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1. Einleitung

Um einen Uberblick iiber die Vorkommenshiufigkeit von respiratorischen Infektionserreger in
einem Giftschlangenbestand mit Chlamydien-assoziierten Erkrankungsfillen zu erhalten,
wurde auf Wunsch des Tierbesitzers ein umfassendes mikrobiologisches Screening des
Bestandes durchgefiihrt und zu diesem Zweck Tupferproben durch den betreuenden Tierarzt
genommen. Die Proben wurden anschlieBend am Institut fiir Mikrobiologie der
Veterindrmedizinischen  Universitdit Wien durch Einsatz von kulturellen und
molekulargenetischen Nachweisverfahren auf bakterielle und pilzliche Erreger untersucht.

Fiir diese Arbeit wurden Schlangen aus der Familie der Viperidae beprobt. Die Familie der
Viperidae umfasst insgesamt 39 Gattungen von Vipern und Ottern. Taxonomisch iiber ihr steht
die Uberfamilie der Nattern- und Vipernartigen (Colubroidea). Verbreitet sind ihre Vertreter in
Amerika, Afrika und Eurasien. (Zaher et al. 2019)

Da Schlangen mittlerweile zu den sehr hédufig in Privathaushalten gepflegten Exoten zdhlen,
kam es auch in den letzten Jahren zu einer steten Weiterentwicklung dieses Fachbereichs der
Veterindrmedizin (Driggers, 2000). Zu den haufigsten Erkrankungen bei Schlangen zdhlen
infektiose Atemwegserkrankungen, die durch verschiedenste Erreger wie Bakterien, Viren,
Parasiten oder Pilze verursacht werden konnen, wobei sowohl der obere als auch der untere
Atmungstrakt betroffen sein kann (Driggers, 2000). Gerade in groBen Bestinden, wie zum
Bespiel in zoologischen Einrichtungen konnen diese Atemwegserkrankungen zu massiven
Problemen und Tierverlusten fithren, was es im konkreten Fall und auf Besitzerwunsch durch
eine umfassende mikrobiologische Bestandsuntersuchung zu verhindern galt.

Ziel der vorliegenden Diplomarbeit war es daher, Chlamydien und weitere potenzielle
respiratorische Infektionserreger in einer Giftschlangenhaltung mit kiirzlich diagnostizierten
Chlamydien-assoziierten Atemwegserkrankungen auf Bestandsebene nachzuweisen. Ein
vorrangiges Ziel war dabei die Identifizierung von asymptomatischen Trigertieren, um infolge
durch entsprechende Maflnahmen wie Quarantinisierung einzelner Individuen und Einhaltung
von erstellten Hygienekonzepten eine weitere Erregerausbreitung im Bestand zu verhindern

und dabei mogliche Infektketten zu durchbrechen.



2. Literatur

2.1 Bakterielle Infektionserreger

Die pharyngealen Mikrobiota von Schlangen umfassen ein breites Spektrum von sowohl
aeroben als auch anaeroben Mikroorganismen und kann auch fikale Keime, die iiblicherweise
durch Futtertiere ausgeschieden werden, vorweisen (Garg et al., 2009).

Gerade bei in menschlicher Obhut gehaltenen Reptilien sollten auch immer die
Haltungsbedingungen bei der Bestimmung dieser Mikrobiota miteinbezogen werden, da zwar
bakterielle Infektionen gelegentlich von primér pathogenen Erregern ausgelost werden konnen,
jedoch sehr héufig von opportunistischen Erregern. Diese sind bei Immunsuppression,
ausgelost durch inaddquate klimatische Haltungsbedingungen (Temperatur, Luftfeuchtigkeit)
und mangelnde Terrarienhygiene, fiir einen Grof3teil der bakteriellen Infektionen
verantwortlich (Chinnadurai und Devoe, 2009).

Aufgrund der Héufigkeit von Schlangenbissen und den damit einhergehenden sekundéren
Wundinfektionen bei Menschen, wurden bereits einige Studien iiber jene potenziellen
Sekundirerreger durchgefiihrt, wie sie beispielsweise bei Bissen durch Vertreter der Gattung
Bothrops (Jorge et al., 1994) auftreten konnen. In diesen Studien konnten aus dem Oropharynx
einiger Schlangenarten und bei mehreren Individuen potenzielle Sekunddrerreger wie
Providencia rettgeri, Staphylococcus aureus, Citrobacter sp., Stenotrophomonas maltophilia
und Morganella morganii isoliert werden (Jorge et al, 1990; Goldstein et al., 1981; Brenes-
Chacon et al.,, 2019). Viele dieser Erreger gelten als physiologische Komponente der
oropharyngealen Mikrobiota von Schlangen (Draper et al., 1981; Martinéz et al., 2006). Unter
bestimmten Umstdnden kann es aber dazu kommen, dass die als physiologisch angesehenen
Bakterien schwere Erkrankungen auch bei Schlangen auslésen konnen. So konnte zum Beispiel
in einem Fallbericht, bei dem ein heller Tigerpython (Python molurus) durch eine Septikdmie
verstorben ist, Corynebacterium macginleyi und Stenotrophomonas maltophilia als ursachliche
Erreger identifiziert werden (Martinéz et al., 2006). In einem anderen Fallbericht aus China
wurde eine letale, durch eine Infektion mit Morganella morganii hervorgerufene septische
exsudative Pneumonie und Endokarditis bei einer Brillenschlange (Naja naja) beschrieben.

(Wang et al., 2016).



2.1.1 Chlamydien

Bakterien innerhalb der Gattung Chlamydia sind biologisch einzigartige, obligat intrazelluldre
Mikroorganismen, die sowohl bei Menschen als auch bei wildlebenden und domestizierten
Sdugetieren, Vogeln und Reptilien Erkrankungen verursachen kdnnen (Taylor-Brown et al.,
2015). Chlamydien-assoziierte Krankheitsbilder konnen vielféltig sein und Spitaborte,
Infertilitat, Konjunktivitis sowie Pneumonien miteinschlieen (Staub et al., 2018). Durch
intensive taxonomische Forschung konnte das Phylum Chlamydiae in den letzten Jahren mit
Vertretern der sogenannten ,,Chlamydien-dhnlichen-Organismen* erweitert werden (Taylor-
Brown et al., 2015). Zu diesen zdhlen u.a. die Vertreter der Gattungen Parachlamydia
(Amman et al, 1997; Everett et al., 1999), Neochlamydia (Horn et al., 2000), Protochlamydia
(Collingro et al., 2005), Mesochlamydia (Corsaro et al., 2013), Metachlamydia (Corsaro et al.,
2013) und der Familien Waddliaceae (Rurangirwa et al., 1999; Chua et al., 2005),
Simkaniaceae (Kahane et al., 1993; Thao et al., 2003; Everett et al., 2005; Fehr et al., 2013)
und Rhabdochlamydiaceae (Kostanjsek et al., 2004; Corsaro et al., 2007). Die ,,Chlamydien-
dhnlichen Organismen® weisen wie Vertreter der Gattung Chlamydia einen obligat
intrazelluldren Lebenszyklus sowie einen vergleichbaren Entwicklungszyklus auf, haben aber
ein breiteres Spektrum an morphologischen Eigenschaften, Wirtspezifititen und von ihnen

ausgelosten Krankheitsbildern (Taylor-Brown et al., 2015).

Chlamydien-Infektionen konnen bei wildlebenden und in menschlicher Obhut gehaltenen
Reptilien verschiedene Symptome und pathologische Verdanderungen verursachen. Dazu zéhlen
hochgradige granulomatdse Lisionen in der Lunge, Verdnderungen des Lungenparenchyms
(Soldati et al., 2004; Jacobson et al., 1989) sowie proliferative Pneumonien (Frutos et al., 2014;
Jacobson et al., 2004). Auch andere Organsysteme konnen betroffen sein, so wurden auch
nekrotisierende Enteritis und Myokarditis (Homer et al., 1994) sowie Hepatitis und
Konjunktivitis bei Schlangen nach Chlamydien-Infektionen festgestellt (Huchzermeyer et al.,
2008).

Obwohl Chlamydia pneumoniae urspriinglich ausschlieBlich als respiratorisches Pathogen in
der Humanmedizin beschrieben wurde, gilt der Erreger auch als Verursacher von
Chlamydiosen bei Reptilien, Koalas, Pferden und Amphibien (Bodetti et al., 2002). Chlamydia

pneumoniae veruracht infektiose Erkrankungen der oberen,- und unteren Atemwege beim



Menschen und beim Tier (Mitchell et al., 2010). Kiirzlich durchgefiihrte Studien konnten
aufzeigen, dass Schlangen mit einer Vielzahl an verschiedenen, bis dato nicht charakterisierten
Chlamydien-Arten und auch ,,Chlamydien-&dhnliche-Organismen® besiedelt sein kdnnen
(Soldati et al., 2004; Staub et al., 2018). Auch konnten neue Chlamydien-Arten wie Chlamydia
serpentis sp. nov. und Chlamydia poikilothermis sp. nov. bei Schlangen beschrieben werden
(Staub et al., 2018). Spezifische Krankheitsbilder, die diese beiden Spezies auslosen kdnnen,
sind allerdings bislang unbekannt (Staub et al., 2018). Leider gestaltet sich die Beschreibung
von neuen Chlamydien-Arten aufgrund der fehlenden Kultivierbarkeit auf zellfreien

Néhrmedien als schwierig (Staub et al., 2018).

2.1.2 Salmonellen

Salmonellen sind bedeutsame Infektionserreger bei Menschen und Tier (Selbitz et al., 1995;
Turnbull, 1979; Geue et al., 2002). Salmonellen sind Gram-negative Bakterien, die zur Familie
Enterobacteriaceae gehdren. Salmonellen weisen eine hohe Tenazitdt auf und konnen iiber
Wochen in trockener Umgebung und {iber Monate im Wasser iiberleben (Brenner et al., 2000).
Die Gattung Sal/monella besteht aus zwei Arten, ndmlich Salmonella enterica und Salmonella
bongori (Pulford et al., 2019). Salmonella enterica wird in sechs Unterarten unterteilt:
Salmonella enterica ssp. enterica (1), S. enterica ssp. salamae (11), S. enterica ssp. arizonae
(IlIa), S. enterica ssp. diarizonae (11Ib), S. enterica ssp. houtenae (IV) und S. enterica ssp.
indica (V1) (Brenner et al., 2000). Diese Subspezies werden in rund 2600 unterschiedliche
Serovare, die sowohl 6kologische, phinotypische, als auch genetische Vielfalt aufweisen,

unterteilt (Winfield und Groisman, 2004).

Zahlreiche Reptilienarten sind bekannt dafiir, Salmonella als Teil ihrer autochtonen
Darmmikrobiota zu beherbergen und diese dadurch intermittierend {iber den Kot auszuscheiden
(Burnham et al., 1998; Madsen et al., 1998; Pedersen et al., 2009). Das Bakterium gilt in der
Regel als physiologische Komponente der intestinalen Mikrobiota von Reptilien, was einige
Studien mit einer Pravalenzrate von bis zu 90% der untersuchten Reptilien, mit einem breiten
Spektrum an Serovaren belegen (Adesiyun et al., 1998; Geue et al., 2002; Chen et al., 2010;
Scheelings et al., 2011). Somit stellen Reptilien sowohl ein bedeutsames Reservoir fiir

Salmonella als auch ein signifikantes zoonotisches Risiko fiir Kontaktpersonen, wie



Tierbesitzer und Tierdrzte dar (Pedersen et al., 2009; Mermin et al., 2004; Johnson-Delaney et

al., 2000).

Generell sind Salmonellen bei Reptilien auf den Darmtrakt beschriankt, ohne Ausbreitung in
extraintestinalen Organsysteme (Scheelings et al., 2011). Es kann allerdings unter gewissen
Umstdnden wie bei auftretenden Stressfaktoren vorkommen, dass Salmonellen die
Darmschleimhautbarriere durchbrechen und infolge systemische Erkrankungen verursachen
konnen (Scheelings et al., 2011). Auch weitere Faktoren wie Handling, Transport,
Uberbesetzung von Terrarien oder falsche Haltungsbedingungen kdnnen eine systemische
Salmonellose begilinstigen (Scheelings et al., 2011). Obwohl sie im Allgemeinen als
Kommensale des Magendarmtraktes gelten, konnen Salmonellen unter Umsténden eine der
Hauptursachen fiir das Versterben von Individuen in Reptilienbestéinden sein. So konnte eine
Studie in einer renommierten Wildtier-Auffangstation in Australien aufzeigen, dass Salmonella
enterica ssp. diarizonae fatale systemische Erkrankungen bei Reptilien hervorrufen kénnen
(Scheelings et al., 2011). Auch in einer européischen Studie konnte eine hohe Prévalenz von
Salmonella enterica ssp. diarizonae bei in menschlicher Obhut gehaltenen Schlangen ermittelt

werden (Geue et al., 2001).

