Youssef, 2004) dar. Bei
betroffenen einzelnen Individuen kann der Versuch einer medikamentdosen Therapie
unternommen werden. Hierzu kann das Antibiotika Fumagillin verwendet werden, was die
Entwicklung von M. cerebralis im Fisch unterbricht (El-Matbouli & Hoffmann, 1991). Aus
mehreren Grinden bleiben solche Therapien aber wissenschaftlichen Untersuchungen
vorbehalten. als Prophylaxe wird neben DesinfektionsmafRnahmen zur Eliminierung von
Tubifex tubifex empfohlen, als Besatzfische nur solche von mindestens 7 cm Kdrpergrolie zu

verwenden, da bei diesen das Skelett bereits verknochert ist.

5.2 GrieBkornchen-/ WeiBplinktchenkrankheit:
5.2.1 Erreger und Verbreitung:

Die als GrielRkérnchenkrankheit, Weiptinktchenkrankheit oder Ichthyophthiriose bezeichnete
Erkrankung, wird durch das Wimperntierchen Ichthyophthirius multifiliis verursacht (Nigrelli et
al., 1976). Zugehorig ist [ multifilis dem Stamm der Ciliaten, der Ordnung der
Hymenostomatida und der Unterordnung der Ophryoglenina (Lynn et al., 1991). Die
Namensgebung des Einzellers erfolgte bereits im Jahre 1876 durch Fouquet (Fouquet, 1876).

Die Infektionskrankheit wird gewohnlich auch mit der Abkirzung ,lch® bezeichnet und kann
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innerhalb kurzer Zeitrdume, eine hohe Anzahl an Todesfallen verursachen (Durborow et al.,
1998). Die Parasitose ist weltweit verbreitet (Nigrelli et al., 1976). Ausbriche der
Infektionskrankheit stehen in Zusammenhang mit der herrschenden Wassertemperatur und
treten in den gemaRigten Breiten eher im Sommer (Valtonen & Keranen, 1981), in den
Subtropen uberwiegend im Fruhling und Herbst auf (Ogut et al., 2005; Raissy et al., 2010).
Fast alle Spezies der SuRwasserfische konnen von diesem Parasiten befallen werden (Nigrelli
et al., 1976; Tavares-Dias et al., 2010; Valtonen & Koskivaara, 1994; Wurtsbaugh & Alfaro,
1988). Er ist sehr unspezifisch und infiziert sogar Kaulquappen (Limnodynastes peronii)
(Gleeson, 1999). Aufgrund seiner geringen Wirtsspezifitdt und seiner Fahigkeit sich schnell zu
vermehren, konnte er sich weit verbreiten (Matthews, 2005). Ichthyophthiriose tritt auch bei
den haufig in der Aquakulturindustrie gehaltenen Arten, wie der Regenbogenforelle
(Buchmann & Bresciani, 1997; Jgrgensen et al., 2009; Valtonen & Koskivaara, 1994), dem
Graskarpfen (Ctenopharyngodon idella) (Yulin, 1996) und dem Getlpfelten Gabelwels
(Ictalurus punctatus) (Klesius & Rogers, 1995) auf und verursacht dort grof3e Verluste. Auch
Zierfische in Aquarien kdnnen betroffen sein (Murphy & Lewbart, 1995; Tavares-Dias et al.,
2010), wobei die Empfanglichkeit gegenlber [. multifilis zwischen den verschiedenen
Fischarten erheblich variiert (Clayton & Price, 1992). Ein Ichthyophthiriose-Ausbruch ist eine
Notfallsituation und ein sofortiger Behandlungsbeginn erforderlich. Unbehandelt kann diese
Infektionskrankheit zu einer Sterblichkeit von bis zu 100 % fihren (Dickerson, 2006; Meyer,
1974). I. multifiliis ist der groRte bekannte Einzeller, der auf Fischen gefunden wurde. Adulte
Exemplare sind oval bis rund und bis zu 1 mm grof3. Sie sind holotrich mit Cilien besetzt und
beinhalten einen hufeisenformigen Zellkern. Der Parasit ist obligat, weswegen er in einer

Umgebung ohne lebende Fische nicht Gberleben kann (Sun et al., 2009).

5.2.2 Ubertragung:

Das Einbringen des Parasiten in eine Population erfolgt Uber Tragertiere, Theronten
enthaltendes Wasser, andere Tiere oder Menschen (Durborow et al., 1998), die als Vektoren
dienen. Die Erkrankung ist hoch ansteckend und breitet sich schnell zwischen den Fischen
aus. Wahrend sich die meisten Einzeller Gber eine einfache Zellteilung vermehren, kann sich
ein I. multifiliis in hunderte neue Parasiten teilen (Noga, 2010d). Der reife Parasit ist nur unter
der Haut des Fisches zu finden und auferlich als weilder Punkt sichtbar (Fitzgerald & Swann,
1990). Obwohl der Lebenszyklus nur einen Wirt beinhaltet, ist er komplex. Er ist direkt und

kann in vier Stadien unterteilt werden. Der parasitische Trophont ist in der Epidermis des
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Fisches lokalisiert. Nach seiner Reife verlasst er den Fisch, entwickelt sich dort zum Tomont
und bildet in der aquatischen Umgebung eine gelatinése Hiulle, mit deren Hilfe er an
unterschiedlichen Substraten Halt findet. Nun wird er auch als Tomocyst bezeichnet. Danach
finden die schnellen Teilungen in Tochterzellen statt, die Tomiten. Diese entwickeln sich im
Anschluss in frei schwimmende Theronten, welche die infektidse Form darstellen. Sie finden
den Wirt, dringen in die Epidermis ein und entwickeln sich dort zum Trophonten weiter
(MacLennan, 2005; Matthews, 2005). Die frei schwimmenden Stadien mussen innerhalb von
etwa 48 h einen geeigneten Wirt finden, ansonsten sterben sie ab (Wie et al., 2013). Die
Entwicklungsphase wird hierbei von der Wassertemperatur und dem Salzgehalt beeinflusst
(Aihua & Buchmann, 2001). Wahrend der Wandlung vom Theront Uber den Trophont zum
Tomont, treten groBe Veranderungen auf. Der Parasit nimmt deutlich an GréRe zu, der
Zellkern vergréfert sich, Futtervakuolen, Mucozysten und Liposomen werden gebildet, ebenso
nimmt die Anzahl der Zellorganellen zu. Wenn der Trophont reif ist, kommt es nun zum
Ubergang in den zur Teilung reifen Tomonten (Ewing & Kocan, 1992). Uber die Ernéhrung von
I. muiltifiliis im Wirt gibt es derzeit keine Uberpriften Erkenntnisse. Der Fisch wird vom
Parasiten nach 10 bis 20 Tagen Aufenthalt unter der Haut verlassen, abhangig von den
herrschenden Temperaturen und der Resistenz des Fisches (Fitzgerald & Swann, 1990).
Ausbriche treten meist bei Wassertemperaturen von 15-25 °C auf (Meyer, 1974). Bei hdheren
Wassertemperaturen wird die Entwicklung beschleunigt. Steigen die Temperaturen auf mehr
als 12 °C, kann es zu einer Massenvermehrung und in Folge dessen zu einem Massensterben
kommen, insbesonders wenn die Populationsdichte hoch ist (Buchmann et al., 2001). Die
Dauer eines Entwicklungszyklus kann von vier Tagen, bei mehr als 24 °C, bis zu mehr als funf

Wochen, bei Temperaturen unter 7 °C, reichen (Durborow et al., 1998).

5.2.3 Pathogenese:

Die frei im Wasser befindlichen Theronten werden Uber Serumfaktoren und Schleim von
Fischen im Wasser angelockt und kdnnen so ihren Wirt finden (Buchmann & Nielsen, 1999).
Da dieser Signalweg nicht Uber grélkere Distanzen aufrecht erhalten werden kann, kann eine
Infektion nur dann statt finden, wenn sich Wirt und Theront in der nahen Umgebung des jeweils
anderen befinden. Wodurch angenommen werden kann, dass sich Ichthyophthiriose in
Aquakultur deutlich schneller verbreitet, als innerhalb von Wildfischbestanden (Maceda-Veiga
et al., 2009). Wahrend der Infektion mit dem Parasiten reagiert das Epithel der Kiemen auf das

Pathogen indem es sich verdickt, was zu einer begrenzten Sauerstoffaufnahmefahigkeit vom
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im Wasser in den Blutkreislauf fihrt. Zudem werden die Kiemenlamellen verformt, was die
Atmung zusatzlich reduziert. Eine weitere mechanische Blockade fir den Sauerstofftransfer,
entsteht durch grol3e Anzahlen von I. multifiliis, die die Kiemenoberflachen bedecken. All diese
Veranderungen behindern stark die Atmung der Fische (Durborow et al., 1998). Die befallenen
Bereiche, die als weilen Punkte erkennbar sind, zeigen im Krankheitsverlauf epitheliale
Erosionen und Ulcerationen. Diese Schaden treten an Haut und Kiemen auf, wobei die Kiemen
gewohnlich haufiger betroffen sind (Majeed, Gopinath, & Jolly, 1984). Lost sich das
Kiemenepithel, gehen dem Fisch Elektrolyte, Flussigkeiten und Nahrstoffe verloren. Dadurch
wird es fur den Fisch schwierig, die Wasserkonzentrationen in seinem Korper zu regulieren.
Sekundarinfektionen mit Bakterien oder Pilzen kénnen sich, als Folge der Schwachung des
Fisches durch die ,Ich“-Infektion, einfacher manifestieren (Durborow et al., 1998). Neben der
Temperatur spielen auch andere chemische und physikalische Faktoren des Wassers eine
entscheidende Rolle fir das Leben des Parasitenstadiums auf3erhalb des Wirts. So sind ein
pH-Wert von sieben und eine hohe Wasserharte (Garcia et al., 2011; Garcia et al., 2011),
sowie Kalzium (Ewing et al., 1991) Uberlebensnotwendig. Da es sich bei I. multifiliis um einen
Einzeller handelt, reagiert er empfindlich auf steigende Salzgehalte. Bei Salzkonzentrationen
von 5g/l werden die Reproduktionszyklen deutlich verlangert und die Anzahl der
Nachkommen nimmt ab. Steigt der Salzgehalt weiter an, kommt es zu einem kompletten
Abbruch des Entwicklungszyklus (Aihua & Buchmann, 2001). Wunden erleichtern es Parasiten
in den Wirt einzudringen. So sind verwundete Fische deutlich empfanglicher, als unversehrte
Artgenossen (Ondrackova et al., 2012). I. multifiliis kann Bakterien im Zytoplasma tragen und

so als parasitarer Vektor fur Bakterien dienen (Sun et al., 2009).

5.2.4 Kilinik:

Auf der Haut sind weilde Punkte zu erkennen (Majeed et al., 1984), die bis zu 1 mm grofR} sein
kénnen (Noga, 2010d). Zudem erscheint die Haut uneben (Durborow et al., 1998). Der Fisch
sieht aus, als ob er mit Salz bestreut worden ware (Fitzgerald & Swann, 1990). Diese weil3en
Punkte kdnnen als klassisches Zeichen fir eine Ichthyophthiriose sowohl auf der Haut, als
auch auf den Kiemen und Flossen zu sehen sein. Begrenzt sich der Parasitenbefall auf die
Kiemen, missen keine weilten Punkte vorhanden sein, die betroffenen Fische kdnnen jedoch
in grofRer Anzahl versterben (Durborow et al., 1998). Bei fortgeschrittenen Infektionen kdnnen
sich die einzelnen Vesikel untereinander verbinden, wodurch mukoide Massen auf der Haut

entstehen (Noga, 2010d). In Folge der Erkrankung, wird der Fisch von grofden Schleimmengen
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umgeben, die aus der Entfernung einer Pilzinfektion sehr dhnlich sehen kann. Unter dem
Mikroskop ist /. multifilis als holotricher Ciliat, der seine Form andern kann und sich in
rollenden Bewegungen fortbewegt, leicht zu erkennen. Jedoch ist nur im adulten Organismus,
dem Trophont, ein hufeisenférmiger Kern erkennbar. Zu finden ist der Parasit eingegraben
unter der Schleimschicht und dem Epithel der Kiemen oder der Haut (Durborow et al., 1998).
Lasionen, die in Folge des Parasitenbefalls entstehen, kbnnen zu Sekundarinfektionen fihren
(Noga, 2010d). Neben diesen Hautveranderungen konnen bei infizierten Fischen auch
Verhaltensanderungen beobachtet werden. Die Fische reiben sich an Objekten oder am
Beckenboden und springen vermehrt aus dem Wasser. Im Endstadium kdnnen sie auch

lethargisch erscheinen und Appetitverlust zeigen (Durborow et al., 1998).

5.2.5 Diagnostik und Behandlung:

Um eine zeitnahe Therapie starten zu kénnen, wird eine schnelle und einfache Diagnostik
bendtigt. Zeigen Fische die flr eine Ichthyophthiriose passende Symptomatik, ist die Diagnose
leicht zu stellen (Majeed et al., 1984; Ventura & Paperna, 2006; Wurtsbaugh & Alfaro, 1988).
Von den mit dem freien Auge sichtbaren wei3en Punkten kénnen Proben genommen werden,
die zur Bestatigung der Diagnose unter dem Mikroskop untersucht werden. Im Positivfall
werden unter dem Mikroskop Trophonten sichtbar, die durch die sie umgebenden Zilien dunkel
erscheinen. Sie bewegen sich langsam und rollend und tragen einen hufeisenférmigen Kern
in sich (Durborow et al., 1998). Die Methoden um gegen [. multfiliis vorzugehen, stehen in
engem Bezug zu dessen Lebenszyklus. Es kénnen ausschliellich die nicht parasitaren
Stadien aulerhalb des Fischwirtes bekampft werden. Wenn der Parasit sich in den Fisch
eingegraben hat, liegt er unter einer ihn schitzenden Schicht aus Schleim und Wirtszellen,
was eine sofort nétige Behandlung deutlich erschwert (Durborow et al., 1998). Da nur die frei
im Wasser befindlichen Stadien (Theronten, Tomiten) mit einer Therapie getroffen werden, ist
es fur einen Behandlungserfolg wichtig, die Therapie mehrmals zu wiederholen, damit auch
neu frei werdende Tomiten erreicht und der Entwicklungskreislauf unterbrochen werden kann.
Die Anzahl der notwendigen Therapiezyklen ist von der Temperatur abhangig. Die Effektivitat
der Therapie sollte nach der dritten Behandlung Uberprift werden, jedoch sollte die Therapie
nie gestoppt werden, wenn es noch zu Todesfallen durch ,Ich® kommt (Durborow et al., 1998).
Die Wahl des zur Behandlung eingesetzten Stoffes ist sowohl von der Wasserqualitat, der
Fischart, des Haltungssystems und der vorgesehenen Verwendung der Fische abhangig.

Wirksam sind u. a. Kupfersulfat, Formalin, Kaliumpermanganat oder Natriumchlorid (Durborow
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et al., 1998). Physikalisch kann versucht werden, wo maoglich, die Temperatur fir drei Wochen
auf Uber 29 °C zu erhéhen. Der Kaltwasserparasit wird diese Temperaturen nicht tolerieren
kénnen und sterben. Eine weitere mechanische Mdglichkeit ist infizierte Fische mdglichst
hohen, fur die Tiere noch tolerierbaren Wasserflussgeschwindigkeiten auszusetzen. Mit dieser
Methode werden die freien Parasitenstadien weggespult bevor sie sich an der Umgebung oder
den Fischen anlagern kénnen (Fitzgerald & Swann, 1990). Zur Zeit sind noch keine

anwendbaren Impfstoffe gegen Ichthyophthiriose vorhanden (Alvarez-Pellitero, 2008).

5.2.6 Prophylaxe:

Trotz strikter Sicherheitsvorkehrungen kann es passieren, dass . multifiliis in einen Betrieb
oder Gewasser gelangt. Um eine Ausbreitung mdglichst gering zu halten, kdnnen einige
prophylaktische MalRnahmen getroffen werden. So sollte darauf geachtet werden, dass
Wildfische und Fische aus Aquakultur und Zierteichen keinen Kontakt untereinander haben
konnen. Wasser, das in den Betrieb kommt, sowie Wasser, das den Betrieb verlasst, sollte
gefiltert werden um frei schwimmende Parasitenstadien weder in den Betrieb, noch in die
Umwelt zu entlassen. Biofiltrationen kénnen die Anzahl an Tomonten signifikant reduzieren
(Heinecke & Buchmann, 2009; Shinn et al., 2009). Weitere prophylaktische MalRknahmen
kénnen sein die Temperatur zu erhdhen oder Salz dem Wasser hinzu zu figen (Aihua &
Buchmann, 2001; Murphy & Lewbart, 1995). Wird ein Teich oder Becken neu beflllt, kbnnen
drei Tage abgewartet werden ehe es mit Fischen besetzt wird. Falls Tomonten oder Theronten
im Wasser enthalten sind, kénnen sie diese Zeitspanne aul3erhalb des Fisches nicht tiberleben
und sterben. Eine weitere Moglichkeit ware prophylaktisch Kupfersulfat in das Wasser zu
geben, was aber in der EU seit dem 31.12.2015 fir Lebensmittel liefernde Fische nicht mehr
erlaubt ist (Durchfliihrungsverordnung (EU) Nr. 1358/2014). Besondere Vorsicht sollte man
beim Einsetzen neuer Fische walten lassen. Die Fische sollten genau inspiziert und wenn
mdglich, flir einige Zeit in Quarantane gehalten werden (Durborow et al., 1998).
Ausristungsgegenstande, die in einem infizierten Gewasser verwendet wurden, sollten vor
einem erneuten Einsatz desinfiziert und grindlich getrocknet werden. Hatte ein Betrieb bereits
Probleme mit /. multifiliis oder findet sich eine Anlage in der Nahe von Gewassern, in denen
Wildfische leben, sollten die Fische dort prophylaktisch z. B. mit Salz behandelt werden. Am
besten in dem Zeitraum des Jahres kurz bevor ,Ich® gewdhnlich in dieser Region auftritt

(Durborow et al., 1998). Um Infektionen vorzubeugen, kénnen Probiotika zum Einsatz
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kommen. Sie kdnnen positive Auswirkungen auf das angeborene Immunsystem haben und
dieses starken (Nayak, 2010).