2.1.3 Mykoplasmen

Mykoplasmen gehoren zur Klasse Mollicutes (Weisburg et al., 1989) und sind daher
zellwandlose Bakterien. Sie gehdren zu den kleinsten und einfachsten Prokaryoten (Thompson
et al, 2011). Sie haben sich evolutiondr aus Gram-positiven Bakterien {iber Reduktion ihres
Genoms mit Verlust der Fahigkeit, eine Zellwand auszubilden, entwickelt (Woese et al., 1980;
Neimark, 1986). Mykoplasmen kommen bei Menschen, Sdugetieren, Reptilien, Fischen,
Arthropoden und Pflanzen vor (Thompson et al., 2011).

Mykoplasmen sind bekannte Erreger von Infektionen der oberen Atemwege bei Schildkrdten
(Jacobson et al., 2014). Uber die Mykoplasmenflora bei weiteren Reptilien ist bisher wenig
bekannt. Im Jahre 2006 konnte Mycoplasma iguanae sp. nov. bei zwei griinen Leguanen
(Iguana iguana) aus multifokalen vertebralen Abszessen isoliert und beschrieben werden
(Brown et al., 2006). Im Jahr darauf konnte Mycoplasma insons sp. nov. aus Choanen und

Trachea bei einigen Leguanen isoliert und charakterisiert werden. Er wurde vermutet, dass



Mycoplasma insons sp. nov. zur autochtonen Mikrobiota des oberen Respirationstraktes gehort
(Brown et al., 2007).

Bei Schlangen konnten bisher in drei Studien Mykoplasmen-induzierte Erkrankungen
beobachtet werden. Im Jahre 1997 konnten bei einem Python bivittatus mit proliferativer
lymphozytirer Pneumonie und Tracheitis nicht nédher identifizierte Mykoplasmen
(Mycoplasma sp.) nachgewiesen werden. Die erkrankte Schlange war eine aus vier in einem
privaten Haushalt gehaltene Schlangen, von denen zwei bereits an einer Pneumonie verstorben
sind. Die Schlange erholte sich nicht von der Erkrankung, sie weigerte sich zu fressen und
zeigte Maulatmung beim Handling und wurde schlieBlich acht Monate nach dem
Krankheitsausbruch euthanasiert (Penner et al., 1997).

Nicht néher identifizierte Mykoplasmen konnten auch bei zwei weiteren Pythons nachgewiesen
werden. Eine der beiden Schlangen zeigte respiratorische Symptome und die andere wies
sonstige klinische Symptome auf. Bei beiden wurde in der pathologischen Untersuchung eine
Pneumonie festgestellt. Bei einem Tier konnten keine anderen bakteriellen oder viralen Erreger
nachgewiesen werden (Schmidt et al., 2013).

Des Weiteren konnten bei drei Morelia spilota Vertreter der Gattung Mycoplasma mittels PCR
nachgwiesen werden. Die Teppichpythons wiesen Entziindungen der Maulschleimhaut auf, die
sich bei der pathologischen Untersuchung als purulente bis purulent-nekrotisierende

Stomatitiden heraustellten (Marschang et al., 2016).

2.1.4 Mykobakterien

Mykobakterien sind Gram-positive, aerobe, sdurefeste Bakterien. Sie werden aufgrund ihres
Auftretens und der verursachten Erkrankungen in Erreger des Mycobakterium tuberculosis-
Komplexes, M. leprae und in nicht-tuberkulose Mykobakterien wie M. avium unterteilt (Soldati
et al., 2004). Nicht-tuberkulose Mykobakterien kommen ubiquitir in der Umwelt vor. Diese
Mykobakterien konnen bei Menschen gelegentlich und bei Tieren haufiger zu Erkrankungen
fiihren (Tortoli, 2009). Zu den nicht-tuberkuldsen Mykobakterien gehdrt u.a. M. avium, der in
die vier Unterarten M. avium ssp. avium, M. avium ssp. silvaticum, M. avium ssp.
paratuberculosis und ,M. avium ssp. hominissuis ‘ unterteilt wird (Thorel et al., 1990; Turenne

et al, 2008). Die beiden erstgenannten Unterarten losen bei Vogeln tuberkulose



Krankheitsbilder wie die Gefliigeltuberkulose aus (McDiarmid, 1984; Dvorska et al., 2003). M.
avium ssp. paratuberculosis ist bei Wiederkduern als Erreger der John’schen Krankheit oder
Paratuberkulose bekannt (Harris und Barletta, 2001) und spielt eventuell auch beim Morbus
Crohn der Menschen eine Rolle (Feller et al., 2007). ,M. avium ssp. hominisuis‘ ist ein

opportunistisches Pathogen bei Schweinen mit zoonotischem Potential (Slany et al., 2016;

Tortoli, 2009).

Bei Reptilien stellen sich Mykobakterien-Infektionen in Form von granulomatdsen
Verdnderungen in verschiedenen Organsystemen dar (Ebani et al.,, 2012). Folgende
Mykobakterien konnten bereits bei Reptilien nachgewiesen werden: M. chelonae, M. fortuitum,
M. intracellulare, M. marinum, M. phlei, M. smegmatis, M. ulcerans, M. confluentis, M.
haemophilum, M. hiberniae, M. neoaurum und M., nonchromogenicum (Soldati et al., 2004).

Die Ubertragungswege von Mykobakterien sind bei Reptilien unbekannt. Einfliisse wie Stress
oder falsche Erndhrung, die das Immunsystem beeinflussen, erhdhen jedoch das Risiko einer
Infektion (Ebani et al., 2012). Da die meisten Mykobakterien ein zoonotisches Potential
aufweisen sind hygienische MaBBnahmen beim Handling von Reptilien einzuhalten (Ebani et

al., 2012).

2.2 Pilzliche Infektionserreger

Bisher konnten zahlreiche Pilzarten wie z.B. Vertreter der Gattungen Aspergillus, Candida,
Penicillium und Geotrichum bei Reptilien ohne Krankheitssymptome nachgewiesen werden
(Schumacher, 2003).

Nichtsdestotrotz treten auch pathogene Pilze in den letzten Jahren gehauft auf, die weltweit zur
massiven Dezimierung von Wildtierpopulationen gefiihrt haben (Fisher et al., 2012).

Bei Amphibien spielt der hochpathogene Chytridpilz Batrachochytrium dendrobatidis (Bd)
eine wichtige Rolle. Bd weist eine globale Verbreitung auf und ist fiir den groften
Biodiversitétsverlust bei Froschlurchen seit Jahrhunderten verantwortlich (Scheele et al., 2019).
Bei Salamandern tritt Batrachochytrium salamandrivorans (Bsal) als Infektionserreger auf

(Martel et al. 2013). Klinisch stellen sich Infektionen mit dem Chytridpilz als oberfldchliche



Hautldsionen sowie tiefgreifende Geschwiire dar. Die Mortalitét ist hoch und Tiere versterben
rasch nach einer Infektion (Martel et al. 2013; Martel et al.,2014; Stegen et al., 2017).

Winterschlathaltende Fledermiuse sind von dem Erreger der WeiBlnasenkrankheit,
Pseudogymnoascus destructans, betroffen (Lorch et al., 2011; Minnis und Lindner, 2013;
Warnecke et al., 2012). Das Krankheitsbild ist bei verschiedenen Fledermausarten
unterschiedlich stark ausgeprigt (Langwig et al., 2012; Langwig et al., 2016). Neben
asymptomatischen Verldufen treten gehduft entziindliche Verdnderungen in der Nasenregion,

aber auch Todesfille bei einigen Fledermausarten auf (Cryan et al., 2010; Meteyer et al., 2009)

Bei Schlangen stellt der Pilz Ophidiomyces ophiodiicola die grof3te Bedrohung fiir wildlebende
Populationen vor allem in Nordamerika dar (Allender et al., 2011). Der Pilz 16st Erkrankungen
wie Hautulzera, lokalisierte Hautverdickungen und Odeme im Gesicht aus (Lorch et al. 2015).
Eine hohe Morbiditit und Mortalitdt konnten bisher bei Waldklapperschlangen (Crotalus
horridus) und bei Massassauga-Klapperschlangen (Sistrurus catenatus) (Allender et al., 2011;
Clark et al., 2011) beobachtet werden.

Ophidiomyces ophidiicola verursacht ausschlieBlich bei Schlangen Erkrankungen (Franklinos
et al., 2017). Bisher ist ungeklért, ob dieser Pilz in Nordamerika eingeschleppt oder ein
natiirlich vorkommender Erreger ist, der in den letzten Jahren durch Umweltverdnderungen und
Habitatsverlust vermehrt Erkrankungen hervorruft (Lorch et al., 2016).

Auch in Europa wurde Ophidiomyces ophidiicola bereits 1980 bei in menschlicher Obhut
gehaltenen Schlangen mit auffilligen Hautldsionen nachgewiesen (Sigler et al., 2013). Berichte
iiber groBere Fallzahlen bei wildlebenden Schlangen waren bis 2016 allerdings auf das Ostliche
Nordamerika beschrinkt (Lorch et al., 2016). In einer Feldstudie konnte 2017 erstmalig
Ophidiomyces ophidiicola auch in wildlebenden Schlangen in Europa nachgewiesen werden,
wobei der Pilz in weiten Teilen GroBbritanniens und vereinzelt in der Tschechischen Republik
detektiert werden konnte (Franklinos et al., 2017). Die européischen Isolate von Ophidiomyces
ophidiicola zeigten deutliche Unterschiede gegeniiber jenen aus Nordamerika, was wiederum
vermuten ldsst, dass die Krankheitsausbriiche in Nordamerika nicht mit einem aus Europa
eingeschleppten Pilz verursacht wurden (Franklinos et al., 2017). Dariiber hinaus kann davon
ausgegangen werden, dass Umweltverdnderungen wie Habitatsverlust und Klimawandel sowie

Inzucht-Depressionen und Primédrerkrankungen wesentlich zu den Ausbriichen von



Ophidiomyces ophidiicola in Nordamerika beigetragen haben (Lorch et al., 2016; Clark et al.,
2011; Franklinos et al., 2017).

2.3 Virale Infektionserreger

Arenaviren

Seit den frithen 2010er Jahren ist bekannt, dass Arenaviren die Ausldser der ,,Inclusion Body
Disease* sind (Stenglein et al., 2012). Die durch Arenaviren ausgeloste ZNS-Symptomatik ist
allerdings schon seit den 1970er Jahren bei Python bivittatus bekannt (Schumacher et al., 1994).
Seither konnten weitere Symptome wie Regurgitieren, Stomatitis, Pneumonie und
Rundzelltumore sowohl bei Pythons als auch Boas beschrieben werden (Chang et al., 2010).
Die Klassifikation des Erregers als eines der zur Familie der Arenaviridae gehdrenden Viren
filhrte zu einer Unterteilung der Virusfamilie in die Gattungen Mammarenavirus und
Reptarenavirus (Radoshitzky et al., 2015; Abudurexity et al., 2020). Durch einige Studien
konnte augezeigt werden, dass Schlangen hiufig mit verschiedenen Reptarenaviren infiziert
sein konnen (Hepojoki et al., 2015; Stenglein et al., 2015; Korzyukov et al., 2020). Auch die
Gattung Hartmanvirus gehort zu den Arenaviridae, zu der das Haartman-Institute-Snake-Virus-

1 (HISV-1) gezdhlt wird (Hepojoki et al., 2018).