5.3 Hakensaugwurm der Lachse (Gyrodactylus salaris):

5.3.1 Erreger und Verbreitung:

Der Ektoparasit Gyrodactylus salaris gehért zu der Klasse der Monogenea. Spezies der
Gattung Gyrodactylus sind weltweit in SUl- und in Salzwasser vorkommende Ektoparasiten
(Bakke & Harris, 1998; Bakke et al., 2002). Erste Beschreibungen von Gyrodactylus sp.
stammen aus dem Jahr 1832 von Nordmann bei Brassen (Abramis brama) (Nordmann, 1832).
Sie gehoren zum Stamm der Plattwirmer, sind dorsal und ventral abgeflacht und symmetrisch
aufgebaut. Weder eine echte Koérperhéhle, noch ein Skelett sind vorhanden. Sie besitzen flr
gewohnlich auch keinen Anus, kein Zirkulations- und Atemsystem. Jedes Individuum ist aber
jeweils mit weiblichen und mannlichen Geschlechtsorganen ausgestattet (Roberts, 2012). An
ihren Wirt binden sie Uber ein speziell daflir vorgesehenes Organ, den Haptor. Er befindet sich
am Vorderende des Parasiten und besteht aus einer gro3en Scheibe, an deren Rand bei G.
salaris ringsum 16 gelenkige Haken angeordnet sind. Zusatzlich befindet sich im Zentrum der
Scheibe ein paar nach ventral gerichtete Haken (Bakke et al., 2007). Dass es sich bei G.
salaris um einen viviparen Organismus handelt, wurde bereits im Jahr 1849 von Sieboldt
festgestellt und dokumentiert (Bakke et al., 2007). Der adulte Parasit gebart Nachkommen, die
mit ihm selbst identisch sind (Roberts, 2012). Sie sind ausgewachsen und beinhalten
wiederrum einen Embryo. Mit dieser Reproduktionstechnik ist es dem Parasiten moglich in
kurzer Zeit eine beachtliche PopulationsgréRe zu erreichen, sofern empfangliche Wirte
vorhanden sind (Denholm et al., 2013). Gyrodactylus kann anhand des sich im Inneren des
Adulten entwickelnden Embryos und den fehlenden Augenflecken identifiziert werden. Unter
optimalen Bedingungen ist der Wurm mit dem blo3en Auge zu erkennen (Warren, 1991d).
Bisher sind Falle von G. salaris-Infektionen in Europa aus Norwegen, Schweden, Finnland,
Polen, Danemark, Deutschland, Rumanien, Tschechien, dem Vereinigten Konigreich, sowie
der Slowakei (Hansen et al., 2016) und Italien bekannt (Paladini et al., 2009). Der Parasit tritt
sowohl als Pathogen bei Fischen in Farmen (Atkins, 1901; Embody, 1924), als auch bei
Wildfischen auf (Williams, 1964). Wahrend die meisten Fischspezies und Fischpopulationen,
die mit G. salaris infiziert werden, keine ernsthaften Konsequenzen davon tragen (Bakke et
al.,, 2007; Bakke et al., 2002), ist der Atlantische Lachs besonders empfanglich und eine

Infektion kann verheerende Folgen haben. Vor allem norwegische Populationen des
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Atlantischen Lachs haben in der Folge von G. salaris-Infektionen hohe Sterblichkeitsraten zu
verzeichnen (Hansen et al., 2016). Bei jungen Atlantischen Lachsen, kommt es im
Durchschnitt zu Verlusten von 86 % (Johnsen et al., 1999). Weniger empfanglich ist dagegen
die Regenbogenforelle. Sie kann Infektionen mit dem Parasiten, die meist von niedriger
Intensitat sind, Uber lange Zeitraume ertragen. Dadurch wird sie in Hinsicht auf die Verbreitung
des Parasiten in Europa zu einem wichtigen Wirt (Hansen et al., 2016). Aber auch auf anderen
Salmoniden wie der Bachforelle und dem Seesaibling (Bakke et al., 1992), konnte der Parasit
gefunden werden. Fische, die nicht zu den Salmoniden gez&hlt werden, kénnen bei der
Verbreitung des Parasiten als Transporteur oder Reservoir eine Rolle spielen (Bakke et al.,
1992; Bakke et al., 2002). Die Wurmer leben auf der Haut , den Kiemen (Bakke et al., 2007)
und Flossen (Warren, 1991d) des Fisches und sind bis zu 0,2 mm lang (Bakke et al., 2007).

5.3.2 Ubertragung:

Eine Verbreitung von G. salaris kann schnell (iber Fische, die zwischen Gewassern wandern
oder Uber infizierte Eier erfolgen (Lund & Heggberget, 1992; Mo, 1994). Uber die Ubertragung
von G. salaris ist wenig bekannt, fest steht jedoch, dass alle Stadien seines Lebenszyklus
ubertragen werden und zwischen Wirten wandern kénnen (Harris, 1983). Aber auch eine
Ubertragung durch Wasser wird beschrieben (Bakke et al., 1992; Soleng et al., 1999). Die
horizontale Ubertragung kann auf vier verschiedenen Wegen (Bakke et al., 2002) erfolgen:
Durch direkten Fischkontakt (Harris, 1982; Malmberg, 1970; Parker, 1965), durch den Kontakt
eines Fisches zu infizietem Substrat (Harris, 1982), durch Kontakt von Fischen zu lose im
Wasser treibenden Parasiten (Parker, 1965) oder durch den Kontakt lebender Fische zu toten
infizierten Fischen (Harris, 1980). Eine pseudo-vertikale Ubertragung durch infizierte Fischeier
kann ebenfalls stattfinden. Der Parasit kann sich zwar nicht von den Fischeiern ernahren, er
kann sich aber auf ihrer Oberflache anheften, dort bis zu zwei Tagen Uberdauern und auf diese
Weise verbreitet werden (Bakke & Harris, 1998). Eine stetige Ubertragung und Infektion neuer
Wirte, wahrend des gesamten Lebenszyklus, verbessert die Nutzung von Ressourcen der
Wirte durch den Parasiten und begtinstigt einen Wechsel von Wirtsarten (Boeger et al., 2005).
Der Parasit kann schon bei flichtigen Berlihrungen von Wirt zu Wirt Ubertragen werden
(Bychowsky, 1961). Da eine Ubertragung zwischen Wirten fiir den Parasiten riskant ist und zu
hohen Ausfallen fihren kann, verlassen die meisten Parasiten ihren Wirt nur dann, wenn sie
keine andere Moglichkeit haben (Scott, 1985). Jedoch kann die Leistungsfahigkeit einer

Parasitenpopulation durch einen Wirtswechsel auch begunstigt werden, wenn auf diesem Weg
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tédlichen Immunantworten des Wirts entgangen werden kann (Boeger et al., 2005). Auf dem
toten Wirt kann G. salaris Uber 72 h Uberleben und weitere Wirte infizieren. Bei einer
Wassertemperatur von 18 °C, ist dem Pathogen ein Uberleben ohne Wirtsbindung bis zu 27 h
mdglich (Olstad et al., 2006).

5.3.3 Pathogenese:

G. salaris befallt hauptsachlich die Flossen, genauer die Rickenflosse, Brustflossen und
Afterflossen. Aber auch auf der Kérperoberflache, dem Kopf und den Kiemen ist der Parasit
zu finden (Mo, 1992). Im Laufe einer Infektion nimmt die Grof3e der Parasitenpopulation
besonders deutlich an den hinteren Flossen und den hinteren Korperbereichen zu,
wahrscheinlich weil in diesen Bereichen die Versorgung der Parasiten am besten
gewahrleistet wird (Mo, 1992). Im Bereich der Kiemen sind die Parasiten Uberwiegend auf den
Kiemenfilamenten zu finden. Im Sommer sind Parasitenanzahlen in den Kiemen deutlich héher
als im Winter. Auch bei alteren Fischen sind die Kiemen eher befallen als bei Jungtieren
(Appleby & Mo, 1997). Eine weitere Erklarung fur die bevorzugte dorsale Positionierung des
Parasiten ist, dass die Ubertragung bei einem Wirtskontakt in diesen Bereichen leichter
stattfinden kann (Mo, 1992). Bei den resistenteren Bachforellen, ist G. salaris hauptsachlich
im Maul und auf den Kiemen zu finden (Mo, 1998). Durch die bei der Anheftung und Ernahrung
entstehenden Wunden, wird die osmotische Integritat der Epidermis zerstort und potentielle
Sekundarinfektionen geférdert (Bakke et al., 2006; Cone & Odense, 2011; Snieszko & Bullock,
1968). Zudem sind Gyrodactylus-Infektionen ein Stressor fur die Fische, welcher das
Immunsystem schwacht (Bakke et al., 2002). Der Einfluss von G. salaris auf den Fisch ist von
dessen GroRe abhangig, wobei vor allem bei jungen Lachsen Todesfalle auftreten (OIE,
2019b) wenn tausende Parasiten vorhanden sind. Lebende Fische wurden aber auch mit um
die 12500 Parasiten beobachtet (Mo, 1992). Sind Parasiten in einer Gré3enordnung von 5000
Individuen auf einem Fisch vorhanden, entwickeln sich meist keine sichtbaren Pathologien,
bis auf eine Verdickung der Epidermis (Appleby et al., 1998). Anders als zunachst
angenommen wurde, sind auch Ektoparasiten bei Fischen von der humoralen Immunantwort
betroffen. Fur G. salaris konnten bisher noch keine spezifischen Antikdrper im Schleim oder
Blut infizierter Fische nachgewiesen werden (Bakke et al., 2007). Jedoch scheint der Parasit
besonders empfindlich auf den Faktor C3a des Komplementsystems der unspezifischen
Immunantwort zu reagieren (Harris et al., 1998). So wird G. salaris bereits bei deutlich

niedrigeren Titern als andere Parasiten getotet (Fishelson, 1989). Die Tétung des Parasiten
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gelingt vermutlich so effizient, da G. salaris in SulRwasser in eine osmotisch schlechte Lage
gerat, wenn die aultere Hautschicht durch Komplexe, die die Membran angreifen, zerstort wird
(Bakke et al., 2007). Eine erhéhte Schleimproduktion bietet dem Parasiten eine passende
Umgebung. Bei Fischen, die eine starkere Resistenz aufweisen, wird angenommen, dass
diese ihre Schleimproduktion mafRigen und so eine weniger passende Parasitenumgebung

schaffen kénnen (Lindenstragm et al., 2006).

5.3.4 Klinik:

Wenn G. salaris in groller Anzahl auftreten, kann es zu Hautirritationen kommen, mit
vermehrter Schleimbildung und Hypertrophie des Epithels kommen, sodass eine Behandlung
notig wird. Betroffene Fische kdnnen teilnahmslos erscheinen, ausgefranste Flossen haben
und haufig aufblitzen (Warren, 1991d). Die Haut erscheint getriibt und es kdnnen kleine
fleckige Blutungen auftreten. Die Kiemen werden nur bei starkem Befall in die Infektion

miteinbezogen.

5.3.5 Diagnostik und Behandlung:

Unter dem Mikroskop kdnnen Abstriche von den Kiemen und der Haut erkrankter Fische
untersucht werden. Wenn die Fische bereits verendet sind und sich bereits in einem sehr
schlechten Zustand befinden, ist es moglich, dass nur mehr die Haken des Parasiten zu
erkennen sind. Durch die Vervielfachung ribosomaler DNA und die Anwendung eines
Restriktions-Fragment-Langen-Polymorphismus (RFLP) kann ebenso eine Diagnose erfolgen
(Cunningham, 1997). Auch die Anwendung einer Multiplex Real-Time PCR liefert gute
Ergebnisse (Collins et al., 2010). Als effektiv gegen G. salaris erweisen sich Formalin oder
Kaliumpermanganat (Warren, 1991d). Um eine Verbreitung des Parasiten in naturlichen
Gewassern zu verhindern, kann Rotenon eingesetzt werden (Johnsen & Jensen, 1991), was
jedoch fur Fische sehr giftig ist. So wurden in den Jahren 1981 bis 1989 in Norwegen neun
Flisse mit dem Gift behandelt. Im Anschluss an die Behandlung, bei der alle im Gewasser
vorhandenen Fische und andere Lebewesen starben, wurde ein Neubesatz mit parasiten-
freien Fischen durchgefuhrt (Mo, 1994). In Kies eingegrabene vivipare Eier kdnnen eine solche
Behandlung aber Uberleben (Johnsen & Jensen, 1991). Eine Anwendung von Malachitgriin
ware ebenfalls mdglich, jedoch sind kanzerogene und mutagene Eigenschaften dieses Stoffes

bekannt (Srivastava et al., 2004) und die Anwendung fir Lebensmittel liefernde Fische
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verboten. Weitere wirksame Stoffe waren Aluminium (Poléo et al., 2004; Soleng et al., 1999;
Soleng et al., 2005), Organophosphate (Costa, 2006; Kozlovskaya & Mayer, 1984; Pefa-
Llopis et al., 2003) Praziquantel oder Benzimidazole (Oh et al., 2006), jedoch treten bei jeder
dieser Mdglichkeiten erhebliche Nebenwirkungen auf, die Mensch, Tier und Umwelt belasten
oder es sind die Mittel aus 6konomischen Griinden nicht in der Praxis einsetzbar. Andere
Methoden waren die Parasiten manuell zu entfernen (Schelkle et al., 2009) oder betroffene
Fische zu isolieren (King et al., 2008). Mit G. salaris befallene Fische, kbnnen aber auch tber

ein Bad in Wasserstoffperoxid behandelt werden (Thrush et al., 2019).

5.3.6 Prophylaxe:

Da der Atlantische Lachs besonders empfanglich fur G. salaris ist und eine Infektion mit dem
Parasiten zu erheblichen Verlusten fihren kann, ist G. salaris vor allem in Landern mit einer
ausgepragten Lachsproduktion von enormer Bedeutung. Osterreichs Aquakulturbetriebe
konzentrieren sich auf andere Fischarten, weswegen G. salaris dort zwar weniger bedeutsam
ist, eine Ausbreitung des Parasiten aber natirlich trotzdem verhindert werden soll. Um das
Einbringen des Parasiten in als frei geltende Gewasser oder Betriebe zu vermeiden, sollte eine
Quarantane vor dem Einsetzen der Fische erfolgen (DesCleres, 1994). Leider wird diese
VorsichtsmalRnahme oft nicht durchgefiihrt, was in der Folge zu erheblichen Kosten flhrt,
wenn das Pathogen wieder eliminiert werden muss, wie es in Norwegen der Fall war (Johnsen
& Jensen, 1991). In Norwegen werden im Zuge von standardisierten
Uberwachungsprogrammen von Fischparasiten, Fische gefangen und getétet, was oft auch
zur Tétung einer grof’en Anzahl an gesunden Fischen fuhrt. Um dies zu vermeiden, wurde
eine Technik entwickelt, mit der spezies-spezifische DNA-Fragmente in Wasserproben
nachgewiesen werden kdnnen (Evans et al., 2017; Jerde et al., 2013; Rees et al., 2014; Smart
et al., 2015). Dieser Methode wird das Wissen zugrunde gelegt, dass jeder Organismus Zellen
in die Umwelt entlasst, sei es Uber Exkretion, Schleimschichten, Abrasionen von Epithelien
oder Uber Sexualprodukte. Die hier verwendete DNA um einen Organismus nachzuweisen,
wird als environmental (eDNA) bezeichnet (Deiner et al., 2016; Machler et al., 2015). Um
konventionelle Uberwachungstechniken zu erganzen, werden daher quantitative PCRs
(9PCR) und droplet digital PCRs (ddPCR) durchgefihrt (Rusch et al., 2018). Um erneute
Ausbriche von G. salaris Infektionen zu vermeiden, ware eine weitere Mdglichkeit als
Besatzfische Hybriden aus dem Atlantischen Lachs und der Bachforelle auszuwahlen.

Besonders Nachkommen, bei denen es sich bei dem Vatertier um einen Atlantischen Lachs
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und bei dem Muttertier um eine Bachforelle handelte, waren im Vergleich zu reinrassigen
Individuen deutlich resistenter (Bakke et al., 2007). Um eine Ausbreitung des Parasiten in
Gewassern zu vermeiden, sollten nur lebende Fische transportiert und eingesetzt werden, die
aus einer Uberpriften G. salaris freien Quelle stammen. Barrieren kénnen errichtet werden,
um die Wanderung von Fischen aus infizierten Gebieten zu unterbinden und betroffene
Bereiche chemisch behandelt werden (Johnsen et al., 2008; Miljodirektoratet, 2014; Mo,
1994). Fischereiausristungen konnen als unbelebte Vektoren des Parasiten fungieren und
eine Ausbreitung in freie Gebiete bewirken. Deshalb sollten die Ausristungsgegenstande
gereinigt, erhitzt, desinfiziert und getrocknet oder eingefroren werden (Evira, 2015; Norwegian
Food Safety Authority, 2015; Scottish Executive Enviroment and Rural Affairs Department,
2011). Eine Reinigung mit 40 °C warmen Wasser fur 6-18 s ist bereits ausreichend (Koski et
al., 2016).