Paramyxoviren

Die Familie der Paramyxoviridae (PMV) gehort zur Ordnung Mononegavirales (Amarasinghe
et al., 2019). Paramyxoviren sind grof3e, behiillte RNA-Viren, die sowohl bei Sdugetieren als
auch bei Vogeln, Reptilien und Fischen auftreten kénnen. Die Ubertragung erfolgt in den
meisten Fillen aerogen und immer horizontal. Eine Infektion {iber Vektoren ist nicht bekannt
(Rima et al., 2019). Bis auf das sogenannte Sunshine-Virus gehdren alle bisher bekannten
Erreger zur Gattung Ferlavirus. Hierbei zdhlen Schlangen zu den am haufigsten betroffenen
Reptilien (Hyndman et al., 2013). Klinisch manifestiert sich eine PMV-Infektion
unterschiedlich und die Symptome sind meist unspezifisch. Zu diesen zdhlen Anorexie,
Regurgitation, akute Atemnot, Stridor, Pneumonie, Diarrhd, Kopfzittern und das
Sternendeuterphdnomen. Des Weiteren kann es auch zu perakuten Todesfdllen kommen (Sand

et al., 2004).
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Adenoviren

Adenoviren werden als Ausldser von Gastroenteritiden, Hepatitiden, Nephritiden, Pneumonien
und Enzephalitiden angesehen (Heldstab und Bestetti, 1985; Schumacher et al., 1994). Es sind
drei verschiedene Adenoviren bei Schlangen bekannt, nimlich SnAdV-1, SnAdV-2 und
SnAdV-3 (Garner et al., 2008; Abbas et al., 2011). Diese gehoren zur Familie Atadenoviridae
(Gilson et al., 2016). Bisher konnten diese Viren nur bei in menschlicher Obhut gehaltenen

Schlangen nachgewiesen werden (Harrach et al., 2019).

Iridoviren

Zur Familie der [ridoviridae gehoren fiinf Gattungen: Chloriridovirus, Iridovirus,
Lymphocystivirus, Megalocytivirus und Ranavirus (Chinchar et al., 2009), wobei letztere fiir
Reptilien bedeutsame Erreger beinhaltet (Hyatt et al., 2002; Marschang et al., 1999).
Ranavirusinfektionen sind bei Chondropython viridis in Australien beschrieben. Die
betroffenen Schlangen wiesen Ulcera in der Nasenschleimhaut, eine nekrotisierende
Pharyngitis und Lebernekrosen auf (Hyatt et al., 2002).

Uberdies ist das zu den Iridoviridae gehdrende Erythrocytic-Necrosis-Virus (ENV) fiir
zytoplasmatische Einschliisse in Erythrozyten verantwortlich (De Sousa und Weigl, 1976;
Stehbens und Johnson, 1966). Die Krankheitsbilder der ENV-Infektion sind nicht vollstindig
geklért. In einem Fallbericht wird von Andmie bei Bothrops moojeni berichtet (Johnsrude et
al., 1997). In einem weiteren Fall konnte bei Thamnophis sauritus sackenii eine makrozytire,
hypochrome, regenerative Andmie mit Verdacht auf immunmediierte Erythrolyse
diagnostiziert werden. Weiters wies die Schlange einen schlechten Erndhrungszustand auf, der
allerdings auch auf kiihle Temperaturen, denen die Schlange ausgesetzt war, zuriickzufiihren

sein hitte konnen (Wellehan et al., 2008).

Reoviren

Die Familie der Reoviridae beinhaltet 12 Gattungen. Die bislang bei Reptilien nachgewiesenen
Reoviren gehoren alle zur Gattung Orthoreovirus. Sie werden entweder aerogen oder fakal-oral
iibertragen (Chappell et al., 2005). Reoviren konnten bisher in einigen Schlangenarten
detektiert werden, so z.B. in einer Python regius, einer Crotalus viridis mit ZNS-Symptomatik

und in mehreren Opheodrys aestivus mit Lebernekrosen (Ahne et al., 1987; Vieler et al., 1994;
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Gal et al., 2009) AuBerdem konnten Reoviren aus drei Boa constrictor mit Inclusion-Body-
Disease in Deutschland isoliert werden (Marschang et al., 2001). Mit diesen Isolaten wurde
eine Transmissionsstudie durchgefiihrt, bei der jedoch keine Krankheitssymptome oder
pathologischen Verdnderungen bei den experimentell infizierten Schlangen festgestellt werden

konnten, trotz Virusnachweis bis zu 18 Wochen post infectionem (Schragen, 2006).

2.4 Parasitiare Infektionserreger

Protozoen

Cryptosporidien

Cryptosporidiengehoren zu den Apicomplexa und konnen bei einer Reihe von Vertebraten
Erkrankungen hervorrufen. Klinisch stellt sich eine Infektion mit Symptomen wie Anorexie,
Lethargie, Regurgitieren, Schwellungen in der Mitte des Korpers und Gewichtsverlust dar
(Fayer, 1997). Bei vielen Tierarten ist die Erkrankung meist selbstlimitierend, bei Reptilien
jedoch hidufig chronisch und bei Schlangen gelegentlich tddlich (Xiao et al., 2004). Bei
Schlangen und Echsen wurden bislang Cryptosporidium serpentis und Cryptosporidium
varanii (syn. C. saurophilum) als Infektionserreger beschrieben (Xiao et al., 2004; Plutzer et
al., 2007). Cryptosporidium varanii 16st bei Echsen Symptome wie Gewichtsverlust und
Schwellung des Abdomens aus. Bei Schlangen kann die Cryptosporidienart zwar nachgewiesen

werden, die Infektion 16st aber keine nennenswerten Symptome aus (Plutzer et al., 2007).

Kokzidien

Bei Reptilien fiihrt Caryospora zu Symptomen wie Unruhe, Anorexie und Gewichtsverlust.
Des Weiteren sind viele Eimeria-Spezies bei Reptilien bekannt, aber relativ wenigen konnten
Kranheitssymptomen zugeordnet werden (Scullion und Scullion, 2009). Es liegt allerdings ein
Bericht iiber einige Eimeria-Arten vor, die katarrhalische und diphteroide Entziindungen des

Darmtrakts bei Schlangen auslosen konnten (Lehman, 1972).
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Amdben

Das Hauptaugenmerk liegt auf Krankheiten, die durch Entamoeba invadens hervorgerufen
werden. Eine Studie konnte dabei aufzeigen, dass bei einigen Schlangenarten Erkrankungen
durch Entameoba invadens in Abhingigkeit von der Haltungstemperatur ausgeldst werden
(Barrow und Stockton, 1960). Klinisch stellt sich eine Erkrankung unterschiedlich dar.
Betroffene Tiere zeigen Dysenterie und gelegentlich Erbrechen. Im spéteren Krankheitsverlauf
konnen abdominale Schwellungen, Kloakenprolaps sowie Leberabszesse und -nekrosen
auftreten. Auch in anderen Organsystemen wie Lunge, Milz, Pankreas und Blutgefdfen konnte
Entamoeba invadens bereits nachgewiesen werden. Infizierte Tiere konnen an den durch die

Parasiten hervorgerufenen entziindlichen Verdnderungen versterben (Jacobson, 2007).

Nematoden

Strongyloides
Empfangliche Wirte werden mit L3-Larven von Strongyloides spp. infiziert. Wéhrend der

Korperwanderung werden diese zu L4-Larven. Im Darm siedeln sich dann die parasitischen
Weibchen an, um Eier zu produzieren, die mit dem Kot ausgeschieden werden. Aus den Eiern
werden in den Exkrementen LI-Larven. Diese entwickeln sich entweder iiber L2-L4 zu
freilebenden Adulten oder zu infektiosen L3 (Viney und Lok, 2007). Klinisch kénnen
Strongyloides zu Enteritiden flihren (Beck und Pantchev, 2013).

Kalicephalus

Kalicephalus spp. haften mit ihren Zihnen an der Mucosa der Gastrointestinaltrakts, um
dadurch an Blutgefdfle zu gelangen (Frank, 1985; Kavitha et al., 2014). Klinisch stellt sich eine
Infektion mit den blutsaugenden Parasiten entweder als milde Enteritis oder als hdmorrhagisch-
nekrotische Gastroenteritis mit bakterieller Sekundarinfektion dar (Kavitha et al., 2014; Schad,
1962).

Rhabdias
Colubridae und Viperidae sind haufiger mit Rhabdias spp. infiziert. Die Infektion kann zu einer

vermindsen Pneumonie mit bakterieller Sekundirinfektion fiihren (Hallinger et al., 2020).
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3. Material und Methoden

3.1 Vorbereitungen fiir die Probennahme

Es wurden hierfiir sterile 2 ml Tubes mit einem Transportmedium befiillt und bis zur
eigentlichen = Probennahme bei -20°C  eingefroren. Als Transport — und
Probenaufbereitungsmedium wurde 2-SP-Medium verwendet, welches nach folgender
Rezeptur  hergestellt wurde (Institut fiir Mikrobiologie, Veterindrmedizinische

UniversitditWien):

o a)485¢ Saccharose
e b)2lg KoHPO4
e ollg KH2POq4

e d)1000ml  Aqua dest.

e ¢)120ml Pferdeserum

Reagenzien a bis d wurden gemischt und anschlieBend autoklaviert. Reagenz e wurde nach dem

Abkiihlen auf 45°C dem Medium hinzugefiigt.

3.2 Choanen — und Kloakentupfer

Die Proben wurden vom betreuenden Tierarzt entnommen, wobei die Choanen von allen
Schlangen und die Kloake von Tieren beprobt wurden, sofern dies ihre GroBe zulieB3. Insgesamt
wurden 250 Tupferproben genommen.

Fiir die Beprobung wurden FLOQSwabs™ Model 516C (Copan, Brescia, Italien) verwendet.
Zur Beprobung der Choanen wurde der Unterkiefer der Schlange mit einem jeweils frischen
Holzspatel vorsichtig gedffnet und offengehalten. Der Tupfer wurde exakt in den Choanenspalt
eingefiihrt und die Probe unter mehrfachem Drehen sowie Vor- und Zuriickbewegen
entnommen.

Durch das Drehen wurde sichergestellt, ausreichend Schleimhautzellen abzustreichen und
dadurch auch ausreichend Probenmaterial im Hinblick auf die Untersuchung von

intrazelluldren Mikroorganismen (Chlamydien, Mykoplasmen) zu gewinnen. AnschlieBend



14

wurde der Tupfer in ein 2 ml Tube mit 2-SP-Transportmedium verbracht und der Plastikstiel,

mit einer zuvor in Alkohol desinfizierten und dann abgeflimmten Schere auf die passende

Linge gekiirzt. Das Desinfizieren mit Alkohol und Abflimmen wurde vor jedem Tupfer

wiederholt. Die Probengefdfle wurden mit Nummern beginnend mit ,,1* gekennzeichnet und

diese Nummer auch in einer vorgedruckten Liste eingetragen.

Im Anschluss wurde die Kloakentupferprobe genommen, um einen {iibersichtlichen sowie

moglichst immer gleich ablaufenden Arbeitsablauf zu gewiéhrleisten und einen moglichst hohen

Sicherheitsfaktor zu ermoéglichen. Zur Kloakenbeprobung wurde ein steriler Tupfer unter

anheben der Kloakenschuppe und unter Drehung ausreichend tief in die Kloake eingefiihrt.

Nach erfolgter Probennahme wurde nach dem gleichen Prinzip verfahren wie bei den oben

beschriebenen Choanentupfern.

Zur vollstdndigen Dokumentation wurden von jedem Individuum die Terrariennummer, Art,

Geschlecht, Herkunft, die Verwandtschaftsform mit anderen Tieren im Bestand, Kontakttiere,

sowie die letzte Fiitterung notiert.

Tabelle 1: Stammdatenblatt der beprobten Schlangen

Probe
1/2
3/4
5/6
7/8
9/10
11/12
13/14
15

16
17/18
19/20
21/22
23/24
25/26

Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch

Ch

Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl

Terra# Art

24 Vipera latastei gaditana

25 Vipera aspis francisciredi

21 Vipera ammodytes ammodytes
46 Vipera ammodytes ammodytes
46 Vipera ammodytes ammodytes
46 Vipera ammodytes ammodytes
57 Vipera aspis aspis

Fr Vipera aspis aspis

Fr Vipera aspis aspis

58 Montivipera wagneri

42 Montivipera xanthina

Fr Vipera ammodytes ammodytes
Fr Vipera ammodytes ammodytes
72 Vipera ammodytes ammodytes

'°Z€€ZZ€€€ZZ§

£ £ £

WEF/NZ/ZK
NZ 2014
NZ 2014
NZ 2015
NZ 2017
NZ 2017
NZ 2017
NZ 2016
NZ 2019
NZ 2019
NZ 2013
NZ 2017
NZ 2016
NZ 2016
NZz?