5.4 Proliferative Nierenerkrankung:

5.4.1 Erreger und Verbreitung:

Die Proliferative Nierenerkrankung (PKD) wird durch den Parasiten Tetracapsuloides
bryosalmonae (Canning et al., 1999), der auch unter dem Namen Tefracapsula renicola
bekannt ist (Kent et al., 2000), verursacht. Wie der Erreger der Drehkrankheit, Myxobolus
cerebralis, gehdren T. bryosalmonae zu der Gruppe der Myxozoa (Kent & Hedrick, 1985). PKD
wird derzeit als eine sich vor allem in Europa und Nordamerika entwickelnde Krankheit
erachtet (Okamura et al., 2010). Neben Ausbriichen in den USA (Macconnell & Peterson,
1992), werden in Zentraleuropa, genauer in der Schweiz (Wahli et al., 2002), in Norwegen (Mo
& Jorgensen, 2017), in Slowenien (Jenci€ et al., 2014), in Finnland (Vasemagi et al., 2017), in
Danemark (Skovgaard & Buchmann, 2012), in Frankreich (Hartikainen & Okamura, 2015), in
Italien (Beraldo et al., 2006; Henderson & Okamura, 2004; Sawyer & Ghittion, 1982), in
Spanien (Peribafiez et al., 1997), in Irland (Quigley & Mcardle, 1998), in Tschechien (Palikova
et al., 2017), in England und Wales (Feist et al., 2002), in Estland (Dash & Vasemagi, 2014),
in Deutschland (Arndt et al., 2019) und in Osterreich (Gorgoglione et al., 2016) Krankheitsfélle
beschrieben. PKD ist sowohl fir Fische in Aquakultur, als auch fir Wildfische eine
aufkommende Bedrohung (Okamura et al., 2010). Infektionen mit T. bryosalmonae wurden bei
einer Reihe von Salmoniden beschrieben, was in Fischfarmen in Europa und dem Vereinigten
Koénigreich hauptsachlich zu Verlusten bei Regenbogenforellen und in Nordamerika zu

Verlusten bei Atlantischen Lachsen fuhrt (Hedrick et al., 1993). Zu den empfanglichen
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Fischarten zahlen verschiedene Salmoniden wie Regenbogenforellen (Roberts & Shepherd,
1974), die Bachforelle (Seagrave et al., 1981), der Bachsaibling (Feist & Bucke, 1993), die
Asche (Seagrave et al., 1981) der Seesaibling (Bucke et al., 1991) und der Atlantische Lachs
(Ellis et al., 1985). Aber auch bei Hechten (Seagrave et al., 1981) wurde die Infektion
dokumentiert. Bachforellen scheinen deutlich empféanglicher gegeniber PKD zu sein als
Regenbogenforellen (Grabner & El-Matbouli, 2009). Junge Fische haben das héchste Risiko
an PKD zu erkranken, jedoch kdnnen Fische jeden Alters bei Erstkontakt mit dem Parasiten
infiziert werden und die Erkrankung entwickeln (Feist & Longshaw, 2006). Bei Regenbogen-
und Bachforellen werden Wassertemperaturen oberhalb von 15 °C als treibender Faktor fir
die Entwicklung von PKD betrachtet (Hedrick et al., 1993). T. bryosalmonae koénnen zu
Infektionsraten von 100 % in einer Population filhren und Todesraten bis zu 95 % der
erkrankten Fische zur Folge haben (Clifton-Hadley et al., 1986; Feist & Longshaw, 2006). Die
Anreicherung der Gewasser mit Nahrstoffen oder steigende Wassertemperaturen, kdnnen als
modgliche Konsequenz die Zunahme von PKD begiinstigen (EI-Matbouli & Hoffmann, 2002;
Wahli et al., 2002). Wahrend seines Lebenszyklus bendétigt der Parasit einen Invertebraten,
ein Moostierchen (Bryozoa) (Anderson et al., 1999; Longshaw et al., 1999; Okamura et al.,
2001) und einen Vertebraten, den Fisch (Feist & Bucke, 1993; Hedrick et al., 1993), als Wirt.

5.4.2 Ubertragung:

T. bryosalmonae nutzt hauptsachlich Fredericella sultana, ein Moostierchen in StlRwasser als
invertebraten Wirt (Canning et al., 2000; Hedrick et al., 1993). Sporen des Parasiten werden
von den Bryozoa aufgenommen. In ihnen kann der Parasit sowohl ein verborgenes, als auch
ein offensichtliches Infektionsstadium einnehmen. Wahrend der verborgenen Infektion,
existiert der Parasit im Moostierchen in einem nicht-virulenten Einzelzellstadium (Canning et
al., 2002; Morris & Adams, 2006). Der Ubergang zum erkennbaren Infektionsstadium geht mit
einer Zunahme der Virulenz einher. Es werden vielzellige Sporensacke gebildet, aus denen
tausende Sporen von T. bryosalmonae in das umgebende Wasser freigesetzt werden. Sie sind
durch zwei améboide Zellen und vier polare Kapseln charakterisiert (Canning et al., 2000;
Canning et al., 1999). Offensichtliche Infektionen der Bryozoa behindern deren Wachstum
durch starke Energieverluste, wohingegen verdeckte Infektionen den Wirt weniger Energie
kosten (Tops et al., 2009). Ein Anstieg erkennbarer Infektionen wurde im spaten Frihling oder
Herbst beobachtet (Tops, 2004), hauptsachlich dann, wenn optimale Temperaturen oder ein

gutes Nahrungsangebot flir den Wirt herrschen (Hartikainen et al., 2009; Tops et al., 2006).



87

Innerhalb der Moostierchen kann eine vertikale Ubertragung des Parasiten erfolgen
(Abdelfattah et al., 2013). Fische, die als vertebrater Wirt dienen, nehmen die von den
infizierten Bryozoa freigesetzten, im Wasser befindlichen, Sporen auf (Feist et al., 2001;
Longshaw et al., 2002). Im Fisch gelangen sie darauffolgend in die Nieren, wo es zu einer
Vermehrung und Differenzierung eines extrasporogenen in ein sporogenes Stadium kommt
(Kent & Hedrick, 1985). In Europa entwickeln sich nur in der Bachforelle (Morris & Adams,
2006) und Bachsaiblingen (Grabner & El-Matbouli, 2008; Morris & Adams, 2006) im Lumen
der Nierentubuli infektidse Sporen, welche eine amdéboide Zelle und zwei polare Kapseln
enthalten (Morris & Adams, 2008). Diese Sporen werden Uber den Urin in die Umwelt
freigesetzt (Hedrick et al., 2004) und der parasitdre Entwicklungszyklus beginnt erneut. Frei
im Wasser kdnnen die Sporen aufgrund ihrer empfindlichen Beschaffenheit weniger als 24 h
uberdauern (De Kinkelin et al., 2002). Bei Regenbogenforellen hingegen kann dieser Vorgang
nicht vollstandig ablaufen, da von dieser Fischart keine infektiosen Sporen ausgeschieden
werden (Bucke et al.,, 1991). Bachforellen, die eine PKD-Infektion Uberleben, kénnen zu
Langzeittragern der Parasiten werden und Uber einen Zeitraum von zumindest flunf Jahren
nach der Infektion, lebende Sporen von T. bryosalmonae ausscheiden (Soliman et al., 2017).
In Bryozoa-Populationen kann der Parasit, auch wenn kein Fischwirt vorhanden ist, lange
Zeittraume Uberdauern, wodurch diese zu einem Erregerreservoir werden (Carraro et al.,
2017; Fontes et al., 2017). Da die als Wirt benétigten Bryozoa in der Natur weit verbreitet sind,
kann sich T. bryosalmonae in SifRwasserhabitaten gut ansiedeln (Wiebach, 1960; Wood,
2002). Aufgrund von wissenschaftlichen Anhaltspunkten wird angenommen, dass auch
Wasservogel als Vektor des Parasiten dienen und ihn sogar zwischen Kontinenten
transportieren kdnnen (Henderson & Okamura, 2004). Auch Karpfen (Cyprinus carpio) stehen
unter Verdacht Statoblasten mit der Nahrung aufzunehmen, anschliel3end auszuscheiden und
so in der Umwelt zu verteilen (Abd-Elfattah et al., 2017).

5.4.3 Pathogenese:

Der Parasit tritt in den Fisch Uber die Kiemen (Longshaw et al., 2002; Morris et al., 2000),
moglicherweise auch Uber die Haut (El-Matbouli et al., 1999; Longshaw et al., 2002) ein. Er
gelangt in das Blutsystem und von dort in verschiedene innere Organe, hauptsachlich in die
Niere verteilt wird (Grabner & EI-Matbouli, 2010). Durch die Proliferation der parasitaren Zellen
in der Niere kommt es zu einer Immunantwort des Wirtes (Clifton-Hadley et al., 1984; Hedrick

et al., 1993). Infizierte Fische reagieren auf den eingedrungenen Parasiten in der Niere mit
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einer granulomatdsen Entziindung. Auch andere Organe, wie beispielsweise die Milz, kdnnen
betroffen sein. In Folge einer Tubulonephrose und -fibrose kommt es zu einer chronischen
Entzindung der Niere (Hedrick et al.,, 1993). Zudem entwickelt sich eine Nekrose der
BlutgefaRe mit Thrombenbildungen (Bettge et al., 2009; Kent & Hedrick, 1985). Durch die
Entzindung kommt es zu Schwellungen von Niere und Milz (Clifton-Hadley et al., 1987;
Ferguson & Needham, 1978). In Folge der Infektion kann es zu einer Blutarmut, Stress und
sekundaren bakteriellen Infektionen kommen, die in einigen Fallen fur hohe Sterblichkeiten
verantwortlich sind (Clifton-Hadley et al., 1986). Neben der Stérung der Hamatopoese, wird
auch die osmoregulatorische Kapazitat des Fisches beeintrachtigt (Macconnell et al., 1989;
Schmidt-Posthaus et al., 2012). Im Zusammenhang mit PKD kommt es zu einer
Immunsuppression, die durch den Abfall der phagozytierenden Aktivitat der Granulozyten zu
Stande kommt. Vermutlich kénnen daher Sekundarinfektionen bei Regenbogenforellen
begunstigt werden (Chilmonczyk et al., 2002). Der Ausgang einer Infektion hangt von dem
Alter des Fisches, dem Auftreten von Sekundarinfektionen (Hedrick et al., 1993) und der
herrschenden Wassertemperatur ab (Ferguson & Ball, 1979). Besonders junge Fische kénnen
Infektionen mit T. bryosalmonae bei hohen Wassertemperaturen erliegen, wahrend unter
gunstigeren Bedingungen eine vollstandige Erholung, sowie eine Entwicklung eines
Immunschutzes gegen den Parasiten mdglich ist (Klontz et al, 1986). Hohe
Wassertemperaturen (18 °C) kénnen aber auch das Immunsystem des Fisches dahingehend
beeinflussen, dass T. bryosalmonae bei Regenbogenforellen schneller entfernt werden kann
(Schmidt-Posthaus et al., 2012). Auf der anderen Seite konnen hohe Temperaturen aber auch
die Sporenproduktion in den Bryozoa férdern (Tops et al.,, 2006) und die parasitare
Proliferation im Fisch beschleunigen (Bettge et al., 2009; Bettge et al., 2009; Gay et al., 2001).

5.4.4 Klinik:

Klinische Symptome, die bei PKD auftreten sind: eine Dunkelfarbung des Korpers, blasse
Kiemen, Exophthalmus, Aszites, ein verdicktes Abdomen, stark vergréRerte Nieren, sowie
eine VergroRerung der Milz (Hedrick et al., 1993). Die Nierenveranderungen kdnnen von wenig
vergroBerten Nieren mit einer schwachen Rotfarbung bis zu stark geschwollenen, graulich
verfarbten, schwammigen Nieren reichen. Histologisch kénnen Abweichungen der
physiologischen Nierenstruktur in ihrer Auspragung von keinerlei Veranderung bis zu einer
deutlichen Verformung der Nierenstruktur variieren. Hierbei kommt es zu einer

Funktionsstérung des Nierengewebes und einem teilweisen Verlust der Tubuli und Glomeruli.
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Im Interstitium und Nierengewebe infizierter Fische, kénnen Entwicklungsstadien von T.
bryosalmonae aufgefunden werden (Skovgaard & Buchmann, 2012). Eine Infektion mit dem
Parasiten muss nicht zu klinischen Erscheinungen von PKD fiihren. Und auch wenn eine Klinik
auftritt, kann der Fisch die Infektion Gberleben (Hedrick et al., 1993). In Fischfarmen stehen
hohe Sterblichkeiten meist in Zusammenhang mit Sekundarinfektionen, wobei in diesen Fallen
verschiedene Faktoren wie die Schwachung des Fisches durch unterschiedliche Stressoren
und ungunstige Umweltbedingungen zusammen spielen (Feist & Bucke, 1993). Es wird
angenommen, dass die Abnahme des Bachforellenbestandes in Zusammenhang mit PKD
steht (Wahli et al., 2007), ein Massensterben in Wildfischpopulationen durch PKD wurde aber
bisher kaum beobachtet (Sterud et al., 2007).

5.4.5 Diagnose und Behandlung:

Um die Diagnose einer PKD zu stellen, kann das klinische Erscheinungsbild, pathologische
Veranderungen der inneren Organe, im Besonderen die Niere und mikroskopische
Untersuchungen bewertet werden. Hierzu kdénnen Gewebestiicke der Nieren unter dem
Mikroskop untersucht werden. Auch histologische Untersuchungen (Peeler et al., 2008) oder
Immunhistochemie (Kumar et al., 2013) kdnnen angewendet werden. Andere diagnostische
Méglichkeiten stellen in situ-Hybridisierung (Morris et al., 1999; Morris et al., 2000) oder eine
PCR zur Erregeridentifikation dar (Saulnier & De Kinkelin, 1997). Bei einem geringen
Parasitenbefall kann auch eine quantitative PCR durchgefihrt werden (Cavender et al., 2004;
Kelley et al., 2004). Fir PKD steht keine praktikable Behandlungsmaéglichkeit zur Verfliigung,
die keine gravierenden Nebenwirkungen fir den Fisch und ebenfalls fir den Konsumenten
mit sich bringen wirde (Alderman & Clifton-Hadley, 1988; Morris et al., 2003; Wishkovsky et
al., 1990). Umso wichtiger ist es, eine weitere Ausbreitung von T. bryosalmonae zu reduzieren

und im besten Fall zu unterbinden.

5.4.6 Prophylaxe:

Um PKD Ausbrtichen vorzubeugen, kdnnen einige Malnahmen sowohl in Betrieben, als auch
in Freigewassern durchgefuhrt werden. Fischbesatz in Gewasser, in denen PKD enzootisch
ist, sollte im spaten Herbst erfolgen, wenn die Wassertemperaturen nieder sind. Die Fische
werden sich unter diesen Bedingungen zwar mit T. bryosalmonae infizieren, aber keine

klinischen Symptome entwickeln und bis in das nachste Jahr, wenn die Temperaturen wieder
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ansteigen, eine Resistenz gegenlber dem Erreger entwickelt haben (Ferguson, 1981; Foott &
Hedrick, 1987). Eine weitere Moglichkeit ware, Fische einzusetzen, die eine geringere
Empfanglichkeit gegentber PKD aufweisen (Bailey et al., 2019). Fische, die zugekauft werden
oder mit denen ein Gewasserbesatz erfolgen soll, sollten aus Herkunftsbetrieben bezogen
werden, die frei von PKD sind. Die betroffenen Populationen sollten vor dem Einsetzen
untersucht werden. Fur Fische in Aquakultur sollten die Haltungsbedingungen so geschaffen
werden, dass die Tiere mdglichst wenigen Stressfaktoren ausgesetzt sind. Beispielsweise
sollte die Populationsdichte moglichst gering gehalten werden, der Umgang mit den Tieren
sorgsam erfolgen und das Wasser mit ausreichend Sauerstoff angereichert sein. Da
Wasservogel als Vektoren flr den Parasiten dienen kdnnen, sollten die Becken gegen diese
abgesichert werden. Das Wasser sollte soweit mdglich, aus PKD freien Bereichen bezogen
werden. In der Natur kdénnen Barrieren errichtet werden um eine Fischwanderung aus
infizierten Gebieten in freie Gebiete zu verhindern. Wassersportler sollten darauf achten,
entsprechende Reinigungs— und Desinfektionsmalinahmen bei ihrer Ausristung und
Bekleidung durchzufiihren, um nicht zum Vektor des Parasiten zu werden. Da der
Lebenszyklus von T. bryosalmonae fest an Bryozoa gebunden ist und sowohl die Vermehrung
der Moostierchen, als auch des Parasiten durch steigende Wassertemperaturen und einer
Eutrophierung der Gewasser begulnstigt wird (EI-Matbouli & Hoffmann, 2002; Hartikainen et

al., 2009), kénnte hier ein weiterer Ansatzpunkt zur Bekdmpfung von PKD sein.

5.5 Saprolegnia:

5.5.1 Erreger und Verbreitung:

Saprolegnia gehdéren zu der Klasse der Oomyceten, genauer zu der Ordnung der
Saprolegniales (van West, 2006) und sind Ausléser des sogenannten ,Wasserschimmels*
oder ,Fischschimmels®. Aufgrund ihres filamentdésen Wachstums und anderen den Pilzen
ahnlichen Eigenschaften wurden Oomyceten urspringlich dem Reich der Pilze zugeordnet.
Mittlerweile werden sie in Folge von molekularen und biochemischen Analysen der Gruppe
der Stramenopiles, im Reich der Algen zugeordnet (Kamoun, 2003; Phillips et al., 2008).
Oomycete kdnnen als klassische Opportunisten angesehen werden, die sich von totem
organischem Material erndhren (Noga, 2010f). Sie sind in SufRwasserhabitaten auf dem
ganzen Globus endemisch (van West, 2006). Zahlreiche Saprolegnia-Spezies infizieren
Fische, Fischeier, Amphibien, sowie Krustentiere und haben einen grolRen Einfluss auf

Okosysteme in SiiRwasser (Densmore & Green, 2007; Fernandez-Benéitez et al., 2008;
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Kiesecker et al., 2001; McAllister & Robison, 2016). Bekannte Saprolegnia-Spezies sind u.a.
Saprolegnia australis, Saprolegnia ferax, Saprolegnia diclina und Saprolegnia parasitica
(Ghiasi etal., 2010; Ke et al., 2009; Molina et al., 1995; Stueland et al., 2005), wobei besonders
letztere ein groRes Problem in der Aquakulturindustrie darstellen (Molina et al., 1995; Phillips
et al., 2008; van West, 2006). Die fur Fische hoch pathogene Saprolegnia-Spezies wird S.
parasitica genannt (Scott & O’Bier Jr., 1962). Eine Infektion mit Spezies des Genus
Saprolegnia wird als Saprolegniasis bezeichnet (Roberts, 2012). Saprolegniasis tritt
hauptsachlich bei Brutlingen und bebriteten Fischeiern auf. Es wird geschéatzt, dass in etwa
10 % aller ausgebruteten Lachse weltweit von der Infektion betroffen sind, was zu grof3en
finanziellen Verlusten in der Fischindustrie flhrt (Fregeneda-Grandes et al., 2007; Molina et
al., 1995; Murray & Peeler, 2005; Phillips et al., 2008; van West, 2006). Aber auch in
naturlichen Populationen von Salmoniden, ebenso wie bei anderen SiulRwasserfischspezies,
konnten Saprolegnia spp. gefunden werden, wobei S. parasitica eine besondere Bedeutung
hinsichtlich der Pathogenitat zukommt (van West, 2006). In FlieRgewassern der Schweiz
konnte bei wiederholten Fischsterben von Forellen, Schmerlen (Barbatula barbatula) und
Aschen S. parasitica nachgewiesen werden (Paul & Belbahri, 2012). Allgemein treten wahrend
der Laichzeit durch die hormonell bedingten Veranderungen der Haut vermehrt Saprolegniasis
Falle auf (Hay et al., 1976). In Osterreich sind davon haufig Regenbogen- und Bachforellen
betroffen. Infektionen mit S. parasitica treten haufiger in den Wintermonaten, als bei warmeren
Wassertemperaturen Uber das restliche Jahr auf (Sarowar et al., 2013). Einige Faktoren
kdénnen bei der Entwicklung der Infektion zusammen spielen. Intensive Haltungsbedingungen
in Betrieben und die daraus resultierenden Faktoren wie Stress, hohe Besatzdichten,
Verletzungen und schlechte bzw. schnell wechselnde Wasserqualitaten bieten dem
»~>chimmel* ideale Wachstumsbedingungen (Gosper, 1996). Das Myzel von Saprolegnia ist
relativ dick und breit ausgebildet im Vergleich zu Schlauchpilzen (Ascomyceten) oder
Standerpilzen (Basidiomyceten) (Diéguez-Uribeondo et al., 2004). Die Hyphen sind nicht
septiert. Septen werden nur in Fortpflanzungsstrukturen oder Keimlingen gebildet (Diéguez-
Uribeondo et al., 2007).

5.5.2 Ubertragung:

S. parasitica gilt als obligat pathogen und kann sich im Wasser sehr schnell ausbreiten
(Astrofsky et al., 2002). Fiir die Ubertragung von S. parasitica sind die asexuellen Stadien

verantwortlich (Andersson & Cerenius, 2002; Robertson et al., 2009). Der Lebenszyklus von
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S. parasitica besteht aus sexuellen und asexuellen Zyklen, wobei der sexuelle Zyklus bei
ungunstigen Umweltbedingungen zum tragen kommt. Im Zuge der sexuellen Fortpflanzung
werden Oogonien und Antheridien produziert, die sich bei der Befruchtung vereinigen
(Pickering & Willoughby, 1979; Seymour, 1970). Bei den meisten Oomyceten sind sowohl die
weiblichen, als auch die mannlichen sexuellen Fortpflanzungsstrukturen auf demselben Myzel
angeordnet. Die freigesetzten QOosporen sind zum Schutz gegen unglnstige
Umweltbedingungen von einer dicken Wand umgeben, was ihnen ermdglicht, zu einem
spateren Zeitpunkt unter besseren Bedingungen zu keimen (Beakes & Bartnicki-Garcia, 1989).
Anhand der GroRRe, Anzahl und Form der Oosporen lassen sich verschiedene Saprolegnia-
Spezies voneinander unterscheiden (Coker, 1923). Wahrend der asexuellen Phase werden
hauptsachlich Zoosporen produziert, die zerstreut werden um einen neuen Wirt zu finden. Die
Bildung der Zoosporen finden in den Sporangien der ausgekeimten Oosporen statt. Faktoren
welche die Entlassung der Zoosporen aus den Sporangien in die Umwelt beginstigen, sind
ein Nahrstoffmangel und ein abrupter Temperaturabfall (Fuller & Jaworski, 1988). Die
Zoosporen bilden weitere Entwicklungsstadien aus bevor sie ihren Wirt infizieren kénnen. Die
primaren Zoosporen sind schlechte Schwimmer und nur fir ein paar Minuten aktiv, bevor sie
Zysten ausbilden, auskeimen und sekundare Zoosporen in die Umgebung frei setzen
(Seymour, 1970; Willoughby, 1994). Sekundare Zoosporen sind fur eine langere Zeit
beweglich als primare Zoosporen und werden als die hauptsachliche Verbreitungs- und
Infektionsform von Saproglenia betrachtet (Hatai & Hoshiai, 1994; Willoughby, 1994). Sie
infizieren den Fischwirt und bilden auf ihm sekundare Zysten aus (Robertson et al., 2009;
Torto-Alalibo et al., 2005; van West, 2006). Sekundare Zoosporen haben Haare, von denen
angenommen wird, dass sie als Haken dienen um sich an den Fischschuppen fest zu
klammern. Dadurch wird der Anheftungsvorgang an den Wirt verbessert (Beakes, 1983;
Pickering & Willoughby, 1982). Sekundare Zoosporen vollziehen einen Prozess, der als
.,Repeated Zoospore Emergence* (RZE) oder als ,Polyplanetismus® bezeichnet wird. Hierbei
kommt es in sich wiederholenden Zyklen zu einer Ausbildung von Zysten und der
anschlielenden Entlassung von Zoosporen (Cerenius & Sdderhall, 1984; Diéguez-Uribeondo
et al., 1994; Diéguez-Uribeondo et al., 2007). Es wird angenommen, dass die Produktion von
aufeinanderfolgenden Generationen sekundarer Zoosporen durch unspezifische Stimuli
angeregt wird. RZE kann Uber sechs aufeinander folgende Generationen beobachtet werden
(Diéguez-Uribeondo et al., 1994; Robertson et al., 2009; Torto-Alalibo et al., 2005; van West,
2006). Durch diesen Vorgang werden S. parasitica einige Versuche ermoglicht, einen

passenden Wirt zu finden und zu infizieren (Bruno & Wood, 1999). Die Chancen einer
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erfolgreichen Saprolegnia-Infektion konnen unter Umweltbedingungen, welche auf die
Immunantwort der Fische einen negativen Einfluss haben (Bly et al., 1992) verbessert werden.
Aufgrund der Fahigkeit von S. parasitica Biofilme bilden zu kénnen, kénnen sowohl in
Aquakulturbetrieben, als auch in der Natur Reservoire geschaffen werden (Ali et al., 2013).
Saprolegnia spp. kdnnen sich bei Wassertemperaturen von 5-37 °C vermehren, ein optimales
Wachstum findet bei 25 °C statt (Bruno & Wood, 1999). Bei Temperaturen von uber 40 °C sind
sie kaum noch infektiés. Uberleben kénnen sie nur in SiiRwasser. Da es sich um einen
aquatischen Organismus handelt, ist Nasse Uberlebensnotwendig, so kommt es bei
Trockenheit zu einer Inaktivierung (European Commission, 2003). In natlrlichen Gewassern
treten Infektionen bei schlechten Wasserqualitaten, hohen Wassertemperaturen und niederen
Wasserstanden auf (Wahli, 2014).

5.5.3 Pathogenese:

Zwischen den einzelnen Saprolegnia-Spezies ist ein signifikanter Unterschied in ihrer
Pathogenitat zu beobachten (Fregeneda Grandes et al., 2001; Hatai & Hoshiai, 1993; Yuasa
& Hatai, 1995). Bei einem Saprolegniaausbruch ist es daher wichtig zu unterscheiden, ob es
sich um eine pathogene oder saprophytische Spezies handelt und ob die Infektion primar oder
sekundar entstanden ist (Stueland et al., 2005). Wahrend Infektionen mit Saprolegnia spp. in
den meisten Fallen sekundar nach vorherigen Erkrankungen oder Schwachungen des Fisches
durch Stress entstehen, kann S. parasitica aufgrund seiner hohen Virulenz auch primare
Infektionen verursachen (Neish, 1977; Whisler, 1996; Willoughby & Pickering, 1977). S.
parasitica hat Gene, die fur Proteaseinhibitoren codieren. Es wird angenommen, dass durch
die Sekretion dieser Proteasen die Proteaseaktivitdt des Wirtes eingeschrankt wird. Zudem
kann S. parasitica eine Sammlung an eigenen Proteasen aufweisen, die beim
Infektionsprozess sezerniert werden (Torto-Alalibo et al., 2005). S. parasitica hat eine deutlich
starkere Anheftungsfahigkeit als andere Saprolegnia-Subspezies (Rezinciuc et al., 2018). Die
Zoosporen binden an die Haut des Fisches. Es erfolgt eine Keimung und anschlieende
Invasion der Hyphen in die Epidermis des Fisches, wenn die Immunabwehr geschwacht ist
(Gosper, 1996). Saprolegniasis beginnt am Kopf oder an den Flossen des Fisches und breitet
sich von dort Uber die gesamte Koérperoberflache aus (van West, 2006). Die infizierten
Hautbereiche kdnnen sich zu akuten Ulzera mit lokalen Blutungen, Ablésungen der Epidermis
und einer subdermalen Ausbreitung entwickeln. In welchem Zeitraum sich die Lasionen

entwickeln, hangt von der herrschenden Wassertemperatur und dem Allgemeinzustand des
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Fisches ab (Bruno & Ellis, 1996). Es ist nicht ungewohnlich, dass groRe Lasionen innerhalb
von 24 Stunden endstehen (Noga, 2010f). In den Kérper des Fisches kénnen die Sporen auch
Uber geschadigte Kiemen eintreten. Bei Salmoniden stehen Saprolegniaausbriiche oft in
Zusammenhang mit Stress (Boddy, 2016). Es kommt zur Beeintrachtigung der
Osmoregulation und zur Stérung der Atmung. Im Endstadium der Infektion tritt in einigen Fallen
ein Organversagen auf (Pickering & Willoughby, 1982). Infektionen bei Salmoniden kdnnen
innerhalb von weniger als 36 Stunden zum Tod flhren, besonders wenn die Kiemen mit
betroffen sind (Roberts, 2012). Kurz vor dem Tod werden die Fische zunehmend lethargisch
und verlieren ihr Gleichgewicht (Bruno & Ellis, 1996). Nachdem erste klinische Symptome
erkennbar sind, betragt die folgende Uberlebenszeit weniger als drei Tage (Pickering &
Willoughby, 1979). Bei einer Infektion von Eiern befallt der Pilz zuerst abgestorbene Eier und
kann sich dann schnell auf die lebenden ausbreiten (Neish et al., 1980). Neben abgestorbenen
Eiern kdnnen auch unbefruchtete Eier als Ursprungsort der Infektion betrachtet werden. S.
parasitica nutzen die Eier als Substrat fir die Ansiedlung von Zoosporen, woraus im Anschluss
Matten aus Myzel entstehen, die nahegelegene Eier einhillen und abtéten (Smith et al., 1985).
Die Verletzlichkeit der Eier scheint in Zusammenhang mit deren Gréfe zu stehen. So kénnen
kleine Eier innerhalb von wenigen Tagen infiziert werden, wohingegen bei groferen Eiern,
beispielsweise Eier von Salmoniden, die Infektion deutlich mehr Zeit braucht um sich zu
etablieren (Cao et al., 2012; Chukanhom et al., 2004). Zum Absterben der Eier kommt es in
Folge osmotischen Schocks, der entsteht, wenn die Hyphen von S. parasitica durch die
Chorionmembran dringen (Liu et al., 2014). Charakteristisch ist fur die Infektion der Fischeier
mit S. parasitica das Uppige Wachstum des Myzels auf der Eioberflache und das daraus

resultierende Absterben der Gelege (van West, 2006).

5.5.4 Kilinik:

Bei mit Saprolegnia spp. infizierten Fischen sind auf betroffenen Hautbereichen weil3e oder
grauliche baumwollartige, bauschige Belage zu sehen. Diese kénnen auch auf den Kiemen
erwachsener Fische, oder auf Britlingen, Setzlingen und Eiern auftreten. Saprogleniasis wird
meist als Folgeinfektion betrachtet, die aufgrund von vorherigen nachteiligen Bedingungen fur
den Fisch entstehen konnte. Nachteilig kénnen extreme pH-Werte, Futtermangel,
langanhaltende kalte Wassertemperaturen, Verletzungen, andere vorherige mikrobielle
Infektionen (Pickering & Willoughby, 1977), sowie hormonelle Veranderungen wahrend der

Laichzeit sein (Hay et al., 1976). Zu Beginn sind die Lasionen graulich weif} und fast rund. Mit
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der Zeit werden sie durch die Aufnahme von Sand oder Schlamm im Mycelium dunkelgrau
oder braun (Roberts, 2012). Nimmt man den Fisch aus dem Wasser, erscheinen die Belage
als schleimige, matte Massen (Noga, 2010f). Da bei der Infektion hauptsachlich die Haut
betroffen ist, handelt es sich um eine Dermatomykose (Hatai, 1980). Neben Haut und Kiemen,
kénnen aber auch die Augen und die Geruchsgruben infiziert werden (Bruno & Ellis, 1996).
Bei mannlichen Tieren scheint sich die Infektion eher auf den dorsalen Kdrperregionen
auszubreiten, bei weiblichen Exemplaren hingegen mehr auf den caudalen und ventralen
Flossen (Pickering & Willoughby, 1979). Auch die Kopfregion ist haufig betroffen (Roberts,
2012). Bei Wildfischen konnte ein bilateral symmetrisches Auftreten der Lasionen beobachtet
werden (Aller-Gancedo & Fregeneda-Grandes, 2019). Kiemeninfektionen bei jungen
Salmoniden breiten sich oft von der Mund- oder Branchialhéhle aus und kdnnen zu hohen
Mortalitaten fahren (Roberts, 2012). Betroffene Fische wirken lethargisch, ihre Epidermis und
die darunterliegenden Gewebe werden zerstort, die Muskulatur kann frei gelegt werden.
Aufgrund ihres verminderten Allgemeinverhaltens fallen sie leicht Fressfeinden zum Opfer
(Pickering & Willoughby, 1982). Mikroskopisch kénnen degenerative Veranderungen des
Gewebes sichtbar werden, die durch von den Hyphen freigesetzten, proteolytischen Enzymen
entstehen (Pickering & Richards, 1980). Eine entziindliche Reaktion des Wirtsorganismus ist
entweder nur sehr schwach ausgepragt oder fehlt vollstandig, bis die entstandenen Lasionen

zusatzlich von Bakterien infiziert werden (Pickering & Willoughby, 1979).

5.5.5 Diagnostik und Behandlung:

Um eine Saprolegnia-Infektion zu diagnostizieren, kdnnen kleine Proben von infiziertem
Gewebe isoliert werden und anschlieend das Myzel, die Zoosporen und die
Fortpflanzungsprodukte mikroskopisch untersucht werden (Willoughby & Wood, 1986). Die
genaue Spezies zu identifizieren, gestaltete sich jedoch meist schwierig, weil die dafir nétigen
Sexualstrukturen in vitro oft nicht ausgebildet werden. Um eine Bestimmung dennoch
durchfiuhren zu kénnen, kdnnen molekulare Methoden, die ribosomale DNA (rDNA) und
Gensequenzen (LéVesque & De Cock, 2004; Fernandez-Benéitez et al., 2008) untersuchen,
angewendet werden. Bis 2002 war Malachitgrin zugelassen, mit dem Pilzinfektionen von
Eiern und Fischen behandelt wurden. Aufgrund von kanzerogenen und toxischen Wirkungen,
wurde jedoch der Einsatz des Stoffes international verboten (Fugelstad et al., 2009; Robertson
et al., 2009; Torto-Alalibo et al., 2005; van West, 2006). Durch die Zugabe des Aeromonas

Stammes A199 in das Wasser, kann das Wachstum von Saprolegnia spp. eingedammt
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werden. Es wird angenommen, dass der Bakterienstamm eine Substanz produziert, die einen
antagonistischen Effekt auf das Pathogen hat (Lategan et al., 2004). Substanzen, die zur
Kontrolle von Saprogleniasis beschrieben wurden sind: Natriumchlorid in hohen
Konzentrationen (Ali, 2005; Marking et al., 1994), Amphotericin B (Bly et al., 1996), Bronopol
(Branson, 2002; Pottinger & Day, 1999), Kupfersulfat (Panchai et al., 2016), Borsaure (Ali et
al., 2014) oder Formaldehyde (Benedetto, 2016). Bei der Anwendung dieser Stoffe sind
einschlagige Vorschriften zu beachten. Wenn S. parasitica einen schitzenden Biofilm
ausgebildet hat, gestalten sich die chemischen Behandlungen allerdings schwierig (Ali et al.,
2013).

5.5.6 Prophylaxe:

Um einen Ausbruch der Krankheit zu vermeiden, sollten die Haltungsbedingungen fir die
Fische mdoglichst stressarm gestaltet werden. Eine konstante hoch qualitative
Wasserversorgung sollte aufrecht gehalten und dem Nahrstoffbedarf angepasstes Futter
verabreicht werden. Zudem sollten erkrankte Individuen aus der gesunden Population entfernt
werden (Meyer, 1991). Um eine Ausbreitung der Hyphen von toten auf gesunde Eier zu
verhindern, sollten abgestorbene Eier so schnell wie mdglich entfernt werden (Bruno & Ellis,
1996). In freien Gewassern kann eine Ausbreitung des Erregers verhindert oder vermindert
werden, indem darauf geachtet wird, dass Fischbesatz nur mit gesunden Fischen erfolgt,
deren Herkunft bekannt ist. Samtliche Ausristungsgegenstdnde und Bekleidung sollten
zwischen der Verwendung in verschiedenen Gewassern gereinigt und wenn mdglich,
desinfiziert werden. Fische, die eine klinische Symptomatik aufweisen, sollten gefangen und
untersucht werden. Ein Verbringen von Fischen zwischen unterschiedlichen Gewassern sollte
unterlassen werden. Angler, die an mehreren Bereichen entlang eines Gewassers, angeln
mdchten, sollten zunachst flussaufwarts beginnen und sich nach flussabwarts fortbewegen,

um eine maogliche Ausbreitung des Pathogens nach flussaufwarts zu vermeiden.
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6 Besatzdaten:

In den folgenden Grafiken sind Daten zum Fischbesatz aus den Jahren 2012 bis 2016, die von
den Bundelandern Karnten, Salzburg und Vorarlberg zur Verfligung gestellt wurden,
dargestellt. Da die verfuigbaren Aufzeichnungen der einzelnen Bundeslander Utber die Jahre
stark in ihrer Vollstandigkeit variieren, kdnnen anhand der Daten keine aussagekraftigen
Schliisse auf die Altersklassen oder die Herkunft, der zum Besatz verwendeten Fische
gezogen werden. Aufgrund liickenhafter Besatzmeldungen oder Aufzeichnungen zu einigen
Fischarten in manchen Jahren, sind aus den Darstellungen lediglich Tendenzen in der
Entwicklung des Fischbesatzes in den einzelnen Bundeslandern und keine genauen
Zahlenwerte interpretierbar. Die dargestellte Artenverteilung der einzelnen Bundeslander zeigt
die durchschnittlichen gemeldeten Anteile der jeweiligen Arten Uber den oben genannten
Aufzeichnungszeitraum von funf Jahren. So sind die hauptsachlich zum Fischbesatz

verwendeten Arten ersichtlich.