27/28
29/30
31/32
33/34
35/36
37/38
39

40/41
42/43
44/45
46/47
48/49
50/51
52/53
54/55
56/57
58/59
60/61
62/63
64/65
66/67
68/69
70/71
72/73
74/75
76/77
78/79
80

81/82
83/84
85/86

Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch

Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch

Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl

95
95
95
22
22
22
55
55
55
49a
49b
111
111
111
111
113
113
113
113
113
51
51
51
107
109
117
53
AB3
47
47
18

15

Vipera ammodytes ammodytes
Vipera ammodytes ammodytes
Vipera ammodytes ammodytes
Vipera aspis hugyi

Vipera aspis hugyi

Vipera aspis hugyi

Vipera ammodytes ammodytes
Vipera ammodytes ammodytes
Vipera ammodytes ammodytes
Vipera aspis hugyi
Montivipera radei

Cerastes cerastes

Cerastes cerastes

Cerastes cerastes

Cerastes cerastes

Daboia mauretanica

Daboia mauretanica

Daboia mauretanica

Daboia mauretanica

Daboia mauretanica

Daboia palaestinae

Daboia palaestinae

Daboia palaestinae

Bitis rhinoceros

Bitis arietans

Atheris squamigera

Echis occelatus

Parias schultzei

Calloselasma rhodostoma
Calloselasma rhodostoma

Protobothrops mucrosquamatus

SELEEsgsgsssEgsssgsgssLssssssgs=ss === 5 K

NZz?
NZ 2016
NZ 2016
NZ 2016
NZ 2016
NZz?
NZz?
NZz?
NZz?
NZ 2017
NZ 2018
WF
WF
WF
WF
NZ 2004
NZ 2004
NZ 2004
NZ 2004
NZ 2004
NZ 2004
NZ 2015
NZ 2015
NZ 2016
NZ 2012
NZ 2018
NZ 2016
NZ 2018
NZz?
NZ 2015
NZz?
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87/88 Ch/Kl 18 Protobothrops mucrosquamatus M NZz?
89/90 Ch/Kl 105 Protobothrops jerdonii bourreti % NZ 2008
91/92 Ch/Kl 105 Protobothrops jerdonii bourreti M NZ 2008
93/94 Ch/Kl 101 Naja naja W NZ 2009
95/96 Ch/Kl 101 Naja naja w NZ 2015
97/98 Ch/Kl 13 Naja atra % NZ 2010
99 Ch 13 Naja atra M NZ 2010
100/101 Ch/Kl 13 Naja atra M NZ 2010
102/103 Ch/Kl 34 Naja atra W WF 2000
104/105 Ch/Kl 34 Naja atra M WF 2000
106/107 Ch/Kl 30 Naja sputatrix W NZ 2011
108/109 Ch/Kl 30 Naja sputatrix M NZ 2011
110/111/112 Ch/KI/K 67 Naja sputatrix M NZ 2018
113/114 1Ch/Kl 20 Naja sputatrix % NZ 2018
115 Ch AB Naja sputatrix w NZ 2019
116 Ch Box 1  Naja sputatrix % NZ 2019
117/118 Ch/Kl 97 Naja siamensis M NZ 90er
119/120 Ch/Kl 146 Naja siamensis % NZ 2016
121/122 Ch/Kl 149 Naja siamensis M NZ 2016
123/124 Ch/Kl 73 Trimeresurus purpureomaculatus M NZ 2016
125/126 Ch/Kl 73 Trimeresurus purpureomaculatus M NZ 2016
127/128 Ch/Kl 91 Trimeresurus puniceus M NZ 2016
129/130 Ch/Kl 74 Trimeresurus albolabris W NZ 2016
131/132 Ch/Kl 74 Trimeresurus albolabris W WF
133/134 Ch/Kl 133 Trimeresurus albolabris M NZ 2016
135/136 Ch/Kl 133 Trimeresurus albolabris % NZ 2016
137/138 Ch/Kl 134 Trimeresurus trigonocephalus w NZ 2015
139/140 Ch/Kl 87 Parias flavomaculatus % NZ 2018
141/142 Ch/Kl 143 Parias flavomaculatus M NZ 2013
143/144 Ch/Kl 121 Parias schultzei % NZ 2017
145/146 Ch/Kl 124 Parias mcgregori M NZ 2017



147/148
149/150
151/152
153/154
155/156
157/158
159/160
161/162
163/164
165/166
167/168
169/170
171/172
173/174
175/176
177/178
179/180
181/182
183/184
185/186
187/188
189/190
191/192
193/194
195/196
197/198
199/200
201/202
203/204
205/206
207/208

Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl
Ch/Kl

122
123

4/6
4/6
4/6
38
38
36
35
35
10
10
10
12
12

11
11
11
11
92
75
75
75
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Parias mcgregori

Parias mcgregori

Crotalus culminatus
Crotalus culminatus
Crotalus basiliscus
Crotalus basiliscus
Crotalus atrox

Crotalus atrox

Crotalus atrox

Crotalus caliginis

Crotalus caliginis

Crotalus polystictus
Crotalus pricei pricei
Crotalus pricei pricei
Crotalus pyrrhus

Crotalus pyrrhus

Crotalus pyrrhus

Crotalus enyo furvus
Crotalus enyo furvus
Crotalus horridus

Crotalus horridus

Crotalus horridus

Crotalus horridus

Crotalus durissus terrificus
Crotalus durissus terrificus
Crotalus durissus terrificus
Crotalus durissus terrificus
Agkistrodon bilineatus
Agkistrodon contortrix pictigaster
Agkistrodon contortrix pictigaster

Agkistrodon contortrix pictigaster

£ gxxKxgLLgxLg=gLggL==gL==gLL=g=Kxg£E£¢=

NZ 2014
NZ 2014
NZ 2015
NZ 2015
NZ 2014
NZ 2014
NZ 2014
NZ 2017
NZ 2014
NZ 2013
NZ 2013
NZ 2009
NZ 2015
NZ 2015
NZ 2011
NZ 2015
NZ 2011
NZ 2013
NZ 2013
NZ 2015
NZ 2015
NZ 1999
NZ 1999
NZ 2009
NZ 2004
NZ 2012
NZ 2013
NZ 2017
NZ 2013
NZ 2013
NZ 2013
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209/210 Ch/Kl 14 Agkistrodon contortrix contortrix M NZ 2009
211/212 Ch/Kl 14 Agkistrodon contortrix contortrix % NZ 2009
213/214 Ch/Kl 14 Agkistrodon contortrix contortrix M NZ 2009
215/216 Ch/Kl 27 Agkistrodon contortrix mokasen % NZ 2011
217/218 Ch/Kl 27 Agkistrodon contortrix mokasen M NZ 2011
219/220 Ch/Kl 27 Agkistrodon contortrix mokasen % NZ 2011
221/222 Ch/Kl 54 Porthidium ophryomegas M NZ 2015
223/224 Ch/Kl 54 Porthidium ophryomegas % NZ 2015
225/226 Ch/Kl 84 Bothrops asper M NZ 2019
227/228 Ch/Kl 18 Bothrops asper % NZ 2019
229/230 Ch/Kl 15 Agkistrodon taylori M NZ 2017
231/232 Ch/Kl 15 Agkistrodon taylori % NZ 2017
233/234 Ch/Kl 15 Agkistrodon taylori w NZ 2017
235/236 Ch/Kl 59 Agkistrodon venezuelaensis M NZ 2014
237/238 Ch/Kl 59 Agkistrodon venezuelaensis w NZ 2014
239/240 Ch/Kl 59 Agkistrodon venezuelaensis M NZ 2014
241/242 Ch/Kl 70 Crotalus horridus w NZ 2016
243/244 Ch/Kl 70 Crotalus horridus M NZ 2016
245/246 Ch/Kl 68 Crotalus unicolor M NZ 2018
247/248 Ch/Kl 68 Crotalus unicolor % NZ 2018
249/250 Ch/Kl 68 Crotalus unicolor w NZ 2018

AB Aufzuchtbecken, Ch Choane, K1 Kloake, M ménnlich, W weiblich, NZ Nachzucht, WF Wildfang,
ZK Zukauf
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3.4 Kultivierung

3.4.1 Bakterien

Die kulturell-bakteriologische Untersuchung wurde ausschlieBlich an Choanentupferproben
durchgefiihrt. Hierfiir wurden mit gammasterilen Impfschlingen aus Polystyrol (Sarstedt AG &
Co, Niirmbrecht, Deutschland) Verdiinnungsausstriche auf die nachstehenden Agarmedien

hergestellt:

» Columbia-Agar mit 5% Schafblut (BD, Wien, Osterreich)

» MacConkey-Agar (BD, Wien, Osterreich) (selektives Medium zur Isolierung Gram-
negativer Bakterien)

= CN (Colistin/Nalidixinsiure)-Agar mit 5% Schafblut (BD, Wien, Osterreich)

(selektives Medium zur Isolierung Gram-positiver Bakterien)

Die Kulturansétze wurden aerob bei 28°C fiir 24 h inkubiert.

Eine weitere Columbia-Agarplatte wurde wunter anaeroben Bedingungen in einem
Anaerobiertopf mit einem Anerobier-Gas-Pak (BD, Wien, Osterreich) bei 28°C fiir 48 h
inkubiert.

Nach Bebriitung wurden das bakterielle Wachstum semiquantitativ bestimmt und die
Koloniemorphologie auf Unterschiede beurteilt. Bakterielles Wachstum wurde wie folgt

bewertet: vereinzelt (+) -unter 10 KbE (Kolonie-bildende FEinheit) ausschlieBlich im

Erstausstrich, ggr. + - 11 bis 50 KbE im Erstausstrich, mgr. ++ - KbE im Erstaustrich nicht
mehr zihlbar und bereits KbE im Zweitausstrich, hgr. +++ - KbE auch im Drittausstrich.

Anschlieend wurden morphologisch unterschiedliche Kolonien auf Columbia bzw.
MacConkey Agar subkultiviert, bei 28°C fiir 24 h inkubiert und hierbei Reinkulturen

gewonnen.

3.4.2 Pilze

Fiir die Kultivierung von Pilzen wurde ein Ausstrich auf Sabouraud-Agar mit Gentamicin und

Chloramphenicol (BD, Wien, Osterreich) hergestellt. Die Agarplatten wurden bei
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Raumtemperatur (25-28°C) fiir mindestens fiinf Tage inkubiert und anschliefend tiglich auf
pilzliches Wachstum kontrolliert. Bei Wachstum wurde die Koloniemorphologie beurteilt und

dabei jedes Pilzisolate einem der insgesamt 28 ermittelten Morphotypen zugeordnet.

3.4.3 Mykoplasmen

Zur Kultivierung von Mykoplasmen wurden 200 pl der Probe (Tupfer in 2-SP
Transportmedium) 3 ml modifiziertem SP4-Medium (Institut fiir Mikrobiologie,
Veterindrmedizinische Universitit Wien) transferiert und anschlieBend bei 28°C aerob
inkubiert.

Es folgte ein tdgliche Blickkontrolle der Fliissigkulturen, wobei auf Farbumschlag und Triibung
geachtet wurde. Bei einer Feststellung eines Farbumschlages mit/ohne Triibung wurden 100 ul
der  Flussigkultur auf modifiziertem  SP4-Agar (Institut fiir ~ Mikrobiologie,
Veterindrmedizinische Universitdt Wien) verbracht und anschlieend bei 28°C und 5%iger
COz-Atmosphédre inkubiert. In weitere Folge wurden die Agarplatten regelmaBig
stereomikroskopisch auf Mykoplasmenwachstum {iberpriift. Bei Ausbildung von
Mykoplasmen-Kolonien wurde Einzelkolonien mithilfe einer Pasteurpipette ausgestanzt, in 3
ml SP4-Medium verbracht und bei 28°C bis zur logarithmischen Wachstumsphase
(beginnender  Farbumschlag) inkubiert. Zur Identifizierung der gewonnenen
Mykoplasmenisolate wurde die MALDI-TOF Massenspektrometrie angewandt (Spergser et al.,
2019). Bei massenspektrometrisch nicht identifizierbaren Mykoplasmenisolaten wurden
phylogenetische Marker (16S rRNA-Gen, 16S-23S intergenische Spacer-Region, rpoB)

amplifiziert und einer Sequenzanalyse unterzogen (Spergser et al., 2020).
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3.5. MALDI-TOF Massenspektrometrie

Zur Identifizierung der gewonnenen Bakterienisolate wurde die MALDI-TOF
Massenspektrometrie (MS) durchgefiihrt. Hierfiir wurde eine geringe Menge von
Einzelkoloniematerial der angefertigten Reinkulturen mithilfe eines sterilen Zahnstochers auf
eine  MALDI-Tragerplatte (96-Feld-Stahlplatte) aufgetragen und mit 1 pl 70%iger
Ameisensiure (Sigma Aldrich, Wien, Osterreich) iiberschichtet. Nach Lufttrocknung wurden
je 1 pl a-Cyano-4-Hydroxyzimtsdaure-Matrixlosung auf jedes benutzte Feld aufgetragen und
erneut luftgetrocknet. Danach folgte die massenspektrometrische Analyse in einem Microflex
LT Biotyper (Bruker, Deutschland) unter Anwendung der FlexControl 3.4 und MBT Compass
Explorer 4.1 Software-Systeme. Die dabei generierten Spektren wurden automatisch mit einer
systemintegrierten sowie einer institutseigenen Referenzspektren-Datenbank verglichen. Dabei
wurde ein numerischer Identifikationswert (Score) berechnet und so die Ubereinstimmung der
gemessenen Probe mit den Referenzspektren in der Datenbank ermittelt. Bei einem Score >
2.00 galt die Artdiagnose als gesichert, bei Werten zwischen 1.70 und 1.99 konnte die Probe
auf Gattungsebene identifiziert werden, bei Scores < 1.70 war das Bakterienisolat
massenspektrometrisch nicht identifizierbar. Fiir Isolate mit Scores < 1.99 wurden schlielich
sogenannte MSPs (Main Spectrum Profiles) mithilfe der MSP-Funktion der MBT Compass
Explorer 4.1 Software generiert und kontinuierlich in die Datenbank aufgenommen werden.
Hierzu wurden vorerst 24 massenspektrometrische Messungen an acht Feldern der
aufgetragenen Proben durchgefiihrt und die dabei generierten Spektren mittels FlexAnalysis
3.4 Software auf Qualitétskriterien tiberpriift. Nur qualitativ hochwertige Spektren (mindestens
18) wurden fiir die Erstellung eines MSPs verwendet. Nach Datenbankaufnahme konnten
vormals nicht identifizierbare Isolate den neuerstellten MSPs zugeordnet und dabei spektrale
Gruppen gebildet werden. Zur endgiiltigen Identifizierung der Isolate wurden schlieBlich
Representanten der spektralen Gruppen ausgewihlt und mittels 16S rRNA-Gensequenzanalyse
(siehe unten) klassifiziert. Massenspektrometrisch als Salmonella enterica identifizierte Isolate

wurden zur weiteren Typisierung an die AGES Graz versandt.
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3.6 PCR

3.6.1 DNA-Extraktion

Zur Gewinnung von DNA aus Proben und von Bakterienisolaten wurde der GenElute™

Mammalian Genomic DNA Miniprep Kit (Sigma Aldrich, St. Louis, MO, USA) sowie der
DNeasy® PowerSoil Kit (QIAGEN, Hilden, Deutschland) fiir Pilzisolate verwendet.

Zur DNA-Extraktion aus Proben und von Bakterienisolaten wurde wie folgt vorgegangen:
Vorerst wurden 300 pl Probenmaterial (Tupfer in 2-SP Medium) oder eine Kolonie eines
Bakterienisolats in 300 pl Resuspensionslosung verbracht und bei 6.500 x g fiir 3 min
zentrifugiert. Der Uberstand wurde verworfen. Zum entstandenen Pellet wurden dann 180 pl
Lyse T-Losung, sowie 20 pl Proteinase K-Losung zugegeben, anschlieend gevortext und bei
55°C fir 3 h im Thermomixer (Eppendorf AG, Wesseling, Deutschland) inkubiert.
Anschliefend wurden 200 pl Lyse C-Losung hinzu pipettiert und bei 70°C fiir 10 min im
Thermoblock (Eppendorf AG, Wesseling, Deutschland) lysiert. Danach wurden 200 pl
95%iger Alkohol beigemengt und fiir 10 sek gevortext. Zur Vorbereitung der
Spezialfilterrohrchen wurde eine Filtereinheit in einem Rohrchen mit 500 pl
Priparationslosung befiillt und bei 6.500 x g fiir 3 min zentrifugiert. In die so vorbereitete
Filtereinheit wurden anschlieend 500 pl des Proben- bzw. Bakterienlysats pipettiert und bei
6.500 x g fiir 1 min zentrifugiert. Das entstandene Filtrat wurde verworfen. Nun folgten zwei
Waschvorginge mit einer Waschlosung. Je Waschvorgang wurden 500 pul Waschlésung in den
Filter pipettiert. Im ersten Waschvorgang wurde bei 6.500 x g fiir 1 min und im zweiten
Waschvorgang bei 14.000 x g fiir 3 min zentrifugiert. Die beiden Durchldufe wurden
verworfen. Die Filtereinheit wurde anschlieBend in ein neues Rohrchen tiberfiihrt und mit 200
ul Elutionslosung befiillt. Nach Sminiitiger Inkubation bei Raumtemperatur wurde die
Filtereinheit fiir 1 min bei 6.500 x g zentrifugiert und die DNA so eluiert. Die so gewonnene

DNA wurde bei -20°C gelagert.

Zur DNA-Extraktion von Pilzisolaten wurde wie folgt vorgegangen: Zuerst wurde ausreichend
Material einer Pilzkolonie ausgestanzt und in ein PowerBead Tube (QIAGEN, Hilden,
Deutschland) verbracht und fiir 5 sek gevortext. AnschlieBend wurden 60 pl der C1-Losung
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dazu pipettiert und erneut 5 sek gevortext. Danach wurden die PowerBead Tubes mithilfe eines
Horizontalvortexers bei hdchster Geschwindigkeit fiir 10 min geschiittelt. AnschlieBend
wurden die Tubes fiir 30 sek bei 10.000 x g zentrifugiert. Der Uberstand wurde in ein neues
Rohrchen transferiert und mit 250 pul C2-Losung gemischt, fiir 5 sek gevortext und fiir 5 min
bei 5°C inkubiert. Es folgte ein Zentrifugierschritt bei 10.000 x g fiir 1 min. Unter Schonung
der entstandenen Pellets wurden 600 pl des Uberstandes in ein neues Réhrchen pipettiert und
mit 200 pl C3-Losung vermengt, fiir 5 sek gevortext und erneut fiir 5 min bei 5 °C inkubiert.
Es folgte ein weiteres Zentrifugieren bei 10.000 x g fiir 1 min. Nun wurden 750 pl des
Uberstandes wieder in ein neues Rohrchen verbracht und mit 1200 ul C4-Lsung gemischt und
fiir 5 sek gevortext. AnschlieBend wurden 675 ul des Uberstands in eine Filtereinheit verbracht
und bei 10.000 x g fiir 30 sek zentrifugiert. Der Durchfluss wurde verworfen. Dieser Schritt
wurde so oft wiederholt, bis das gesamte Gesamtvolumen zentrifugiert war. Danach wurde die
Filtereinheit mit 500 pl C5-Losung befiillt und bei 10.000 x g fiir 30 sek zentrifugiert. Der
Durchfluss wurde verworfen und die Filtereinheit anschlieBend abermals bei 10.000 x g fiir 1
min zentrifugiert. Die Filtereinheit wurde in ein neues Rohrchen verbracht mit 100 pl der C6-
Losung beschickt, bei 10.000 x g fiir 30 sek zentrifugiert und das so gewonnene DNA-Extrakt
bei -20°C gelagert.
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3.6.2 PCR

Zur Herstellung der PCR-Reaktionsgemische wurde OneTaq® Quick-Load ® DNA-Polymerase
(New England Biolabs, Ipswich, MA, USA) verwendet. Je nach durchgefiihrter PCR wurden
in die Reaktionsgemische die entsprechenden Primerpaare (Thermo Fisher Scientific, Wien,
Osterreich) in einer Konzentration von 25 pmol/ul pipettiert (siche Tabelle 2). Die PCR-
Amplifikation erfolgte in einem Mastercycler® Nexus (Eppendorf AG, Wesseling,
Deutschland).

Tabelle 2: Die fiir die PCR-Amplifikation verwendeten Primer

Zielsequenz Primer ID Primer — Sequenz Referenz
Mykobakterien Mycgen-F  5'-AGAGTTTGATCCTGGCTCAG-3’ Wilton et al.,
168 rRNA-Gen Mycgen-R  5-TGCACACAGGCCACAAGGGA-3’ 1992
Eubakterien 27f 5'-AGAGTTTGATCMTGGCTCAG- 3’ Lane,1991

16S rRNA-Gen 1492r 5"-TACGGYTACCTTGTTACGACTT-3’

Pilze ITS-1 5'-TCCGTAGGTGAACCTGCGG-3’ Ferrer et al.,
Internal- 2001
franscled ITS-4 5-TCCTCCGCTTATTGATATGC-3’

Spacer-Region
(ITS1-5.8 rRNA-

ITS2)

Chlamydien 16SF 5'-GCGTGGATGAGGCATGCAA- 3’ Everett, 2000
16S rRNA-Gen 16SR 5'-GGAGGTGATCCAGCCCCA- 3"

Chlamydien Chl 5"-ATGTCCAAACTCATCAGACGAG- 3" Hartley et al.,

omp2-Gen Ch2 5-CCTTCTTTAAGAGGTTTTACC -3’ 2001
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Amplifikation des 16S rRNA-Gens von nicht identifizierbaren Bakterienisolaten

Die in dieser Arbeit mittels MALDI-TOF MS nicht identifizierbaren und somit einer
taxonomischen Einordnung vorenthaltenen Bakterien wurden einer PCR-Amplifikation des

16S rRNA-Gens unterzogen und die erhaltenen Amplifikate anschlieBend sequenziert. Fiir die

PCR-Amplifikation des 16S rRNA-Gens wurden die Primer 27f und 1492r verwendet.

Tabelle 3: Reaktionsansatz fiir die 16S rRNA-Gen-Amplifikation

Bestandteil Menge
OneTaq 12,5ul
Primer 27f 0,75ul
Primer 1492r 0,75ul
Template 2,5ul
ddH:0 ad 25ul

Die PCR-Amplifikation erfolgte unter den in Tabelle 4 angefiihrten thermozyklischen

Bedingungen.

Tabelle 4: Thermozyklische Bedingungen fiir die 16S rRNA-Gen Amplifikation

Schritt °C Dauer in Minuten = Anzahl Zyklen
Initiale 95°C 5 min 1
Denaturierung

Denaturierung 94°C 2 min

Annealing 50°C 1,5 min 30

Elongation 72°C 5 min

Finale Elongation 72°C 1 min 1

Amplifikation des 16S rRNA-Gens von Mykobakterien

Die gewonnenen Tupferproben wurden im Zuge der diagnostischen Aufarbeitung auch auf

Mykobakterien untersucht. Zu diesem Zwecke wurde eine Mykobakterien-spezifische Sequenz
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des 16S rRNA-Gens amplifiziert und im Anschluss sequenziert. Fiir die PCR-Amplifikation

wurden die Primer Mycgen-F und Mycgen-R verwendet.

Tabelle 5: Reaktionsansatz fiir die 16S rRNA-Gen-Amplifikation (Mykobakterien)

OneTaq 20ul
Primer Mycgen-F 0,5ul
Primer Mycgen-R 0,5ul
Template 2,5ul
ddH,O 1,5ul

Die PCR-Amplifikation erfolgte unter den in Tabelle 6 angefiihrten thermozyklischen

Bedingungen.