Fischbesatz der Bundeslanderim
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Abb. 1: Grafische Darstellung der Fischbesatzmenge der einzelnen Bundeslander
(Quelle: Landesfischereiverband Karnten, Salzburg und Vorarlberg)

In blau sind die Summen der Besatzfische in kg fur die Jahre 2012 bis 2016 in Salzburg
dargestellt. In orange sind die Summen der Besatzfische in kg fir die Jahre 2012 bis 2018
in Kaérnten dargestellt. In grin sind die Summen der Besatzfische in kg fur die Jahre 2012
bis 2017 in Vorarlberg dargestellt. Die Summen setzen sich aus allen Fischen aller Arten,
die in dem jeweiligen Jahr zum Besatz verwendet wurden, zusammen.
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Die im Bundesland Salzburg gemeldeten Mengen an flir den Besatz verwendeten Fisch, liegen
Uber die Jahre hinweg in dem betrachteten Zeitraum deutlich unter den Mengen, die in Karnten
und Vorarlberg verwendet wurden. Die beiden letztgenannten Bundeslander bewegen sich
Uber die Jahre hinweg in einem vielfach hdheren Rahmen. In den Jahren 2012 bis 2014 halt
sich die Menge des Besatzfisches in Karnten relativ konstant. Im Jahr 2015 hat sie einen
Einbruch zu verzeichnen und nimmt im Jahr 2016 wieder zu, erleidet dann aber in 2017 und
zum Ende des Beobachtungszeitraums wieder einen deutlichen Ruckgang. Vorarlberg hat im
Jahr 2013 einen Einbruch zu verzeichnen. In den folgenden Jahren nimmt die
Besatzfischmenge dann deutlich zu. Salzburg hingegen hat im Jahr 2013 einen ersten
deutlichen Einbruch zu verzeichnen. In 2014 steigt die Menge an Besatzfisch deutlich an,
erleidet dann aber im Jahr 2015 erneut einen starken Riickgang. Im Jahr 2016 ist in Salzburg
wieder ein erneuter, aber schwacherer Anstieg als in 2014 zu verzeichnen. In Vorarlberg
wurden Uber die gesamte Aufzeichnungsperiode mit Abstand die meisten Besatzfischmengen
gemeldet. In den folgenden Tabellen und Grafiken werden die Besatzzahlen flr jedes
Bundesland Uber die Jahre hinweg und die durchschnittliche Artenverteilung detailliert

dargestellt.
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Salzburg Regenbogenforelle in kg Bachforelle in kg Saiblinginkg ~ Asche in kg Seeforelle in kg Gesamt kg/Jahr

2012 547 764 80 174 1860 3425
2013 663 978 3 95 200" 1939
2014 1101 1504 622 154 970" 4351
2015 442 977 3 11 2017 1734
2016 448 1205 100 135 0 1888
Gesamt pro Art 3201 5428 808 669 3231 13337

Abb. 2: Tabellarische Darstellung der Besatzdaten des Bundeslandes Salzburg
(Quelle: Landesfischereiverband Salzburg)

Dargestellt werden die jahrlichen Mengen in kg fur die einzelnen Fischarten Uber den
Zeitraum 2012 bis 2016. Zudem sind die Summen aller Fischarten pro Jahr und die

Summen der einzelnen Fischarten Uber den Aufzeichnungszeitraum hinweg dargestellt.

Artenverteilung Salzburg

B Regenbogenforelle  BEBachforelle M Saibling B Asche B Seeforelle

Abb. 3: Grafische Darstellung der Artenverteilung des Fischbesatzes im
Bundesland Salzburg (Quelle: Landesfischereiverband Salzburg)

Dargestellt werden die durchschnittlichen Anteile der Arten an den zum Besatz
verwendeten Fischen im Bundesland Salzburg tUber den Zeitraum von 2012 bis 2016. In
blau wird der Anteil der Regenbogenforellen, in orange der Anteil der Bachforellen, in griin
der Anteil der Saiblinge, in gelb der Anteil der Aschen und in violett der Anteil der

Seeforellen dargestellt.
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Vorarlberg Regenbogenforelle in kg Bachforelle in kg Saibling in kg  Gesamt kg/J

2012 37325 11490 1625 50440
2013 31580 12370 2410”7 46360
2014 39695 15440 2060” 57195
2015 43025 14035 3290”7 60350
2016 46405 11840 4735" 62980
2017 53200 10660 3465”7 67325
Gesamt pro Art 251230 75835 17585 344650

Abb. 4: Tabellarische Darstellung der Besatzdaten des Bundeslandes Vorarlberg
(Quelle: Landesfischereiverband Vorarlberg)

Dargestellet werden die jahrlichen Mengen in kg fur die einzelnen Fischarten Uber den
Zeitraum 2012 bis 2017. Zudem sind die Summen aller Fischarten pro Jahr und die

Summen der einzelnen Fischarten Uber den Aufzeichnungszeitraum hinweg dargestellt.

Artenverteilung Vorarlberg

Wl Regenbogenforelle B Bachforelle W Saibling

Abb. 5: Grafische Darstellung der Artenverteilung des Besatzfisches im
Bundesland Vorarlberg (Quelle: Landesfischereiverband Vorarlberg)

Dargestellt werden die durchschnittlichen Anteile der Arten an den zum Besatz
verwendeten Fischen im Bundesland Vorarlberg uber den Zeitraum von 2012 bis 2017. In
blau wird der Anteil der Regenbogenforellen, in orange der Anteil der Bachforellen und in
grun der Anteil der Saiblinge dargestellt.
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Kérnten Regenbogenforelle in kg Bachforelle in kg Saibling in kg Asche in kg Seeforelle in kg Urbachforelle in kg Gesamt kg/Jahr
2012 6782 3257 1270 735,6 0 0" 12044,6
2013 3659,6 5403 200 432 0 1207 9814,6
2014 8083,6 3675,3 44 4378 0 3907 12630,7
2015 1501,1 2504,5 194,5 526 250 0" 4976,1
2016 4833 2786 0 138 0 0" 7757
2017 2345 1012,8 50 179,4 0 0" 3587,2
2018 2777 1006,42 0 0 0 0" 3783,42
Gesamt pro Art 29981,3 19645,02 1758,5 24488 250 510 54593,62

Abb. 6: Tabellarische Darstellung der Besatzdaten des Bundeslandes Karnten
(Quelle: Landesfischereiverband Karnten)

Dargestellet werden die jahrlichen Mengen in kg fur die einzelnen Fischarten Uber den
Zeitraum 2012 bis 2018. Zudem sind die Summen aller Fischarten pro Jahr und die
Summen der einzelnen Fischarten Uber den Aufzeichnungszeitraum hinweg dargestellt. In
den Aufzeichnungen angegebene Langenangaben in cm wurden in kg umgerechnet

(www.fischlexikon.eu/kalkulator/kalkulator-gewicht.php;www.netzangler.de/calc/gal.html).

Filr adulte Bachforellen wurde eine durchschnittliche Grofke von 35 cm angenommen
(www.fischlexikon.eu/fischlexikon/fische-suchen.php?fisch _id=0000000007).

Artenverteilung Karnten

BRegenbogenforelle BEBachforelle M Saibling HBAsche B Seeforelle DO Urbachforelle

Abb. 7:Grafische Darstellung der Artenverteilung des Besatzfisches im Bundesland
Karnten (Quelle: Landesfischereiverband Karnten)

Dargestellt werden die durchschnittichen Anteile der Arten an den zum Besatz
verwendeten Fischen im Bundesland Karnten Uber den Zeitraum von 2012 bis 2016. In blau
wird der Anteil der Regenbogenforellen, in orange der Anteil der Bachforellen, in grin der
Anteil der Saiblinge, in gelb der Anteil der Aschen, in violett der Anteil der Seeforellen und

in hellblau der Anteil der Urbachforellen dargestellt.



http://www.fischlexikon.eu/kalkulator/kalkulator-gewicht.php
http://www.netzangler.de/calc/gal.html
http://www.fischlexikon.eu/fischlexikon/fische-suchen.php?fisch_id=0000000007
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In Salzburg nehmen Uber die Jahre 2012 bis 2016 hinweg die Bachforellen den groften Anteil,
der zum Besatz verwendeten Fische ein. In mengenmalig absteigender Reihe folgen
Regenbogenforellen gleichauf mit Seeforellen, Saiblinge und Aschen. In Karnten und
Vorarlberg hingegen, handelt es sich bei den mit Abstand am haufigsten eingesetzten Fischen
um Regenbogenforellen. Aus dem Bundesland Vorarlberg sind nahere Informationen zu
Regenbogenforellen, Bachforellen und Saiblingen vorhanden, deren Anteile am verwendeten
Besatzfisch in dieser Reihenfolge absteigen. Nach den Regenbogenforellen haben in Karnten
die Bachforellen den zweitgroten Anteil. Gefolgt von den Aschen, deren Menge Uber den
Saiblingen, Urbachforellen und Seeforellen liegt. In allen Bundeslandern werden zu grof3en
Anteilen Regenbogenforellen und Bachforellen in die Gewasser eingesetzt. Unter dem
Gesichtspunkt der Empfanglichkeit fir Krankheiten und der Ubertragung von Krankheiten,

sollte besonders auf diese Arten ein Augenmerk gelegt werden.



103

7 Gesetzliche Grundlagen zur Besatzpflicht:

Die gesetzlichen Bestimmungen zum Fischbesatz basieren auf den Fischereigesetzen der
einzelnen Bundeslander. Gesetzliche Vorgaben, welche die Verbreitung von Krankheiten
hintanhalten sollen, finden sich in der Aquakultur Seuchenverordnung (BGBI. Il Nr. 315/2009).
Entsprechend der Aquakultur Seuchenverordnung § 14 (3) dirfen Tiere aus Aquakultur nur
in freie Gewasser verbracht sind, wenn sie ,klinisch gesund” sind und ,.aus Betrieben stammen,
deren Gesundheitsstatus gemall Anhang 2 dem Gesundheitsstatus der Gewasser, in die sie
eingebracht werden sollen, zumindest gleichwertig ist“. In den Landesfischereigesetzen wird -
in unterschiedlichem Umfang- geregelt unter welchen Bedingungen die Bewirtschafterin oder
der Bewirtschafter des jeweiligen Gewassers einen Fischbesatz durchzuflhren hat (LGBI fir
Burgenland Nr.1/1949, §61(1;2); LGBI fur Karnten Nr. 62/2000, §22(1); LGBI fur
Niederésterreich 6550-0, §5(1); LGBI fur Oberdésterreich Nr. 60/1983, §8(1); LGBI fur Salzburg
Nr. 81/2002, §9(1); LGBI fur Steiermark Nr. 85/1999, §6(1); LGBI fur Tirol Nr. 54/2002, §18(1);
LGBI fir Vorarlberg Nr. 47/2000, §17(1); LGBI fir Wien Nr. 01/1948, §53(1)). Dabei mussen
die Menge, die Art und die Herkunft der Besatzfische, sowie der Termin und die Ortlichkeit des
Einsetzens frlihzeitig bekannt gegeben werden, damit einem Vertreter des
Fischereirevierausschusses die Moglichkeit gegeben wird, dem Vorgang beizuwohnen (LGBI
fur Karnten Nr. 62/2000, §22(5); LGBI fur Niederdsterreich 6550-0, §5(5); LGBI fir
Oberdsterreich Nr. 60/1983, §8(2); LGBI fur Steiermark Nr. 85/1999, §6(1); LGBI fur Tirol Nr.
54/2002, §18(3)). Wichtig ist, dass die verwendeten Besatzfische gesund sind, sowie
standortgemaf’ und ausgewogen ausgewahlt werden (LGBI fur Karnten Nr. 62/2000, §22(4);
LGBI fur Niederdsterreich 6550-0, §5(1); LGBI fur Oberdsterreich Nr. 60/1983, §8(1)). Die
Fische mussen genetisch dem ursprunglichen Fischbesatz des Fischereirevieres entsprechen
(LGBI fur Karnten Nr. 62/2000, §22(4)). und vorrangig von heimischen Elterntieren stammen
(LGBI fur Niederdsterreich 6550-0,§5(1)). Bis zu einem festgelegten Datum des Folgejahres
hat jeder Bewirtschafter seinen gesamten Besatz des Vorjahres dem Landesfischereiverband
zu melden. Fur das Bundesland Salzburg ist das z.B. der 1. Marz (LGBI fur Salzburg Nr.
81/2002, §9(3)). Gemeldet werden muss in Niederosterreich, Oberdésterreich, Salzburg,
Steiermark, Karnten, Tirol und Wien der Ort des Besatzes, die Art, die Menge, das Alter, die
Herkunft der Fische und die dadurch entstandenen Kosten (LGBI fir Karnten Nr. 62/2000,
§22(5); LGBI fur Niederdsterreich 6550-0, §5(5); LGBI fir Oberdsterreich Nr. 60/1983, §8(2);
LGBI fir Salzburg Nr. 81/2002, §9(3); LGBI fir Steiermark Nr. 85/1999, §6(1); LGBI fur Tirol
Nr. 54/2002, §18(3); LGBI fur Wien Nr. 01/1948, §56(2)). Ebenso kann von der
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Landesregierung verordnet werden, welche Fischarten eingesetzt werden durfen (LGBI fir
Burgenland Nr.1/1949, §61(1); LGBI fir Karnten Nr. 62/2000, §23(1); LGBI fur
Niederosterreich 6550-0, §5(1); LGBI fur Salzburg Nr. 81/2002, §11(1); LGBI fur Tirol Nr.
54/2002, §21(1); LGBI fir Wien Nr. 01/1948, §53(1)). Ausdricklich nur heimische oder
eingeburgerte, gesunde und seuchenhygienisch unbedenkliche Arten werden in Karnten,
Salzburg, der Steiermark, Niederésterreich und Oberdsterreich gefordert (LGBI fur Karnten Nr.
62/2000, §23(2); LGBI fur Niederdsterreich 6550-0, §5(1); LGBI fiur Oberdsterreich Nr.
60/1983, §8(1); LGBI fur Salzburg Nr. 81/2002, §11(1); LGBI fur Steiermark Nr. 85/1999,
§6(3)). Nicht heimische Arten dirfen in Karnten, Niederdsterreich, Oberdsterreich, Salzburg,
Vorarlberg und Wien nur mit einer Sondergenehmigung (LGBI fur Karnten Nr. 62/2000, §23(2);
LGBI fir Niederdsterreich 6550-0, §6(1); LGBI fir Oberdésterreich Nr. 60/1983, §10(1); LGBI
fur Salzburg Nr. 81/2002, §11(2); LGBI fur Vorarlberg Nr. 47/2000, §16(2); LGBI fur Wien Nr.
01/1948, §53(3)) und in Niederdsterreich und Oberdsterreich zuséatzlich nur in geschlossenen
Systemen eingesetzt werden (LGBl fiur Niederosterreich 6550-0, §6(1); LGBl fir
Oberdosterreich Nr. 60/1983, §10(1)). Ebenso dirfen nur mit einer vorherigen Bewilligung Eier,
Brut- und Mutterfische der Regenbogenforelle in FlieRgewasser im Burgenland ausgesetzt
werden (LGBI fur Burgenland Nr. 9/1953, §5(1)). In Vorarlberg dirfen in Gebieten, in denen
Bachforellen heimisch sind, keine Regenbogenforellen ausgesetzt werden (LGBI fur
Vorarlberg Nr. 47/2000, §16(2)). Der Besatz mit genetisch veranderten Wassertieren oder
deren Eiern ist in Salzburg, Vorarlberg und der Steiermark ausdricklich verboten (LGBI fur
Salzburg Nr. 81/2002, §11(3); LGBI fur Steiermark Nr. 85/1999, §6(4); LGBI fur Vorarlberg Nr.
47/2000, §16(1)). Teichwirtschaften und Fischzuchtanstalten muissen ihre Betriebe so
gestalten, dass keine gebietsfremden Fische in FlieRgewasser gelangen kdnnen. Krankheiten
von Wassertieren missen der jeweils zustandigen Bezirksverwaltungsbehérde oder der
Polizeiinspektion gemeldet werden (LGBI fir Burgenland Nr.1/1949, §62(1); LGBI fur Karnten
Nr. 62/2000, §36; LGBI fur Salzburg Nr. 81/2002, §26; LGBI fur Steiermark Nr. 85/1999, §16;
LGBI fur Tirol Nr. 54/2002, §37(8); LGBI fur Vorarlberg Nr. 47/2000, §22(1); LGBI fir Wien Nr.
01/1948, §54(1)). Zudem wird geregelt welche Konsequenzen es zur Folge hat, wenn die
Vorgaben nicht erfullt werden (LGBI fur Burgenland Nr.1/1949, §61(3); LGBI fur Vorarlberg Nr.
47/2000, §17(2); LGBI fur Wien Nr. 01/1948, §53(2)). Den Landesfischereiverbanden obliegt
die Uberwachung und statistische Auswertung des Besatzes und der Fangergebnisse (LGBI
fur Salzburg Nr. 81/2002, §34(2)4.).
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8 Diskussion:

In den meisten Fallen gelangen Pathogene eher als Konsequenz menschlichen Handelns, als
durch natlrliche Ausbreitungen in empfangliche Wildfischpopulationen (Reno, 2011). Virale,
bakterielle, parasitare und mykotische Krankheitserreger konnen Uber Besatzfische,
entkommende Fische aus Betrieben, ausgesetzte Fische, Ausristungsgegenstande, andere
Tierarten, Personen und erregerhaltiges Wasser aus Betrieben in natlrliche Gewasser
gelangen. So kénnen Besatzfische durch die Ubertragung von Erregern eine direkte Gefahr
und ihre Haltung und Produktion eine indirekte Gefahr fur Wildfischbestande darstellen. Durch
Krankheiten kann die Leistungsfahigkeit, der Fortpflanzungserfolg, die Raubtier-Beute-
Beziehungen und andere kritische Faktoren, die fir das Uberleben und die Verbreitung einer
Spezies nétig sind, direkt beeinflusst werden (Kinne, 1984). Die Effekte kdnnen sich anhaufen
und katastrophale Konsequenzen fir Wildfischpopulationen haben (Nehring & Walker, 1996).
Wird ein Gewasser haufig mit Fischen aus unterschiedlichen Herkunftsbetrieben besetzt,
steigt die Wahrscheinlichkeit der Einbringung eines Krankheitserregers an, vor allem wenn es
sich um Fische aus Betrieben mit einem unklaren Gesundheitsstatus handelt. Die
Bedingungen, unter denen Fische in Aquakultur und Fische in naturlichen Gewassern leben,
unterscheiden sich grundlegend. Dadurch wird die Ubertragung und Entwicklung von
Krankheiten, aber auch deren Therapie deutlich beeinflusst. Gelangt ein Pathogen direkt oder
indirekt in ein Gewasser, wird dessen Konzentration durch die Verdinnung mit grof3eren
Wassermassen, deutlich geringer als im Betrieb. Durch den Wasserfluss kann das Pathogen
Uber weite Strecken in der Natur verbreitet werden. Zudem ist die Dichte der potentiellen Wirte
in der Natur bedeutend niedriger. Damit sich Pathogene trotz dieser Bedingungen in
Wildfischpopulationen ansiedeln und zu Erkrankungen fihren kénnen, sind ihre Eigenschaften
und Fahigkeiten, die herrschenden Umweltfaktoren und die Zusammensetzung der
Fischpopulation endscheidend. Von Vorteil fir eine Ubertragung ist es, wenn das Pathogen
auch aullerhalb des Wirtes einige Zeit Uberleben kann und es in diesem Lebensraum fir die
Fische fremd ist oder in klinisch unauffalligen Tragertieren persistieren und ausgeschieden
werden kann. Die herrschende Wassertemperatur, Wasserqualitdt (pH, Sauerstoffgehalt,
Verschmutzungsgrad), FlieBgeschwindigkeit, Populationsdichte der Fische, sowie das
Vorhandensein eventuell bendtigter Zwischenwirte zum Zeitpunkt des Besatzes, spielt ebenso
eine entscheidende Rolle. Uber diese Faktoren kann sowohl das Uberleben des Pathogens,
als auch die Resistenz des potentiellen Wirtes beeinflusst werden. Wichtig ist aber auch, dass

die vorhandenen Fischarten lberhaupt empfanglich fir den Krankheitserreger sind und die
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anfalligen Altersklassen in der Population vertreten sind. Ein wesentlicher Faktor ist ebenso
der Immunstatus und die Abwehrmechanismen des Wildfisches. Fir die weitere Verbreitung
in einer Population ist es aber auch von Bedeutung, ob neu infizierte Wildfische auch zu
Ubertragern und Ausscheidern werden kdnnen oder der Ubertragungsweg in ihnen ein Ende
findet. Durch hohe Dichten an potentiellen Wirten und deren geringer Vielfaltigkeit, kann die
Ubertragung von Pathogenen begiinstigt werden, was dazu filhren kann, dass hoch virulente
Stamme selektiert und verbreitet werden kdénnen (Ebert & Herre, 1996; Frank, 1996). So
kénnen Aquakulturbetriebe, die unter intensiven Haltungsbedingungen Fische produzieren,
als evolutiondre Hotspots der Pathogene angesehen werden. In den gehaltenen Bestanden
wird die Ubertragungs- und Infektionsfrequenz erhéht, wodurch die Entwicklung der Virulenz
in einer Pathogenpopulation geférdert wird (Altizer et al., 2003; Kennedy et al., 2016; Schrag
& Wiener, 1995). Besonders bei opportunistischen Pathogenen, die fiir inr Uberleben und ihre
Vermehrung nicht auf einen lebenden Wirt angewiesen sind, kdnnen die Bedingungen in
Betrieben deutlich zur Veranderung ihrer Virulenz beitragen (Brown et al., 2012). Beobachtet
werden konnte beispielsweise bei F. columnare eine Selektion auf Stamme mit einer héheren
Virulenz (Sundberg et al., 2016), die mit der zunehmenden Schwere von
Columnarisausbrichen Uber das letzte Jahrzehnt hinweg, korreliert (Pulkkinen et al., 2010).
Anhnliche Beobachtungen konnten mit der Lachslaus (Lepeophtheirus salmonis) bei
Atlantischen Lachsen gemacht werden (Mennerat et al., 2012). Gelangen diese besonders
virulenten Pathogene in die Umwelt, kdnnen sie fur Wildfische eine Gefahr darstellen.
Virulentere Ausbriche durch opportunistische Pathogene, kdnnen aber auch durch den
vermehrten Einsatz von Antibiotika verursacht werden, der zu einem Konkurrenzdruck
zwischen den Pathogenspezies fiihrt (Anttila et al., 2013) oder auf schnelle Ubertragungsraten
selektiert (Mennerat et al., 2012). Veranderungen der Okologie von Krankheiten, ihrer
Dynamik bei Ausbrichen oder ihrer Saisonalitat kbnnen zudem durch zunehmend warmere
klimatische Bedingungen verursacht werden (Altizer et al., 2006; Harvell et al., 2002; Karvonen
et al., 2010). Wenn Populationen direktem umweltbedingtem Stress ausgesetzt werden, kann
das Risiko an einer Infektion zu erkranken, zunehmen (Harvell et al., 2002; Lafferty, 2009).
Steigende Temperaturen fuhren zu einer erleichterten Vermehrung mancher Pathogene und
so auch zur vermehrten Infektion neuer Wirte. Erhdhte Umgebungstemperaturen beeinflussen
die Pathogenubertragung auf zwei Wegen. Erstens wird der Metabolismus verbessert,
wodurch eine héhere Zahl an Ubertragungsstadien produziert werden kann, was die Fitness
des Pathogens erhoht und zu einer schnelleren Verbreitung der Krankheit bei einem Ausbruch

fuhrt. Zweitens kénnen erhdhte Temperaturen am Ende der natirlichen Periode, in der die
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Krankheit auftritt, die Ubertragungssaison verlangern, was ebenso die Verbreitung
beginstigen kann. Ein vermehrtes Auftreten in Zusammenhang mit erhéhten Temperaturen
konnte bei [I. multifiliis und F. columnare beobachtet werden. Auf der anderen Seite kdnnen
steigende Temperaturen bei Krankheiten, die fiir ihre Ubertragung und Pathogenvermehrung
niedrige Temperaturen bendtigen, aber auch einen gegenteiligen Effekt haben. Bei manchen
Pathogenen kdnnen sie aber auch gar keine Veranderungen bewirken (Karvonen et al., 2010).
Krankheiten kdnnen ebenso vermehrt auftreten, wenn der Zustand der Wirte durch Hitzestress
beeintrachtigt wird (Harvell et al., 2002). Dies kdnnte besonders Salmoniden betreffen, die
empfindlich auf hohe Wassertemperaturen und schnell schwankende Temperaturen reagieren
(Karvonen et al., 2010). Anhand der Besatzdaten aus Karnten, Salzburg und Vorarlberg ist
beispielsweise ersichtlich in welchen Dimensionen Fischbesatz durchgefihrt wird und dass
die Fragestellung nach der Gefahrdung von Wildfischbestadnden von Bedeutung ist. Bei den
mit Abstand am meisten verwendeten Besatzfischen handelt es sich um Regenbogen- und
Bachforellen. Einen beachtlichen Anteil machen aber auch Saiblinge aus. Zu welchen
Jahreszeiten Besatz in den Bundeslandern uberwiegend praktiziert wird und welche
Altersklassen hauptsachlich ausgesetzt werden, ist aus den zur Verfiigung gestellten Daten
nicht abzuleiten. Grundsatzlich wird aus fischdkologischer Sicht empfohlen eher junge Fische
zum Besatz zu verwenden, da diese sich auf lange Sicht besser in naturlichen Gewassern
zurecht finden (Naeslund, 1998). Diese Empfehlung sollte aber an die jeweiligen Habitate
angepasst werden. Kommen in dem zu besetzenden Gewasser viele Rauber und eine grolte
Wildfischpopulation vor, sollten eher bereits grofere Besatzfische bevorzugt werden (Quebec
Ministere du Loisir, 1988). Neben der Gro3e beim Besatz, ist auch der Zeitpunkt fur die weitere
Entwicklung der Besatzfische entscheidend. Aufgrund des Uppigen Futterangebots in den
Frahlingsmonaten, wird ein Besatz im Frihjahr als optimaler Zeitpunkt angesehen (Ahvonen
& Ikonen, 1993; Kennedy, 1982; Strange & Kennedy, 2008), obwohl in Bezug auf das Auftreten
mancher Krankheiten ein Besatz spater im Jahr von Vorteil ware. Beobachtungen von
ausgesetzten Bachforellen lassen jedoch den Schluss zu, dass ihre Verfassung immer
schlechter ist als die von natlrlich angesiedelten (Nicholls, 1985). Als ursachlich fir diese
Unterschiede werden die ungleichen Bedingungen angesehen, unter denen die Fische in
Aquakultur geztichtet wurden (Arias, 1995). In den gesetzlichen Grundlagen zur Besatzpflicht
der Bundeslander, werden keinerlei Vorgaben gemacht, die einen Nachweis auf
Pathogenfreiheit bei Besatzfischen fordern wirden. So ist es durchaus mdglich, dass

natlrliche Gewasser mit klinisch unauffalligen, aber infizierten Fischen besetzt werden.
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8.1 Infektiose Pankreasnekrose:

Obwohl Studien zur Verbreitung von IPNV in Wildfischpopulationen, sowohl bei Salmoniden,
als auch bei Nicht-Salmoniden, Uberwiegend einen niederen Verbreitungsgrad zeigen
(Anonymous, 2003; Munro et al., 1976), konnte durch Beprobungen von Regenbogen- und
Bachforellen in einigen Flussen Oberdsterreichs eine beachtenswerte Verbreitung von
Infektionen mit IPNV festgestellt werden. Bei den positiv getesteten Fischen handelte es sich
hdchst wahrscheinlich um Besatzfische, die trotz des Umstandes, dass die Virustrager waren,
in Gewasser entlassen wurden (Lewisch & El-Matbouli, 2018). Fur Wildfische steigt das
Infektionsrisiko insbesonders, wenn subklinisch infizierte Tragertiere oder deren Nachkommen
im Zuge von Fischbesatz in natirliche Gewasser entlassen werden (Anon, 2003). Das Virus
kann von solchen Fischen Uber deren Urin, Kot und Geschlechtsprodukte in die Umwelt
ausgeschieden werden (Ahne, 1983; Yamamoto, 1975). In der Folge kann es sowohl zu
horizontalen, als auch vertikalen Ubertragungen und einer damit verbundenen Verbreitung in
den Wildfischpopulationen kommen. Daher ist es sinnvoll, Zuchttiere und Besatzfische auf
eine Infektion zu untersuchen, um eine Ubertragung in die folgenden Generationen zu
unterbinden (Munro et al., 2010). Die in Osterreich viel zum Besatz verwendeten
Regenbogenforellen und Saiblinge gelten als besonders fir IPNV empfangliche Arten unter
den Salmoniden (Noga, 2010e). Da IPN bei jungen Fischen zu hohen Mortalitaten fihren kann,
kann durch einen Verlust der Nachkommen der Fortbestand der Wildfischpopulationen
gefahrdet werden. Bei infizierten, aber Gberlebenden Fischen wird die allgemeine Verfassung
durch Beeintrachtigungen des Stoffwechsels aufgrund von pathologischen Veranderungen
verschlechtert (Rosenlund, 1977). Durch einen kontinuierlichen Besatz von Freigewassern mit
virusfreien Fischen, kénnte es mit der Zeit auch zur Virusfreiheit in Wildfischpopulationen
kommen (Yamamoto & Kilistoff, 1979). Es gibt Hinweise, dass Wasserablaufe von
Fischfarmen ein zusatzliches Risiko flr Wildfischbestande darstellen kénnen (Bucke et al.,
1979), da sich darin Viruspartikel befinden kénnen (Anon, 2003). Die reine Ubertragung tiber
Wasser wird zwar als wenig bedeutend eingestuft, jedoch kann IPNV in StiRwasser bei einer
Wassertemperatur um die 10 °C bis zu 70 Tage lang infektids bleiben. Bei hdheren
Temperaturen gestaltet sich dieser Zeitraum deutlich kirzer (Toranzo & Hetrick, 1982). So
koénnten steigende Wassertemperaturen die Virusibertragung vermindern. Da IPN durchaus
eine Gefahr fur Wildfischbestande darstellen kann, ware es sinnvoll, wenn Besatzfische vor
der Entlassung in naturliche Gewasser grindlich auf IPNV untersucht werden wirden und eine

Pathogenfreiheit aufweisen wirden.
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8.2 Virale Hamorrhagische Septikamie:

In dem Zeitraum von 2012 bis 2019 konnten in Osterreich jedes Jahr mehrere Falle von VHS
in Aquakulturbetrieben nachgewiesen werden. Die jahrlichen Anzahlen schwanken, jedoch
konnten nach einem Fallminimum in den Jahren 2017 und 2018, 2019 wieder vermehrt
positive Nachweise verzeichnet werden (Lafnig et al., 2019). Wildfische werden nur hochst
selten auf das VHSV getestet. Im Zuge eines Gesundheitsmonitoring wurde jedoch ein VHS
positiver Fall in Oberdsterreich nachgewiesen. Es handelte sich um eine Regenbogenforelle,
die aufgrund ihres duReren Erscheinungsbildes als Besatzfisch identifiziert wurde und obwohl
sie ein Virustrager war, in das Gewasser gelangt war (Lewisch & El-Matbouli, 2018). Das
VHSV gehort, wie bereits dargestellt, zu den RNA-Viren, deren vorteilhafte Eigenschaft es ist,
dass sie hohe Mutationsraten aufweisen, was ihnen die Fahigkeit verleiht, sich schnell an neue
Wirte anpassen zu kdnnen (Johansen et al., 2011). Auswertungen bereits vorhandener Daten
weisen darauf hin, dass das VHSV das Potential hat, sich in weiteren Gebieten auszubreiten
und neue Wirtsspezies zu befallen (Dixon et al., 1997; Mortensen et al., 1999; Ross et al.,
1994; Smail, 2000; Takano et al., 2000; Takano et al., 2001). Besonders Regenbogenforellen
(Wolf, 1988c) und auch Bachforellen (Schlotfeldt & Ahne, 1988), die beiden Hauptarten, der
zum Besatz verwendeten Fische, sind von der Infektionskrankheit betroffen. Mortalitaten bei
Regenbogenforellen in Folge von VHS treten in allen Altersklassen auf, junge Fische mit einem
Gewicht bis zu 3 g sind jedoch extrem empfanglich (OIE, 2009). Die auftretenden Verluste
kénnen im schlimmsten Fall eine gesamte Generation an Jungfischen umfassen (Meyers &
Winton, 1995; Skall et al., 2005). Fische, die eine Infektion mit VHSV Uberleben, kénnen zu
asymptomatischen Tragertieren werden (Enzmann & Konrad, 1984; Jagrgensen, 2006; Meier
et al., 1994). Es besteht die Mdoglichkeit, dass vor allem Bachforellen durch ihre etwas
geringere Empfanglichkeit fir VHS bei einer Infektion nicht sterben, sondern zu
asymptomatischen Tragertieren werden (Knuesel et al., 2003). Werden solche unerkannten
infizierten Tiere durch BesatzmalRnahmen in Freigewasser gesetzt, kann dies eine grolie
Gefahr fur natirliche Fischbestande darstellen. Virustrager behalten diesen Status ein Leben
lang (Toplak et al., 2010) und scheiden das Virus Uber ihren Urin, ihre Ovarial- oder
Samenflissigkeit aus (Skall et al., 2005; Wolf, 1988c). Dadurch kann das Virus horizontal in
den Fischpopulationen tbertragen und verbreitet werden. In Stllwasser kann das Virus bei
4 °C bis zu 35 Tage infektids bleiben, mit warmeren Wassertemperaturen wird dieser Zeitraum
deutlich verkurzt (Parry & Dixon, 1997). Ausbriche treten hauptsachlich bei
Wassertemperaturen von 4-14 °C auf (OIE, 2009). Dadurch kénnten sich im Zuge der
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klimatischen Veranderungen entwickelnde warmere Gewasser, einen fir die Fische positiven
Effekt auf die Verbreitung und das Auftreten von VHS haben. Wichtig ist, dass auch Nicht-
Salmoniden mit VHSYV infiziert werden kdnnen, diese aber keine klinische Symptomatik zeigen
mussen (Noga, 2010g). Durch die Anwesenheit von Tragertieren kann die Infektiositat von
VHSV ausgedehnt werden (Enzmann & Konrad, 1984) und folglich naturlich in den Gewassern
vorhandene Fische infiziert werden. Eine ausgiebige Untersuchung von Besatzfischen auf eine

Infektion mit VHSV vor dem Aussetzen in die Natur, ist daher zu empfehlen.

8.3 Infektiose Hamatopoetische Nekrose:

Infektionen mit IHN konnten nach 2014 erstmals im Jahr 2019 wieder in Osterreich
nachgewiesen werden (Lalnig et al., 2019). In européischen Wildfischbestanden ist IHN nicht
endemisch. Infektionen bei Wildfischen entstehen meist durch den Kontakt zu Fischen aus
Aquakulturbetrieben oder zu virushaltigen Abwassern der Betriebe (Dixon et al., 2016). Die zu
Besatzzwecken hauptsachlich verwendeten Salmoniden wie Regenbogenforellen,
Bachforellen und Saiblinge gelten als empfanglich fir IHNV (EFSA, 2008). Wie auch bei IPN
und VHS treten die hdchsten Mortalitaten in der Gruppe der Jungfische auf. Besonders bei
Infektionen von jungen Regenbogenforellen mit einem Gewicht bis zu 25 g sind extrem hohe
Mortalitaten zu beobachten (Kasai et al., 1993). So kann der naturliche Reproduktionserfolg
durch die virale Infektion stark beeintrachtigt werden. Fische, die eine IHNV-Infektion Uberlebt
haben, werden zu klinisch unauffalligen Virustragertieren. Erreichen sie die sexuelle Reife,
werden sie auch zu Virusausscheidern (Bootland & Leong, 1999). Beim Bachsaibling kann
eine Infektion mit dem Virus asymptomatisch verlaufen, weshalb ihm als symptomloser
Virustrager und Ubertréger eine besondere Bedeutung zukommt (Pilcher & Fryer, 1980).
Dieser Fischart sollte daher im Bezug auf IHN besondere Aufmerksamkeit geschenkt werden.
Die horizontale Ubertragung erfolgt Uber Viren, die mit dem Urin, Kot, Samen- und
Ovarialflissigkeit, sowie Uber die Schleimschicht infizierter Fische in die Umgebung
abgegeben werden. Besonders in stressigen Situationen, wird von den Fischen vermehrt
Schleim produziert und dadurch die Virusausscheidung stark erhéht (Dixon et al., 2016).
Besatzmalinahmen stellen flr Fische sicherlich eine als sehr stressend empfundene Situation
dar. Werden nun Besatzfische ausgesetzt, bei denen es sich um unerkannte Virustrager oder
subklinisch infizierte Fische handelt, kdnnen groflie Virusmengen in die natirlichen Gewasser
abgesondert werden. In der Folge wird die Gefahr fur empfangliche Wildfische erhdht, sich mit

IHNV zu infizieren. Zudem kann das Virus in StiBwasser bis zu 25 Tage lang infektids bleiben
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(Toranzo & Hetrick, 1982), bindet es an Lehm, Gestein oder Erde, kann sich dieser Zeitraum
unter gunstigen Bedingungen auf bis zu neun Wochen verlangern (Yoshinaka et al., 2000).
Um Wildfischbestande zu schiitzen, sollten deshalb Besatzfische auch auf diese virale
Infektion untersucht werden. Besatz sollte nur mit Tieren erfolgen, denen keine Infektion mit
IHNV nachgewiesen werden konnte. In Versuchen konnte gezeigt werden, dass auch
infektiose Abwasser aus Anlagen eine bedeutsame Rolle bei der Verbreitung von IHNV spielen
und auch Fische in gréerer Entfernung des Betriebs noch dartber infiziert werden kénnen
(Wortberg, 2006). Um eine Gefahrdung der in der Natur lebenden Fische zu vermeiden, sollten
Abwasser nicht unbehandelt in natlirliche Gewasser geleitet werden. Sofern die Eintragsquelle
versiegt, kann das Virus mit der Zeit in Wildfischbestéanden eliminiert werden (Dixon et al.,
2016). Da Ausbriche von IHN bisher nur bei Wassertemperaturen bis zu 15 °C beobachtet
werden konnten (Lapatra, 1998), kdnnten auch bei dieser viralen Erkrankung steigende

Temperaturen fur gefahrdete Fische von Vorteil sein.