Tabelle 6: Thermozyklische Bedingungen fiir die Amplifikation des 16S rRNA-Gens von
Mykobakterien

Initiale 95°C 5 min 1
Denaturierung

Denaturierung 95°C I min

Annealing 61°C 30 sek 35
Elongation 72°C 2 min

Finale Elongation 72°C 10 min 1
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Amplifikation der Internal-Transcribed-Spacer-Region (ITS1-5.8 rRNA-ITS2) von Pilzen

Die im Rahmen dieser Arbeit nachgewiesenen Pilze wurden einer molekulargenetischen
Klassifizierung durch Amplifikation und Sequenzierung der Internal-Transcribed-Spacer-
Region (ITS1-5.8 rRNA-ITS2) unterzogen. Es wurde jeweils ein Reprdsentant von
morphologisch dhnlich Pilzisolaten analysiert. Fiir die PCR wurden die Primer ITS-1 und ITS-

4 verwendet.

Tabelle 7: Reaktionsansatz fiir die Amplifikation der Internal-Transcribed-Spacer-Region

(ITS1-5.8 rRNA-ITS2)

Bestandteil Menge
DNA-Polymerase 30ul
Primer ITS-1 2,7ul
Primer 1TS-4 2,7ul
Template 2,5ul
ddHO 22ul

Die PCR-Amplifikation erfolgte unter den in Tabelle 8 angefiihrten thermozyklischen

Bedingungen.

Tabelle 8: Thermozyklische Bedingungen fiir die Amplifikation der Internal-Transcribed-
Spacer-Region (ITS1-5.8 rRNA-ITS2)

Schritt °C Dauer Anzahl Zyklen
Initiale 95°C 10 min 1
Denaturierung

Denaturierung 95°C 18 sek

Annealing 52°C 30 sek 35

Elongation 52°C 1,5 min

Finale Elongation 72°C 10 min 1
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Amplifikation des omp2-Gens von Chlamydien

Zum spezifischen Nachweis von Chlamydien wurde das omp2-Gen mittels PCR amplifiziert.

Es wurden die Primer Ch1l und Ch2 verwendet.

Tabelle 9: Reaktionsansatz fiir die omp2-Gen Amplifikation

RedTaq 12,5ul
Primer Chl 0,5ul
Primer Ch2 0,5ul
Template 2,5ul
ddH,O 9ul

Die PCR-Amplifikation erfolgte unter den in Tabelle 8 angefiihrten thermozyklischen

Bedingungen.

Tabelle 10: Thermozyklische Bedingungen fiir die Amplifikation des omp2-Gens

Initiale 94°C 4 min 1
Denaturierung

Denaturierung 94°C I min

Annealing 55°C I min 40
Elongation 72°C I min

Finale Elongation 72°C 7 min 1
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Amplifikation des 16SrRNA-Gens von Chlamydien

Zur Klassifizierung der nachgewiesenen Chlamydien wurde eine Chlamydiales-spezifische

Sequenz des 16S rRNA-Gens amplifiziert und sequenziert.

Tabelle 11: Reaktionsansatz fiir die 16SrRNA-Gen Amplifikation

Bestandteil
RedTaq
Primer 16SF
Primer 16SR
Template
ddH:O

Menge
12,5ul
0,5ul
0,5ul
2,5ul
Oul

Die PCR-Amplifikation erfolgte unter den in Tabelle 11 angefiihrten thermozyklischen

Bedingungen. Um eine hohere Bindungsspezifizitit der Primer an das entsprechende

Template zu erreichen, handelt sich bei dieser PCR um eine Vorzyklen-Touch down-PCR.

Tabelle 12: Thermozyklische Bedingungen fiir die Amplifikation des 16SrRNA-Gens von

Chlamydien
Schritt
Initiale Denaturierung
Denaturierung
Annealing
Elongation

Denaturierung

Annealing
Elongation

Finale Elongation

°C
94°C
94°C
65*%°C
72°C
94°C

59°C
72°C
72°C

Dauer
4 min
30 sek
24 sek
1,5 min

30 sek

0,4 min
1,5 min

7 min

Anzahl Zyklen

1

5

*: Temperatur wird nach jedem

Zyklus um 1°C abgesenkt

25
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3.6.3 Gelelektrophorese

Die PCR-Produkte wurden mithilfe der Agarose-Gelelektrophorese aufgetrennt. Hierfiir wurde
ein 1,5%iges Agarosegel (Carl Roth GmbH & Co KG, Karlsruhe, Deutschland) hergestellt. In
die Geltaschen wurden je 7 pul des jeweiligen PCR-Produkts pipettiert. In regelmiBigen
Abstinden wurde eine Geltasche mit 3,5 ul eines Molekulargewichtsmarkers (Gene Ruler 100
Basenpaare plus DNA ladder, Thermo Fisher Scientific, Deutschland) befiillt. Danach wurden
die geladenen Gele bei einer Spannung von 200 V fiir 1 h laufen gelassen und anschlieBend in
einer Ethidiumbromid-Losung (Konzentration 2,5 mg/l) fiir 20 min gefarbt. Nach Entfarbung
der Gele in einem Wasserbad fiir 10 min wurden die Amplifikationsprodukte mithilfe eines
Transluminators (Bio-Rad Laboratories GmbH, Wien, Osterreich) unter Verwendung der

Software Quanity One sichtbar gemacht und dokumentiert.

3.6.4 Aufreinigung der PCR-Produkte

Zur Aufreinigung der PCR-Produkte wurde der GeneJet PCR Purification Kit (Thermo Fisher
Scientific, Deutschland) verwendet. Die Aufreinigung erfolgte nach Herstellerangaben. Hierbei
wurde zundchst das PCR-Produkt mit DNA-Bindungspuffer im Volumenverhiltnis 1:1
gemischt. AnschlieBend wurde im Verhéltnis 1:2 Isopropanol beigemengt. Im néchsten Schritt
wurde das Gemisch in eine DNA-Bindungsfiltereinheit tiberfiihrt und bei 12.000 x g fiir 1 min
zentrifugiert. Der Durchfluss wurde verworfen. Anschliefend wurden 700 pl Waschpuffer in
die Bindungsfiltereinheit pipettiert und das Roéhrchen erneut bei 12.000 x g fiir 1 min
zentrifugiert. Der Durchfluss wurde verworfen und das Rohrchen abermals bei 12.000 x g fiir
I min zentrifugiert, um mogliche Reste des Waschpuffers endgiiltig zu entfernen. Danach
wurde der DNA-Bindungsfilter in ein neues Rohrchen platziert und 50 pl Elutionspuffer dazu
pipettiert und anschlieend bei 12.000 x g fiir 1 min zentrifugiert.

Nach Aufreinigung der PCR-Produkte wurden diese zur Sequenzierung an die Firma LGC
Genomics nach Berlin versendet. Die dort generierten Sequenzfolgen wurden nach
Ubermittlung mit Sequenzeintrigen der NCBI GenBank-Datenbank verglichen und dabei

Sequenzéhnlichkeitswerte berechnet.
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4. Ergebnisse

4.1 Bakterien und Pilze

Es konnten von allen Choanentupferproben Bakterien auf den eingesetzten Kulturmedien unter
unterschiedlichen Inkubationsbedingungen isoliert werden (100%). In den nachfolgenden
Tabellen sind die in den Choanentupfern nachgewiesenen Bakterienarten dargestellt. Die
Klassifizierung der nachgewiesenen Bakterienisolate erfolgte massenspektrometrisch. Eine
korrekte Speziesidentifizierung wurde durch einen logarithmischen Identifikationswert (Maf3
fiir die Ubereinstimmung des generierten mit gespeicherten Referenzspektren) von >2.00
angezeigt. Ein Identifikationsscore von >1.70 bis <2.00 sprach fiir eine Identifikation auf
Gattungsebene. Bei massenspektrometrisch nicht identifizierbaren Bakterienisolaten wurde ein
representatives Isolat der 16S rRNA-Gensequenzanalyse unterzogen. Infolge wurde die
Gattungs- und Artzugehorigkeit durch Berechnung von Sequenzihnlichkeitswerten bestimmt
(Gattungszugehorigkeit: >97% Sequenzédhnlichkeit, Artzugehorigkeit: >99%
Sequenzéhnlichkeit).

Die Identifizierung von Pilzisolaten aus Choanen- und Kloakentupferproben erfolgte durch
Sequenzanalyse  der  [Internal-Transcribed-Spacer-Region  mit  Berechnung  von
Sequenzéhnlichkeitswerten (Gattungszugehorigkeit: >97% Sequenzéhnlichkeit,

Artzugehorigkeit: >98,5% Sequenzédhnlichkeit).

Tabelle 13: Kulturell nachgewiesene Bakterien und Pilze in Choanentupfern (Ch) und

Kloakentupfern (K1) sowie Ergebnisse des PCR-Nachweises von Chlamydien und Mykobakterien

Nr. Bakterien Chlamydien Mykobakterien Pilze
Ch (Kultur) (PCR) (PCR) (Kultur)
1 Staphylococcus xylosus, Salmonella enterica, - - -

Escherichia coli

3 Tsukamurella paurometabola, Escherichia - - -
coli

5 Micrococcus luteus, Moraxella osloensis = - o

7 Staphylococcus xylosus, Micrococcus luteus - - -

9 Staphylococcus xylosus, Micrococcus luteus - - Hypoxylon sp."

11 Staphylococcus xylosus, Staphylococcus - - -
equorum, Stenotrophomonas matophila
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15

16

17

19
21

23

25

27
29
31

33

35

37
39

40

42

44

46
48

50
52
54

56
58

Pseudomonas aeruginosa, Enterococcus
faecalis, Staphylococcus xylosus, Morganella
morganii

Salmonella enterica, Stenotrophomonas
pavanii !, Staphylococcus sciuri, Dietzia
aurantiaca

Providencia rettgeri, Pseudomonas
aeruginosa, Raoultella ornithinolytica,
Raoultella planticola

Pseudomonas aruginosa, Delftia acidovorans
2, Staphylococcus xylosus

Providencia rettgeri

Salmonella enterica Staphylococcus sciuri,
Stenotrophomonas maltophilia, Arthrobacter
sp

Bordetella hinzii, Falsarthrobacter sp. 3
Staphylococcus xylosus, Morganella
morganii

Bordetella hinzii, Staphylococcus lentus *
Bordetella hinzii, Corynebacterium sp. >
Staphylococcus equorum, Staphylococcus
saprophyticus ®, Bordetella hinzii
Arthrobacter sp, Staphylococcus
saprophyticus 6, Staphylococcus xylosus,
Morganella morganii

Morganella morganii, Falsarthrobacter sp °,
Salmonella enterica

Salmonella enterica

Falsarthrobacter sp 3, Micrococcus luteus,
Staphylococcus xylosus, Morganella
morganii

Staphylococcus xylosus, Micrococcus luteus,

Morganella morganii ’,

Citrobacter braakii, Corynebacterium sp. >,
Ponticoccus gilvus !, Citrobacter freundii,
Pseudomonas aeruginosa

Staphylococcus xylosus, Staphylococcus
sciuri

Staphylococcus sciuri

Micrococcus luteus, Bordetella hinzii,
Staphylococcus xylosus

Salmonella enterica

Salmonella enterica

Staphylococcus xylosus, Enterococcus
faecalis

Falsarthrobacter sp. 3

Enterococcus faecalis, Staphylococcus
xylosus, Pseudomonas aeruginosa
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Coriolopsis gallica®

Hypoxylon
rubiginosum

21
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62
64

66
68

70
72

74

76

78

80

81
83

85

87

89

91

93

95

97

99

100

102
104
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Staphylococcus xylosus, Corynebacterium sp.
5
Kocuria marina, Staphylococcus xylosus

Pseudomonas aeruginosa, Falsarthrobacter
sp. 3, Staphylococcus xylosus

Salmonella enterica, Staphylococcus xylosus

Staphylococcus epidermidis, Bordetella
hinzii, Staphylococcus xylosus

Bordetella hinzii, Staphylococcus xylosus

Providencia rettgeri, Enterococcus faecalis,
Bordetella hinzii, Staphylococcus scuiri,
Acinetobacter guillouiae, Pseudomonas
aeruginosa

Salmonella enterica, Arthrobacter sp.
Morganella morganii, Staphylococcus
xylosus, Salmonella enterica, Staphylococcus
sciuri

Staphylococcus sciuri, Staphylococcus
xylosus, Bacillus mycoides

Salmonella enterica, Staphylococcus
xylosus, Bacillus mycoides, Bordetella hinzii

Pseudomonas aeruginosa, Sphingobacterium
yamdrokense &, Stenotrophomonas
maltophilia, Bacteroides fragilis, Morganella
morganii 7

Rhizobium radiobacter, Bordetella hinzii
Pseudomonas aeruginosa, Falsarthrobacter
sp. 3

Providencia rettgeri

Pseudomonas aeruginosa

Falsarthrobacter sp. 3, Staphylococcus sciuri

Providencia rettgeri, Citrobacter freundii,
Chryseobacterium gleum

Salmonella enterica, Morganella morganii 7,
Aeromonas hydrophila

Salmonella enterica, Serratia marcescens ’,
Morganella morganii, Enterococcus faecalis

Proteus vulgaris, Morganella morganii ’,
Providencia rettgeri, Enterococcus faecalis

Morganella morganii, Escherichia coli,
Enterococcus faecalis, Providencia rettgeri

Citrobacter braakii, Enterococcus faecalis,
Morganella morganii, Bordetella trematum
Enterococcus faecalis, Morganella morganii

Staphylococcus epidermidis, Serratia
marcescens, Enterococcus faecalis

Penicillium

cinnamopurpureum

Aspergillus

westerdijkiae*

Cladosporium

herbarum?®

3

27



106

108

110

113

115

116
117
119
121

123

125
127
129
131

133

135

137

139

141

143

145

147

149

151
153
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Enterococcus faecalis, Morganella morganii,
Proteus vulgaris

Morganella morganii, Staphylococcus
xylosus, Vagococcus fluvialis

Staphylococcus xylosus, Providencia rettgeri,
Morganella morganii, Enterococcus faecalis

Morganella morganii, Enterococcus faecalis

Microbacterium liquefaciens, Proteus
hauseri, Enterococcus faecalis

Enterococcus faecalis, Salmonella enterica
Morganella morganii, Enterococcus faecalis
Bordetella trematum, Enterococcus faecalis
Enterococcus faecalis, Salmonella enterica
Bacillus cereus, Staphylococcus
haemolyticus, Stenotrophomonas maltophilia,
Staphylococcus xylosus

Bordetella hinzii, Staphylococcus sciuri
Morganella morganii, Falsarthrobacter sp. 3
Bordetella trematum '°, Morganella morganii

Pseudomonas aeruginosa, Morganella
morganii ’, Achromobacter xylosoxidans

Pseudomonas aeruginosa, Falsarthrobacter
sp. 3, Morganella morganii 7

Enterococcus casseliflavus, Arthrobacter
creatinolyticus, Staphylococcus xylosus

Providencia rettgeri, Pseudomonas
aeruginosa 12, Citrobacter braakii

Stenotrophomonas maltophilia, Morganella
morganii ’, Pseudomonas aeruginosa,
Providencia rettgeri

Morganella morganii, Elizabethkingia
miricola

Providencia rettgeri, Pseudomonas
aeruginosa, Staphylococcus xylosus

Falsarthrobacter sp. 3, Elisabethkingia
miricola, Citrobacter freundii

Staphylococcus sciuri, Citrobacter freundii,
Citrobacter braakii

Staphylococcus sciuri, Elizabethkingia
miricola, Providencia rettgeri, Citrobacter
freundii, Stenotrophomonas maltophilia
Pantoea agglomerans

Aeromonas hydrophila 13

Aspergillus
westerdijkiae*

Pithomyces
chartarum*
Aspergillus
westerdijkie?

Stemphylium

vesicarum?®
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157

159
161
163
165
167
169

171
173
175
177
179
181

183

185

187

189
191
193
195

197
199

201

203

205

207
209
211
213
215
217

Proteus hauseri, Providencia rettgeri
Providencia rettgeri, Escherichia coli ¢,
Enterococcus faecalis

Stapylococcus xylosus

Staphylococcus xylosus

Staphylococcus sciuri

Escherichia coli

Stenotrophomonas maltophilia

Salmonella enterica, Staphylococcus sciuri,
Morganella morganii, Pseudomonas
aeruginosa

Staphylococcus sciuri

Salmonella enterica '’

Morganella morganii 7

Staphylococcus sciuri

Enterococcus faecalis, Escherichia coli
Morganella morganii 7 Staphylococcus
saprophyticus 6, Staphylococcus epidermidis,
Escherichia coli, Corynebacterium sp °
Morganella morganii 7, Enterococcus
faecalis

Staphylococcus sciuri, Morganella morganii
7, Enterococcus faecalis Fehler! Textmarke n
icht definiert., Providencia rettgeri
Pseudomonas aeruginosa, Staphylococcus
sciuri

Salmonella enterica, Morganella morganii 7

Pseudomonas aeruginosa

Enterobacter cloacae, Bacillus toyonensis 16
Salmonella enterica, Citrobacter freundii,
Chryseobacterium indologenes

Morganella morganii 7

Staphylococcus sciuri, Citrobacter freundii,
Vagococcus fluvialis

Staphylococcus saprophyticus S,
Staphylococcus xylosus

Enterococcus faecalis, Staphylococcus
saprophyticus %, Vagococcus fluvialis,
Klebsiella oxytoca

Comamonas testosteroni, Staphylococcus
saprophyticus

Staphylococcus saprophyticus ©
Acinetobacter tjernbergiae

Morganella morganii

Enterococcus faecalis, Citrobacter freundii
Escherichia coli

Klebsiella oxytoca
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Sarocladium
strictum?®S
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221
223
225
227
229
231
233

235
237

239
241
243
245
247

249

65
73

79

86

90

96
105

111

118

120
124

126
128

134
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Pseudomonas aeruginosa

Aeromonas hydrophila

Staphylococcus saprophyticus °

Morganella morganii

Stenotrophomonas maltophilia

Citrobacter freundii

Providencia rettgeri, Morganella morganii !’

Pseudomonas aeruginosa, Morganella
morganii ’, Enterococcus faecalis,
Providencia rettgeri '8, Citrobacter freundii
Morganella morganii

Vagococcus fluvialis, Pseudomonas
aeruginosa
Providencia rettgeri

Acinetobacter pittii
Morganella morganii, Providencia rettgeri
Providencia rettgeri

Salmonella enterica, Pseudomonas
aeruginosa

Morganella morganii, Pseudomonas
aeruginosa

nicht durchgefiihrt
nicht durchgefiihrt

nicht durchgefiihrt

nicht durchgefiihrt
nicht durchgefiihrt

nicht durchgefiihrt
nicht durchgefiihrt

nicht durchgefiihrt
nicht durchgefiihrt

nicht durchgefiihrt
nicht durchgefiihrt

nicht durchgefiihrt
nicht durchgefiihrt

nicht durchgefiihrt

Alternaria alternata®’
Talaromyces
purpurogenus®
Cladosporium
cladosporioides *°
Alternaria alternata®
Cladosporium
herbarum?
Aspergillus
westerdijkiae*
Penicillium
cinnamopurpureum’’
Sarocladium sp.>*
Penicillium
griseofulvum’
Aspergillus
westerdijkiae”
Stagonosporopsis
curcurbitacearum’?
Alternaria alternata®
Acrostalagmus
luteoalbus®®
Alternaria alternata®
Chondromycess
antarcticum’’
Penicillium
copticola®”
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154 | nicht durchgefiihrt - - Scopulariopsis
brumptii’®

156  nicht durchgefiihrt - - Aspergillus
restrictus’!

192 | nicht durchgefiihrt - - Aspergillus
westerdijkiae”

198  nicht durchgefiihrt + - -

200  nicht durchgefiihrt + - -

204  nicht durchgefiihrt - - Penicillium
cinnamopurpureum’’

212 nicht durchgefiihrt - - Trichoderma
longibrachiatum?®

Héchste Sequenzihnlichkeitswerte zu !Stenotrophomonas pavanii (99,72%), 2Delftia acidovorans (99,93%),
3Falsarthrobacter nasiphocae (97,29%), *Staphylococcus lentus (99,93%), >Corynebacterium hansenii (97,8%),
SStaphylococcus saprophyticus ssp. saprophyticus (99,93%), "Morganella morganii ssp. morganii (99,72%),
8Sphingobacterium yamdrokense (99,72%), *Serratia marcescens (99%), '°Bordetella trematum (99,71%), ! Ponticoccus
gilvus (99,04%), '2Pseudomonas aeruginosa (99,93%), *Aeromonas hydrophila ssp. hydrophila (99,86%), *Escherichia coli
(99,4%), 13Salmonella enterica ssp. diarizonae (99,56%), '°Bacillus toyonensis (99,85%), '"Morganella morganii ssp.
morganii (99,15%), '8Providencia rettgeri (99,58%) ,'*Hypoxylon sp (97%), 2°Coriolopsis gallica (99,67%), 2 Hypoxylon
rubiginosum (99,82%), **Aspergillus westerdijkiae (99,09%), *Cladosporium herbarum (99,80%), *Pithomyces chartarum
(99,82%), 23Stemphylium vesicarium (99,63%), 2°Sarocladium strictum (99,25%), ¥’ Penicillium copticola (100%),
BScopulariopsis brumptii (99,11%), 2 Trichoderma longibrachiatum (99,83%), 3°Penicillium cinnamopurpureum (99,81%),
3 Aspergillus restrictus (99,82%), 32Stagonosporopsis curcurbitacearum (99,41%), 33 Talaromyces purpureogenus (99,63%),
34Sacroladium sp. (>97%), ¥ Penicillium griseofulvum (99,61%), 3°Alternaria alternata (100%), 3’ Chondromyces
antarcticum (100%), Acrostalagmus luteoalbus (99,62%), 3*Cladosporium cladosporioides (100%), ** Alternaria alternata
(98,60 %)

4.1.1 Salmonellen

Die massenspektrometrischals Salmonella enterica identifizierten Bakterienisolate (n=18)
wurden zur Serotypisierung an die AGES Graz versandt und dabei die in Tabelle 14

angeflihrten Salmonella enterica-Unterarten und Serotypen ermittelt.

Tabelle 14: Serotypisierungsergebnisse der Sa/monella-Isolate

Proben# Salmonella enterica Serotyp Serotyp
Unterart Eigenname Antigenformel
1 Salmonella enterica ssp. - 65:2z10:en,x,z15

diarizonae
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15 Salmonella enterica ssp. - 6,14:1v:z
diarizonae

21 Salmonella enterica ssp. Tuindorp 43 : 74,732 : -
houtenae

35 Salmonella enterica ssp. - 11:Lv:z
diarizonae

37 Salmonella enterica ssp. - 58:252:z
diarizonae

50 Salmonella enterica ssp. - 60 :k:z53
diarizonae

52 Salmonella enterica ssp. - 50 :k:z
diarizonae

66 Salmonella enterica ssp. - 11:Lv:z
diarizonae

74 Salmonella enterica ssp. - 57 :k:enx,z15
diarizonae

78 Salmonella enterica ssp. - 47 :z52:1,5,7
diarizonae

93 Salmonella enterica ssp. - 11:Lv:z
diarizonae

95 Salmonella enterica ssp. - 50:r:z
diarizonae

116 Salmonella enterica ssp. = 47 :z52:1,5,7
diarizonae

121 Salmonella enterica ssp. - 47 :z52:1,5,7
diarizonae

169 Salmonella enterica ssp. - 43 : 752 : 753
diarizonae

173 Salmonella enterica ssp. - 47 :z52:1,5,7

diarizonae
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189 Salmonella enterica ssp. - 43 : 752 : 753
diarizonae

195 Salmonella enterica ssp. Tuindorp 43 : 74,732 : -
houtenae

247 Salmonella enterica ssp. - 60 : k:z53
diarizonae

4.1.2. Chlamydien

Es wurden sdmtliche Probentupfer (n=249) auf Chlamydien getestet und dabei 23 Proben durch
Einsatz der Chlamydiales-spezifischen 16S rRNA-Gen-PCR als positiv ermittelt. Durch
Sequenzierung der erhaltenen Amplikons und Sequenzvergleiche mit Eintrdgen in der NCBI
GenBank-Datenbank konnten fiir die Amplifikate der Proben 39Ch, 40Ch, 131Ch, 135Ch,
198K1 und 200Kl ein Sequenzdhnlichkeitswert von 99% zu Chlamydia sp. H15-1957-10C
(Chlamydien-Isolat aus einer Griinen Buschviper) bzw. von 98% zu Chlamydia pneumoniae
berechnet werden. Aufgrund von Mischamplifikationen konnten bei den verbleibenden 17

Amplikons keine verwertbaren Sequenzierergebnisse erzeugt werden.