8.4 Furunkulose:

Dass die Ubertragung von asymptomatischen Tragertieren in der Natur, die in
Zuflussgewassern von Aquakulturbetrieben leben, auf die Fische im Betrieb erfolgen kann, ist
bekannt (Wood, 1974). Uber den Ubertragungsweg aus den Betrieben in die Natur liegen
wenig Informationen vor, jedoch wurde bereits 1933 eine Korrelation zwischen
Besatzmalinahmen und Ausbrichen von Furunkulose notiert (Mackie et al., 1933). Vergleicht
man die hauptsachlich zum Besatz eingesetzten Fischarten in Osterreich untereinander, sind
Regenbogenforellen deutlich resistenter gegenuber Furunkulose als Bachforellen oder
Saiblinge (Engelking, 1999). In Zuchtbetrieben konnten jedoch Stdmme von Bachforellen
selektiert werden, die eine vermehrte Resistenz gegeniber Furunkulose aufweisen
(Anonymous, 1999; Hulbert, 1985). Grundsatzlich Iasst sich zusatzlich sagen, dass Jungfische
aller Arten empfindlicher auf das Bakterium reagieren, als Adulte Exemplare (Engelking,
1999). Eine Gefahrdung fur Wildfische entsteht dann, wenn gesund erscheinende Tragertiere
als Besatzfische verwendet werden, die mit ihren Fakalien das Bakterium in die Gewasser
abgeben (Noga, 2010a). Bei weiblichen Tragerfischen kann sich der Erreger auch in den
Ovarien ansiedeln und beim Ablaichen auf der Eioberflache mit ausgeschieden werden
(Engelking, 1999). Asymptomatisch infizierte Fische tragen nicht nur zur Verbreitung des
Pathogens und zu Neuinfektionen in Populationen bei, sondern stellen auch ein

Erregerreservoir dar, indem sie das Bakterium in ihren Nieren beherbergen kénnen (Jarp et
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al., 1993; Johnsen & Jensen, 1994). Auch Amphibien, Reptilien und Invertebraten kénnen als
Reservoir flr A. salmonicida subsp. salmonicida dienen (Nese & Enger, 1993). In SulRwasser
kann der Erreger bis zu 20 Tage uberleben (Hirvela-Koski, 2005), wobei diese Zeitspanne sich
abhangig von der Menge an verfliigbarem sandigem Sediment in der aquatischen Umgebung
deutlich verdndern kann (Michel & Dubois-Darnaudpeys, 1980). Die optimale
Wachstumstemperatur des Bakteriums liegt bei 20-22 °C, Wachstum findet aber auch bei
deutlich niedrigeren und hoéheren Umgebungstemperaturen statt (Engelking, 1999). So
koénnten sich zukinftige warmere Wassertemperaturen beglnstigend auf das Wachstum von
A. salmonicida subsp. salmonicida und folglich auch auf dessen Verbreitung auswirken. Um
Wildfische vor Ubertragungen durch Besatzfische zu schiitzen, sollten nur Fische ausgesetzt
werden, die vollkommen gesund sind, aus Betrieben stammen, die in jungster Vergangenheit
keine grélReren Furunkuloseausbriiche zu verzeichnen hatten und wenn maoglich, gegen die
Erkrankung immunisiert wurden. Zudem konnen altere Fische und Fische resistenterer

Stamme zum Besatz ausgewahlt werden.

8.5 Bakterielle Nierenkrankheit:

Die viel zu Besatzzwecken verwendeten Regenbogenforellen werden als relativ resistent
gegenuber R. salmoninarum beschrieben, anders als Bachsaiblinge, die als sehr empfanglich
fur das Bakterium gelten (Mitchum et al., 2011). Gefahrdet kénnen Populationen von
Wildfischen dann werden, wenn infizierte Eier, symptomlose Tragertiere oder erregerhaltiges
Wasser in die Natur gelangen. Besonders weibliche Tragertiere stellen ein Erregerreservoir
dar (Klontz, 1983). Bei der intra-ovum Ubertragung sind bereits wenige Bakterien im Ei
ausreichend (Brown et al., 1990), um die nachste Generation zu infizieren. Junge Fische, die
eine Infektion mit R. salmoninarum Uberstanden haben, kénnen im geschlechtsreifen Alter
selbst bakterienhaltige Fortpflanzungsprodukte produzieren und in die Umgebung
ausscheiden (Bullock et al., 1978). Ubertragungen innerhalb von Wildfischbestanden, so wird
vermutet, erfolgen daher Uberwiegend vertikal (Evenden et al., 1993). Fir den horizontalen
Ubertragungsweg ware dagegen eine deutlich hdhere Bakterienanzahl notig (Evenden et al.,
1993), wobei solche Konzentrationen in den grolRen Wasservolumina naturlicher Gewasser
schwierig erreicht werden. Fiir die Uberlebensdauer in Wasser ist die Bindung an organisches
Material in der aquatischen Umgebung entscheidend (Sinton, 2006). So konnte eine maximale
Uberlebenszeit von 14 Wochen bestimmt werden (Hirveléa-Koski, 2004). Die optimale

Wachstumstemperatur fur R. salmoninarum liegt im Bereich von 15-18 °C. Ab einer
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Temperatur von 37 °C findet kein Wachstum mehr statt (Sanders & Fryer, 1980). Um
Wildfische zu schitzen, sollten Fischeier nur dann in natirliche Gewasser verbracht werden,
wenn die Elterntiere und Herkunftsbetriebe frei von BKD sind. Auch die Besatzfische sollten
aus Betrieben mit einer bestatigten BKD Freiheit bezogen werden. Bei der Wahl der
Besatzfischart, sollte vor allem in Gebieten, in denen BKD enzootisch ist, auf eine geringe
Empfindlichkeit der Fischart fir R. salmoninarum geachtet werden. Eine Erwarmung der
FlieRgewasser kann zunachst auf das Wachstum des Bakteriums und die Anzahl der
Infektionsfalle einen positiven Einfluss haben, vor allem wenn die Fischwirte unter den
steigenden Temperaturen leiden. Sollte diese Entwicklung aber zu Temperaturen Gber 18 °C

fuhren, wird das Bakterienwachstum wieder eingedammt.

8.6 Rotmaulkrankheit:

Salmoniden, speziell Regenbogenforellen, sind sehr empfanglich fir ERM Erkrankungen
(Furones et al., 1993). Bachforellen und Bachsaiblinge scheinen weniger anfallig zu sein oder
mit der Infektion besser umgehen zu konnen, was sich an deutlich geringeren
Sterblichkeitsraten bei diesen Fischarten zeigt (Busch, 1978). Auch ERM kann durch klinisch
unauffallige Tragertiere im Zuge von BesatzmalRnahmen in die natirlichen Gewasser
eingebracht werden und dort wildlebende Fische gefahrden. Y. ruckeri wird im
Verdauungstrakt dieser infizierten, aber asymptomatischen Fische beherbergt und kann Uber
deren Kot ins Wasser abgegeben werden (Busch & Lingg, 2011). Besonders in Situationen, in
denen die Fische Stress ausgesetzt werden, wird das Bakterium vermehrt ausgeschieden und
die Gefahr von horizontalen Ubertragungen stark erhéht (Hunter et al., 1980). Das Umsetzen
von Besatzfischen aus Aquakulturbetrieben in eine nattrliche Umgebung, bt auf die Fische
sicherlich einen enormen Stress aus, wodurch schon wahrend des Besatzvorgangs zahlreiche
Bakterien ausgeschieden werden und ins Wasser gelangen. An Sediment gebunden kann Y.
ruckeri langere Zeitrdume in Wasser uberleben und so zu einer dauerhaften Infektionsquelle
werden (Busch, 1978). Die Tenazitat von Y. ruckeri kann mehrere Monate betragen (Noga,
2000). In Fischpopulationen ist die Gruppe der Jungfische von den héchsten Sterblichkeiten
betroffen, wodurch der Reproduktionserfolg gemindert wird. Mit zunehmendem Alter nimmt die
Sterblichkeit schliel3lich wieder ab (Busch, 1978). Bei Wassertemperaturen um die 18°C
gestalten sich die klinischen Verlaufe der Infektion deutlich schwerwiegender (Dalsgaard et
al.,, 1984) und ab 20 °C geht die Anzahl der Todesfalle merklich nach oben (Ribsamen &

Weis, 1985). Steigende Wassertemperaturen im Zuge der klimatischen Veranderungen
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kénnten somit nicht nur die Ausscheidungsraten von asymptomatischen Tragertieren durch
Hitzestress erh6éhen, sondern auch den Infektionsverlauf in Zukunft verschlimmern. Damit
Wildfische vor ERM geschiitzt werden kdnnen, sollten die Besatzfische aus Betrieben bezogen
werden, die frei von der Infektionskrankheit sind oder in denen Impfprogramme gegen das
Bakterium durchgefiihrt werden. Um Ubertragungen oder Ansiedlungen des Pathogens in der
Natur durch Abwasser zu vermeiden, sollten Fischfarmen diese nicht ungereinigt in die Natur
abfihren. Damit die zum Besatz verwendeten Fische ein geringeres Risiko haben selbst zu

erkranken, kann die Auswahl alterer Fische resistenterer Arten von Vorteil sein.

8.7 Flavobakteriosen:

Salmoniden sind empfanglich fur Flavobakteriosen, die durch F. columnare (Davis, 1922), F.
brachiophilum (Davis, 1926) und F. psychrophilum (Aoki, 2016) ausgeldst werden. Infektionen
mit den Bakterien kdnnen zwar innerhalb aller Altersklassen auftreten, jedoch sind junge
Fische (Brown et al., 1997; Fujihara et al., 2011; Holt, 1987; Starliper, 2012) besonders
empfanglich. Die Uberwiegend zum Besatz verwendeten Regenbogenforellen sind fur BGD
vermehrt empfanglich, Krankheitsfalle kbnnen aber auch bei Bachforellen auftreten (Warren,
1991c). Hauptsachlich gefahrdet sind hierbei Fische in Aquakultur (Starliper, 2012) bei
Wassertemperaturen von 5-19 °C (Bullock et al., 1994; Bullock et al., 1991). Schwere
Ausbriche von CWD und RTFS treten Uberwiegend bei Temperaturen von 4-10 °C auf (Borg,
1960). Die Columnaris Krankheit ist dagegen eher in stehenden warmen Gewassern von
Bedeutung. Optimale Wassertemperaturen fur Ausbriche liegen bei 20-30 °C (Wakabayashi,
1991). Eine Gefahrdung fur Wildfische stellen unerkannte symptomlose Tragerfische von F.
psychrophilum oder F. columnare dar, die eine Infektion Uberstanden haben, das Bakterium in
die Natur ausscheiden kénnen und als Erregerreservoir dienen (Fujihara & Nakatani, 1971;
Rangdale, 1995; Suomalainen et al., 2005). Auch Uber Fischeier, die F. psychrophilum auf
ihrer Oberflache tragen oder erregerhaltiges Wasser aus Betrieben, kénnen die Bakterien in
naturliche Populationen gelangen. In Flusswasser kann F.psychrophilum bis zu vier Monate
uberleben (Vatsos et al., 2003), F. columnare in Stif3wasser bis zu 16 Tage (Fijan, 1969) und
so horizontale Infektionen verursachen. Zudem hat F. columnare die Fahigkeit Biofilme
auszubilden, die als Erregerreservoir dienen kdnnen (Cai et al., 2013; Rickard et al., 2003).
Damit die Gesundheit von Wildfischen durch Besatzmalinahmen nicht gefahrdet wird, sollten
Fische verwendet werden, die einen klar definierten Gesundheitsstatus haben und in deren

Herkunftsbetrieb keine vorherige Krankheitsgeschichte mit dem jeweiligen Pathogen bekannt
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ist. Fischeier kénnen vor dem Einbringen in natirliche Gewasser einer Desinfektion
unterzogen werden. Da die Erreger auch aus den Aquakulturbetrieben tber die Abwasser in
die Natur gelangen koénnen, sollten diese, bevor sie den Betrieb verlassen, entsprechend
behandelt werden. Aufgrund der unterschiedlichen optimalen Temperaturbereiche der
einzelnen Flavobakterien, kann durch die voraussichtliche Erhdhung der Wassertemperatur in
Zukunft das Auftreten von CWD und RTFS vermindert werden, wohingegen die Columnaris

Krankheit beglnstigt werden kann.

8.8 Drehkrankheit:

In Nordamerika stellt die Krankheit seit 1958 in Wildfischbestédnden ein massives Problem dar
(Hoffman et al., 1962). Vermutlich wurde sie durch den Import von infiziertem gefrorenem
Fischfutter eingeschleppt (Putz & Hoffman, 1970) und fihrte ab Mitte der 1990er zu
dramatischen Einbrichen in der Wildsalmoniden-Population (Nehring & Walker, 1996). Seither
kommt es immer wieder zu Erstnachweisen in verschiedenen Gebieten, bis heute werden dort
daher aufwandige Uberwachungs- und Besatzstrategien verfolgt. Die in Osterreich am
haufigsten zum Besatz verwendeten Regenbogenforellen sind fur den Parasiten besonders
stark empfanglich (Hoffman & Putz, 1969). Die ebenfalls sehr haufig eingesetzten Bachforellen
erscheinen dagegen besonders resistent (Hoffman et al, 1962). Durch den
Entwicklungszyklus des Parasiten kommen flir dessen Bekampfung verschiedene
Ansatzpunkte in Frage, die aber in Freigewassern nur teilweise umsetzbar sind. Dazu gehoren
Versuche, infizierte Fische und Tubifex-Wirte aus dem Gewasser zu entfernen. Durch die
Veranderung der Flussgeschwindigkeiten in den Gewassern kdnnte feines Sediment entfernt
werden und die Umgebung fiir Tubifex tubifex suboptimaler gestaltet werden (Milhous, 2005).
Solche MalRnahmen erweisen sich in der Praxis jedoch in der Regel als nicht durchfuhrbar.
Bezlglich der Verbreitung des Parasiten und infizierter Tubifex trifft hier Angler bzw.
Wassersportler eine besondere Verantwortung. Diese sollten darauf achten, bei
Verwendungen in verschiedenen Gewassern, ihre Ausristung entsprechend zu reinigen und
zu desinfizieren. Diese durch den Entwicklungszyklus des Parasiten verursachten
Schwierigkeiten bei der Bekdmpfung in Freigewassern machen es umso notwendiger, eine
Einschleppung zu verhindern. Hat sich der Parasit in einem Habitat erst einmal etabliert, so ist
er nur mit allergréRtem Aufwand zu bekampfen. Insofern spielt der kontrollierte Besatz eine
entscheidende Rolle; es durfen keinesfalls Fische aus verdachtigen oder bekanntermafien

infizierten Betrieben eingebracht werden. Auch das Einsetzen von Regenbogenforellen mit
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offensichtlichen Missbildungen des Schadels, der Kiemendeckel oder der Wirbelsdule muss
aus diesen Grinden unbedingt unterbleiben. Besondere Vorsicht sollte beim Besatz mit
Bachforellen walten. Bachforellen kénnen Trager des Parasiten sein, selbst nur wenige oder
gar keine klinischen Symptome zeigen, aber dennoch andere Fische infizieren (Anonymous,
1999; Hoffman et al., 1962). In Zuchtbetrieben konnten Stdmme von Bachforellen selektiert
werden, die eine vermehrte Resistenz gegenuber der Drehkrankheit aufweisen (Anonymous,
1999; Hulbert, 1985). Der Besatz mit resistenten Regenbogenforellen Stdmmen (,Hofer-

Forellen®) ist fir bekanntermalen infizierte Gewasser eine Option.

8.9 GrieBkdrnchen-/ WeiRpilinktchenkrankheit:

In den Jahren 2016 bis 2018 konnte die WeilRplnktchenkrankheit in Osterreichischen
Aquakulturen zwar in einer geringen Fallzahl, aber stetig nachgewiesen werden (Laf3nig et al.,
2019). Da der Parasit bei der Wahl seiner Wirte sehr unspezifisch ist und sich sehr schnell
vermehren kann, ist er in StiRwasser weit verbreitet (Matthews, 2005). Auch die in Osterreich
in Aquakultur gehaltenen Salmoniden stellen potentielle Wirte fur I. multifilis dar. Eine
Infektionsgefahr fur Wildfische besteht dann, wenn unerkannte Tragertiere in die Gewasser
gelangen oder zum Besatz verwendet werden und den Parasiten so in die Population
einbringen. Aber auch wenn Wasser, das Theronten enthalt, ungefiltert aus Betrieben in die
Natur flie3t. Zwar werden die Parasitenstadien in natlrlichen Gewassern eher durch den
Wasserfluss weggespult als in Betrieben und ihre Konzentration in dem grof3eren
Wasservolumen deutlich verringert, dennoch sollten Abwasser aus Betrieben, die mit der
Griel3kdrnchenkrankheit zu kdmpfen haben, nicht ungefiltert in die Natur entlassen werden.
Auch infizierte Fische sollten nicht zum Besatz verwendet werden, um Wildfische nicht unnétig
zu gefahrden. Wesentlich fir den Parasiten ist die Mdglichkeit, einen Fischwirt zu finden.
Daher ist die Fischdichte eine wichtige Voraussetzung zur Etablierung der Krankheit. Insofern
sind Wildfische weit weniger durch den Parasiten gefahrdet als Fische in Aquakultur. Dennoch
sind Erkrankungen und subklinische Infektionen, die bei Schwachung des Fisches manifest
werden, auch dort mdglich. Ist der Parasit in den Gewassern vorhanden, kann unterstitzend
bei der Bekampfung der Weillplinktchenkrankheit versucht werden, aus den Gewassern
organisches Material zu entfernen, wodurch auch viele Zysten von I. multifiliis aus der Umwelt
entfernt werden kdnnen. Ein solches Vorgehen kann in erster Linie in Erdteichen oder
Staubereichen von Wasserkraftwerken erfolgen. Durch seine hohen Reproduktionsraten, ist /.

muiltifiliis besonders infektios (Noga, 2010d). Die Lange und Auspragung der
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Entwicklungsphase hangt hierbei von den herrschenden Wassertemperaturen ab (Aihua &
Buchmann, 2001; Durborow et al., 1998). Durch steigende Wassertemperaturen wird die
Vermehrung beglnstigt. Bei mehr als 12 °C kdénnen Massenvermehrungen auftreten
(Buchmann et al., 2001). Aufgrund dieser Tatsache, besteht die Mdglichkeit, dass die
GrieRkoérnchenkrankheit, durch die klimatischen Veranderungen in Zukunft, ein neues und

erhohtes Gefahrenpotential erlangen konnte.

8.10 Gyrodactylus salaris:

Die Geschichte der Verbreitung von G. salaris und dessen schadliche Auswirkungen auf
Wildfische, kann als Vorzeigebeispiel dienen, um zu zeigen, dass ein mutmalfilich harmloser
Organismus sich zu einem Pathogen entwickeln kann, wenn er in neue Gebiete eingebracht
wird, in denen bei den Wirten keine effektive Abwehr dagegen vorhanden ist (Mo, 1994). Den
enormen Schaden, den Fische aus Aquakultur in Wildfischbestanden anrichten kénnen, wird
am Beispiel von G. salaris in Norwegen deutlich. Durch den Uber Besatzfische in natlrliche
Gewasser eingebrachten Lachsparasiten G. salaris wurden in 44 Flissen Norwegens wilde
Lachspopulationen zerstort (Peeler & Murray, 2004). Durch die Wanderung von Lachsen
zwischen Flussen Uber Fjorde und durch die Moglichkeit des Parasiten mit Fischeiern
Ubertragen zu werden, konnte G. salaris innerhalb kurzer Zeit weit verbreitet werden. Das
fuhrte dazu, dass bereits nach zwei Monaten um die 90 % der Junglachse in SuRwasser
infiziert waren (Lund & Heggberget, 1992; Mo, 1994). Da es fur G. salaris Infektionen keine
Therapie gibt, liegt das Bestreben lediglich darin, die weitere Verbreitung einzudammen.
Hierflr wurde Rotenon eingesetzt (Johnsen & Jensen, 1991), was zwar den Parasiten entfernt,
gleichzeitig aber auch zum Tod aller in dem behandelten Gewasser lebenden Fische und
anderer Organismen flhrte. Der Atlantische Lachs ist fur eine Infektion mit G. salaris
besonders empfanglich, wodurch hohe Mortalitdten entstehen (Hansen et al., 2016). Bei
Junglachsen betragen die Verluste durch eine solche Infektion durchschnittlich 86 % (Johnsen
et al., 1999), weshalb dem Parasiten in lachsproduzierenden Landern eine enorme Bedeutung
zukommt. Die in Osterreich viel in Gewasser gesetzte Regenbogenforellen, Bachforellen oder
Seesaiblinge hingegen kénnen zwar mit G. salaris infiziert werden, allerdings ohne ernsthafte
Folgen davon zu tragen (Bakke et al., 2007; Bakke et al., 2002). Auch wenn daher die
Bedeutung des Parasiten in osterreichischen Gewassern deutlich geringer ist, sollten Fische
vor dem Besatz trotzdem auf den Parasit untersucht werden und befallene Individuen nicht in

die Natur entlassen werden.
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8.11 Proliferative Nierenerkrankung:

Mit besonderem Interesse wird die Verbreitung der fir manche Salmoniden gefahrlichen
parasitéaren Infektionskrankheit PKD in Europa und Osterreich beobachtet. Uber
Krankheitsausbriiche in Wildfischpopulationen von Salmoniden wurde unter anderem in
Osterreich berichtet. Das erste Massensterben von Bachforellen aufgrund von PKD in
Osterreich wurde im Sommer 2014 dokumentiert (Gorgoglione et al., 2016), wodurch die
Krankheit zunehmende Aufmerksamkeit erlangte. Die haufig zum Besatz von Gewassern
verwendeten Salmonidenarten wie Regenbogenforellen, Bachforellen, Saiblinge und Aschen
stellen empfangliche Wirte flr T. bryosalmonae dar (Bucke et al., 1991; Feist & Bucke, 1993;
Roberts & Shepherd, 1974; Seagrave et al., 1981). Bachforellen scheinen deutlich
empfanglicher fir PKD zu sein als Regenbogenforellen (Grabner & El-Matbouli, 2009). Junge
Fische haben grundsatzlich ein hoheres Risiko zu erkranken, es koénnen aber alle
Altersklassen infiziert werden und eine Erkrankung entwickeln (Feist & Longshaw, 2006). Eine
wichtige Rolle bei der Verbreitung von PKD spielen Bachforellen, die eine Infektion mit dem
Parasiten Uberlebt haben. Diese Tiere kénnen zu klinisch unauffalligen Tragertieren werden
und infektidse Sporen Uber Jahre hinweg ausscheiden (Soliman et al., 2017). Gelangt so ein
Fisch durch Besatzmalinahmen in die Natur, kann er das Pathogen in groflen Mengen
ausscheiden, Uber weite Strecken verbreiten und dadurch Wildfischbestande gefahrden.
Deshalb sollte darauf geachtet werden, dass die zum Besatz verwendeten Fische aus
Betrieben stammen, die in ihrer Vergangenheit keine PKD-Falle zu verzeichnen hatten.
Besatzfische sollten vor dem Aussetzen untersucht werden. Dies ist deshalb so wichtig, als
der Erreger, einmal in eine passende Umgebung eingebracht, aus dieser nicht wieder entfernt
werden kann, was verheerende Folgen fir lokale Bach- und Regenbogenforellenbestande
haben kann. Der Parasit kann aber auch durch sporenhaltige Abwasser aus Fischfarmen in
die Umwelt gelangen. Um sich in den naturlichen Gewassern etablieren zu kdnnen, bendtigt
T. bryosalmonae seinen invertebraten Zwischenwirt. Da Bryozoa in SuRwasserhabitaten weit
verbreitet sind (Wiebach, 1960; Wood, 2002), ist dies meist gut mdglich. In ihnen kann der
Parasit auch Uberdauern wenn keine Fischwirte vorhanden sind. Bryozoa kdnnen daher ein
Erregerreservoir darstellen (Carraro et al., 2017; Fontes et al., 2017). Sollen Gewasser besetzt
werden, in denen PKD enzootisch ist, konnen verschiedene Punkte beachtet werden, um
Besatzfische trotzdem so gut wie mdglich vor einer Infektion zu schitzen und eine weitere
Verbreitung des Parasiten zu vermeiden. Es konnen altere Fische ausgewahlt werden, die

sich zwar auch infizieren kdénnen, deren Risiko aber deutlich geringer ist als das von
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Jungtieren. Zudem kénnen Arten gewahlt werden, die nicht hoch empfanglich fir eine Infektion
mit dem Parasiten sind und die im Falle einer Infektion selbst nicht zur Verbreitung von T.
bryosalmonae Uber die Ausscheidung von infektidsen Sporen beitragen konnen. Eine
modgliche Art hierflir ware die Regenbogenforelle (Bucke et al., 1991). Zusatzlich sollte der
Besatzzeitpunkt in den spaten Herbst gelegt werden, wenn die Wassertemperaturen niedrig
sind. Den Fischen kann so genlugend Zeit gegeben werden bis ins Fruhjahr eine Resistenz
gegenuber dem Pathogen zu entwickeln (Ferguson, 1981; Foott & Hedrick, 1987). Fir die
Entwicklung von PKD spielen die herrschenden Wassertemperaturen eine entscheidende
Rolle. Temperaturen oberhalb von 15 °C begunstigen die Entstehung von PKD (Hedrick et al.,
1993), indem das Wachstum der Bryozoa und die Proliferation von T. bryosalmonae positiv
beeinflusst (Bettge et al., 2009; Tops et al., 2006; Tops et al., 2009) und der Allgemeinzustand
der Fischwirte beeintrachtigt wird (Karvonen et al., 2010). So konnen steigende
Wassertemperaturen im Zuge der klimatischen Veranderungen eine weitere Ausbreitung von

T. bryosalmonae in naturlichen Gewassern fordern.

8.12 Saprolegniasis:

Saprolegnia spp. werden haufig als typische Schwacheparasiten angesehen, die bei Fischen,
die bereits durch primare Erkrankungen beeintrachtigt sind oder durch die herrschenden
Umweltbedingungen geschwacht sind, zu einer Infektion fihren. Jedoch kénnen durch S.
parasitica, aufgrund ihrer starken Virulenzeigenschaften, auch gesunde Fische infiziert und
getdtet werden (Neish, 1977; Whisler, 1996; Willoughby & Pickering, 1977). Sowohl in
Aquakulturbetrieben, als auch in natlrlichen Gewassern treten Infektionen mit Saprolegnia
spp. immer wieder auf. Jedoch sind davon meist nur einzelne Fische einer Population betroffen
(Wanhli, 2014). Seit 2009 konnten in der Schweiz regelmaRige Fischsterben bei Forellen,
Aschen und Schmerlen in FlieRgewassern beobachtet werden. Als ursachlich dafir konnte ein
starker Befall mit S. parasitica ermittelt werden. Es wird vermutet, dass der Erreger Uber
menschliche Aktivitdten in die Gewasser gelangen konnte (Paul & Belbahri, 2012). In
Osterreich sind auch die vielfach zum Besatz verwendeten Regenbogenforellen und
Bachforellen, vermehrt wahrend der Laichzeit, von Saprolegniose betroffen (Hay et al., 1976).
Um Wildfischbestande nicht zu gefahrden, sollte es méglichst vermieden werden, den Erreger
in ein Gewasser einzubringen oder zwischen verschiedenen Gewassern zu verbreiten. So
sollten BesatzmalRnahmen nur mit Fischen und Eiern erfolgen, die augenscheinlich nicht von

einer Pilzinfektion betroffen sind. Zudem sollte kein Besatzmaterial aus Betrieben bezogen
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werden, die momentan mit solchen Infektionen zu kampfen haben. Abwasser aus betroffenen
Aquakulturbetrieben dirfen nicht unbehandelt bzw. ungefiltert in die Umwelt gelangen, da sie
infektiose sekundare Zoosporen enthalten kénnen, die sich Uber Wasser sehr schnell
ausbreiten kdnnen (Astrofsky et al., 2002). Da der Organismus bei Trockenheit inaktiviert wird
(European Commission, 2003), kann diese Eigenschaft genutzt werden, um
Ausristungsgegenstande und Kleidung vor dem nachsten Einsatz erregerfrei zu bekommen.
Von S. parasitica kdnnen Biofilme geschaffen werden, die ein Erregerreservoir darstellen
kénnen (Ali et al.,, 2013). Infektionen in der Natur treten meist bei verminderten
Wasserqualitaten, steigenden Wassertemperaturen und tiefen Wasserstanden auf (Wahli,
2014). So kdnnte es in Zukunft durch die Eutrophierung und Erwdrmung von Gewassern, eine

Entwicklung hin zu vermehrten Aufkommen von S. parasitica Infektionen geben.

Da sich die Behandlung von Wildfischen im Vergleich zu Behandlungen von Fischen in
Betrieben deutlich schwieriger gestaltet bzw. nicht méglich ist, muss umso mehr Wert und
Genauigkeit auf prophylaktische Vorkehrungen und Sicherheitsmalinahmen beim Fischbesatz
gelegt werden. Fische sollten bevor sie in ein Gewasser entlassen werden, auf Krankheiten
untersucht werden, insbesonders, aufgrund der in dieser Arbeit dargelegten Grunde auf IPN,
VHS, IHN und PKD. Damit Wildfischbestande besser vor einem Pathogeneintrag geschutzt
werden und Gefahren besser abgeschatzt werden kdénnen, sollten Daten zu
Besatzmalinahmen vollstandiger und detaillierter, sowie transparent dokumentiert werden.
Zudem sollte darauf geachtet werden, dass die verwendeten Besatzfische aus kontrollierten
und gesundheitlich unbedenklichen Herkunftsbetrieben stammen. Bewirtschaftern von
Gewassern und Wassersportlern sollte ihre Verantwortung und Rolle bewusst sein, die sie bei
der Ausbreitung von Krankheiten in der Natur spielen kdnnen. Durch Besatz mit nicht
untersuchten Fischen oder der Verwendung von nicht ausreichend gereinigten und
desinfizierten Ausristungsgegenstanden, kénnen sie wesentlich zu der direkten und
indirekten Verbreitung von Pathogenen beitragen. Auch unzureichend gegen fischfressende
Vogel gesicherte Becken kdnnen die Pathogenverbreitung in der Natur beguinstigen. Um einen
besseren Uberblick der Krankheitssituation in dsterreichischen Aquakulturbetrieben und
naturlichen Gewassern zu erlangen, ware es hilfreich, wenn auftretende diagnostizierte Falle,
auch von nicht anzeigepflichtigen Erkrankungen, zentral gesammelt und dokumentiert wirden.
Welche Pathogene von den steigenden Wassertemperaturen im Zuge der klimatischen
Veranderungen profitieren werden, welche benachteiligt sein werden und welche

unbeeinflusst bleiben werden, bleibt abzuwarten (Karvonen et al., 2010)
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9 Zusammenfassung:
9.1 Einleitung:

In die Gewasser Osterreichs gelangen im Zuge von BesatzmaBnahmen jedes Jahr hohe
Anzahlen von Besatzfischen. Aus welchen Griinden ein FlieRgewasser besetzt wird, kann sehr
unterschiedlich sein. Ob Salmoniden, die aus Aquakulturbetriecben stammen und zu
Besatzzwecken in FlieRgewassern ausgesetzt werden, Wildfischpopulationen durch den

Eintrag von Fischpathogenen gefahrden kénnen, wird in der folgenden Arbeit untersucht.
9.2 Material und Methoden:

Einige bedeutende Fischpathogene wurden ausgesucht und die durch das Pathogen
hervorgerufenen Krankheiten anhand von aktueller Fachliteratur beschrieben. Die
Fischereiverbande alle dsterreichischen Bundeslander wurden kontaktiert und gebeten Daten
zu BesatzmalRnahmen zur Verfugung zu stellen. Erhalten wurden Besatzdaten von den
Bundeslandern Karnten, Salzburg und Vorarlberg aus den Jahren 2012 bis 2018. Zusatzlich
wurden die gultigen gesetzlichen Grundlagen zur Besatzpflicht aus allen Bundesléandern
untereinander verglichen und die wichtigsten Vorgaben bzw. Regelungen, die beachtet

werden missen, zusammengefasst.
9.3 Ergebnisse und Diskussion:

Auf verschiedenen Wegen koénnen virale, bakterielle, parasitare und mykotische
Krankheitserreger in  Wildfischpopulationen gelangen. Mdoglichkeiten hierflr stellen
Besatzfische, entkommende Fische aus Betrieben, ausgesetzte Fische,
Ausrustungsgegenstande, andere Tierarten, Personen und erregerhaltiges Wasser aus
Betrieben dar. Von Besatzfischen kann daher sowohl eine direkte Gefahr, als auch eine
indirekte Gefahr fir Wildfischbestdande ausgehen. Durch zunehmend warmere klimatische
Bedingungen, kann es zu Veranderungen der Okologie von Krankheiten, ihrer Dynamik bei
Ausbruchen oder ihrer Saisonalitat kommen. Pathogene und die zugehoérigen Krankheitsbilder
kénnen dadurch unterschiedlich stark beeinflusst werden. Bei den meisten zum Fischbesatz
verwendeten Fischarten handelt es sich um Regenbogen- und Bachforellen, gefolgt von
Saiblingen. In den gesetzlichen Grundlagen zur Besatzpflicht der Bundeslander, werden
keinerlei Vorgaben gemacht, die einen Nachweis auf Pathogenfreiheit bei Besatzfischen
fordern wirden. So kénnen natlrliche Gewasser durchaus mit klinisch unauffalligen, aber
infizierten Fischen besetzt werden. Ein hohes Infektionsrisiko fur Wildfische entsteht vor allem

dann, wenn unerkannte Tragertiere bedeutender Pathogene und, im Falle von vertikaler
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Ubertragung, ihre Nachkommen im Zuge von Fischbesatz in natiirliche Gewasser entlassen
werden. Bevor Fische in ein Gewasser entlassen werden, sollten daher Untersuchungen auf
definierte Krankheiten durchgefiihrt werden, im Besonderen auf IPN, VHS, IHN und PKD.

10 Summary:
10.1 Introduction:

Rivers in Austria are stocked every year with high numbers of live fish. The reasons for this
practice can be variable. The aim of this study is to assess the risk of introducing selected

transmissible diseases of salmonid fish by stocking rivers with fish from aquaculture.

10.2 Material and Methods:

Some important fish pathogens and their associated diseases were selected and described
detailed using current scientific literature. The organizations for fisheries of all nine Austrian
provinces were asked to provide data of stocking practices in their region. Data were received
from Carinthia, Salzburg and Vorarlberg for the years 2012 to 2018. Additionally, the legal
background for all provinces was reviewed and compared between each other and the most

important instructions summarized.
10.3 Results and Discussion:

Viral, bacterial, parasitic and mycotic pathogens can gain entrance into natural populations of
fish in many different ways. The introduction of pathogens from aquaculture to wild fish has
been demonstrated by stocking fish, escaped fish from aquaculture, equipment, other animals,
persons or pathogen containing waters. Therefore, there is a direct and indirect risk for wild
fish by releasing fishes into natural habitats. In consequence of changing environmental
conditions, disease dynamics and their seasonality changes, too. Increasing temperatures also
affect pathogens and related diseases in different ways. Most of the fishes used for stocking
of rivers in Austria belong to the species of rainbow trout and brown trout, followed by char.
National legal regulations do not demand verified freedom of any disease. Given the high
numbers of stocked fish each year over a long period of time, the risk of introducing pathogens
and establishing enzootic diseases is high. As a conclusion, testing for IPN, VHS, IHN and

PKD is highly recommended.
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