4.1.3 Mykobakterien

Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurden auch alle Probentupfer auf Mykobakterien getestet
(n=249). Auch hier konnte durch den Einsatz einer Mykobakterien-spezifischen 16S rRNA-
Gen-PCR in den folgenden 21 Choanentupferproben Mykobakterien detektiert werden: 155Ch,
157Ch, 165Ch, 177Ch, 185Ch, 195Ch, 207Ch, 209Ch, 211Ch, 213Ch, 215Ch, 217Ch, 219Ch,
221Ch, 231Ch, 233Ch, 235Ch, 237Ch, 241Ch, 245Ch und 247Ch. Nach Sequenzierung und
durch  Sequenzvergleichsuntersuchungen  konnte  fiir  alle  Amplifikate  ein

Sequenzéhnlichkeitswert von 99,25% zu Mycobacterium avium ermittelt werden.
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4.1.4 Mykoplasmen

Es wurden sdmtliche Choanentupfer kulturell auf Mykoplasmen untersucht. Dabei konnten aus

insgesamt 10 Choanentupfern Mykoplasmen isoliert werden. Alle gewonnenen

Mykoplasmenisolate ~ waren  massenspektrometrisch  nicht identifizierbar. ~ Durch
Sequenzanalyse des 16S rRNA-Gens, der 16S-23S intergenischen Spacer-Sequenz und eines
rpoB-Genfragments konnten die 10 Mykoplasmenisolate keiner bisher beschriebenen
Mykoplasmenart zugeordnet werden. Die ermittelten Sequenzéhnlichkeitswerte zu bekannten
Mykoplasmenarten weisen auf die Zugehorigkeit der 10 Mykoplasmenisolate zu zwei bislang

unbeschriebenen Mykoplasmenarten hin (Tabelle 15).

Tabelle 15: Sequenzdhnlichkeitswerte gewonnener Mykoplasmenisolate zu nichstverwandten

Mykoplasmenarten
Probennummer Schlangenart 16S rRNA-Gen 16S-23S rpoB-Gen
intergenischer
Spacer
93Ch Naja naja Mycoplasma Mycoplasma Mycoplasma
fermentans (94%) lipofaciens (87%)  fermentans (83%)
99Ch Naja atra Mycoplasma Mycoplasma Mycoplasma
fermentans (94%) lipofaciens (87%) | fermentans (83%)
102Ch Naja atra Mycoplasma Mycoplasma Mycoplasma
fermentans (94%) lipofaciens (87%) = fermentans (83%)
116Ch Naja sputatrix Mycoplasma Mycoplasma Mycoplasma
fermentans (94%) lipofaciens (87%) = fermentans (83%)
125Ch Trimeresurus Mycoplasma Mycoplasma Mycoplasma
purpureomaculatus iguanae (95%) iguanae (86%) pulmonis (73%)
127Ch Trimeresurus Mycoplasma Mycoplasma Mycoplasma
puniceus iguanae (95%) iguanae (86%) pulmonis (73%)
135Ch Trimeresurus Mycoplasma Mycoplasma Mycoplasma
albolabris iguanae (95%) iguanae (86%) pulmonis (73%)
235Ch Agkistrodon Mycoplasma Mycoplasma Mycoplasma
venezuelaensis iguanae (95%) iguanae (86%) pulmonis (75%)
237Ch Agkistrodon Mycoplasma Mycoplasma Mycoplasma
venezuelaensis iguanae (95%) iguanae (86%) pulmonis (73%)
239Ch Agkistrodon Mycoplasma Mycoplasma Mycoplasma
venezuelaensis iguanae (95%) iguanae (86%) pulmonis (73%)
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5. Diskussion

Chlamydia pneumoniae ist ein Infektionserreger der oberen und unteren Atemwege bei
Menschen und Tieren (Mitchell et al., 2010). Auch andere Organsysteme wie der
Verdauungstrakt konnen bei Reptilien betroffen sein und beispielsweise in einer
nekrotisierenden Enteritis resultieren (Homer et al, 1994). In dieser Arbeit konnten in 6
Tupferproben (Privalenz 2,4%, vier Choanentupfer, zwei Kloakentupfer) Chlamydia sp. mit
hochster Sequenzéhnlichkeit von 99% zu dem aus einer Griinen Buschviper isolierten
Chlamydienstamm H15-1957-10C und von 98% zu Chlamydia pneumoniae nachgewiesen
werden. Insgesamt wurden 23 Chlamydiales-positive Amplikons (Priavalenz 9,2%) zur
Sequenzanalyse eingesandt, bei 17 Proben waren durch Generierung von Amplikongemischen
die Sequenzierergebnisse jedoch nicht verwertbar. Durch den Einsatz eines generischen,
Chlamydiales-spezifischen PCR-Systems waren Mischamplifikatationen zu erwarten, zumal
Schlangen eine Vielzahl von bislang unbeschriebenen Chlamydien-Arten und Chlamydien-
dhnliche Mikroorganismen der Ordnung Chlamydiales beherbergen konnen (Soldati et al.,
2004, Staub et al., 2018). Alle Tiere mit positivem Chlamydien-Nachweis waren klinisch
unauffillig. Dies deckt sich mit einer Untersuchung von 6 Schweizer privaten
Schlangenhaltungen, bei der es ebenfalls gelang Chlamydia pneumoniae bei klinisch
unauffilligen Schlangen sowohl aus Choanen- als auch Kloakentupfern nachzuweisen (Taylor-
Brown et al., 2015). Esist zu erwdhnen, dass im Rahmen dieser Arbeit keine Tiere pathologisch
untersucht wurden und somit keine Schlussfolgerungen hinsichtlich pathologischer
Organverdnderungen gezogen werden konnen. In Anbetracht des Fehlens klinisch sichtbarer
Verianderungen bei den untersuchten Schlangen sollte in jedem Fall das Risiko bedacht werden,
dass auch klinisch unauffillige Tiere mit Chlamydia sp. bzw. Chlamydia pneumoniae infiziert
oder besiedelt sein konnen. Nicht nur bei der Umsetzung von Quarantdnemalnahmen, sondern
auch bei der Evaluierung eines mdglichen Zoonoserisikos, muss auf entsprechende
Hygienemallnahmen geachtet werden, da Chlamydia pneumoniae als hiufiger Erreger von
Pneumonien sowie Bronchitiden bei Menschen bekannt ist (Hahn et al., 2002).

Ob es sich bei den nachgewiesenen Chlamydien um Vertreter einer neuen Art oder um
Stammvarianten von Chlamydia pneumoniae handelt, konnte im Rahmen dieser Studie nicht

geklart werden. Hierflir sind umfassende Sequenzanalysen von weiteren phylogenetischen
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Markergenen oder Gesamtgenomvergleichsstudien notwendig (Sachse et al., 2014). Mittels
omp2-PCR konnte bei keiner der 249 Proben Chlamydien nachgewiesen werden. Diese
negativen Ergebnisse konnen auf unterschiedliche Ursachen, wie Pipettierfehler bei der
Herstellung von PCR-Reaktionsgemischen, mangelnde analytische Spezifitit der
durchgefiihrten PCR oder Erregerkonzentrationen unterhalb der Nachweisgrenze der omp2-
PCR zuriickzufiihren sein.Letzeres erscheint im vorliegenden Fall am wahrscheinlichsten, da
von einer geringen Chlamydien-Konzentration in Proben von asymptomatischen Tieren
auszugehen ist, Chlamydien in 23 der untersuchten Proben durch Einsatz der hoher-sensitiven
Chlamydiales-spezifischen PCR nachzuweisen waren und Chlamydien bei vorangegangenen,

akuten Erkrankungsfillen im Bestand mithilfe der omp2-PCR detektiert werden konnten.

Insgesamt wurden von 249 untersuchten Tupferproben, in 21 Choanentupferproben (Priavalenz
8,4%) Mykobakterien mithilfe einer gattungsspezifischen PCR nachgewiesen. In der
anschlieBenden  Sequenzanalyse  konnte  fiir alle  Amplikons ein  hdchster
Sequenzéhnlichkeitswert von 99,25% zu Mycobacterium avium ermittelt werden. Unterarten
von M. avium sind unter anderem die Ausloser der Gefliigeltuberkulose bei Vogeln und der
John’schen Krankheit bei Wiederkduern (McDiarmid, 1984; Dvorska et al., 2003; Harris und
Barletta, 2001). Es handelt sich um eine ubiquitir auftretende Mykobakterienart, die
beispielsweise aus Wasser isoliert werden kann (Parker et al., 1983; von Reyn et al., 1993). Es
ist somit moglich, dass Mycobacterium avium durch Kontamination in dem vorgelegten Fall in
die Maulhohle der Schlangen gelangt. Moglicherweise geschieht dies durch kontaminiertes
Wasser bzw. Futter oder durch das Handling mehrerer Schlangen hintereinander ohne korrektes
Waschen und Desinfizieren der Hénde. Nicht-tuberkuldse Mykobakterien, wie beispielsweise
die des Mycobacterium avium-Komplexes konnen granulomatdse Lésionen in der Subcutis von
Reptilien auslosen (Reil et al., 2017). Daher ist wie bereits bei den Chlamydien nicht
auszuschlieBen, dass pathologische Verdnderungen bereits nachzuweisen wiren, diese sich

aber noch nicht klinisch manifestiert haben.

Verschiedene Mykoplasmenarten sind bedeutsame Erreger von Atemwegserkrankungen bei
Menschen und Tieren (Rosengarten et al., 2001). Auch bei Schlangen konnten bisher vereinzelt

nicht ndher charakterisierte Mykoplasmen aus oder in entziindlichen Verdnderungen des
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Respirationstrakts isoliert bzw. nachgewiesen werden (Penner et al., 1997; Schmidt et al., 2013;
Marschang et al., 2016). In der vorliegenden Studie war die Isolierung von Mykoplasmen aus
insgesamt 10  Choanentupferproben  erfolgreich.  AnschlieBende  phylogenetische
Untersuchungen wiesen eindeutig darauf hin, dass es sich bei den nachgewiesenen
Erregerisolaten um Vertreter zweier bislang unbeschriebener Mykoplasmenarten handelt.
Wihrend die von Echten Kobra (Naja)-Arten isolierten Mykoplasmen dem phylogenetischen
M. bovis-Cluster zugeordnet werden konnten, zeigten die Mykoplasmenisolate aus
Grubenottern (Agkistrodon, Trimeresurus) ndhere Verwandtschaft mit Vertretern des
phylogenetischen M. hyopneumoniae-Clusters (Volokhov et al., 2012). Da es sich bei dem
vorliegenden Mykoplasmennachweis um eine Erstisolierung zweier unbekannten
Mykoplasmenarten handelt, ist die veterindrmedizinische Bedeutung der nachgewiesenen
Mykoplasmen vollig unbekannt. Thre nahe Verwandtschaft zu bekannten Mykoplasmenarten,
die bei Tieren schwere Erkrankungen der Atmungsorgane hervorrufen kénnen (M. bovis, M.
hyopneumoniae, M. pulmonis), konnte jedoch auf Erregerfahigkeiten, auch bei Giftschlangen

Atemwegserkrankungen auszuldsen, hinweisen.

Neben Chlamydien, Mykoplasmen und Mykobakterien konnten in den 128
Choanentupferproben diverse weitere Bakterienarten nachgewiesen werden. Die Tiere zeigten
keine klinischen Auffilligkeiten. Daher sind die nachgewiesenen Mikroorganismen
moglicherweise der physiologischen oralen Mikrobiota bei Giftschlangen zuordenbar. Zu den
am haufigsten nachgewiesen Arten im Rahmen dieser Arbeit gehoren Staphylococcus xylosus
(n=32), Salmonella enterica (n=21), Stenotrophomonas maltophilia (n=8), Pseudomonas
aeruginosa (n=22), Enterococcus faecalis (n=25), Morganella morganii (n=40),
Staphylococcus sciuri (n=18), Providencia rettgeri (n=20), Bordetella hinzii (n=11),
Falsarthrobacter sp. (n=10) und Citrobacter freundii (n=10). Providencia sp. wurde bereits
1980 aus Maulhohlen von in menschlicher Obhut lebenden Schlangen isoliert (Arroyo et al.
1980). Jorge et al. (1990) konnten bei Bothrops jararaca in der Maulhdhle verschiedene
Bakterien wie zum Beispiel Enterobacter sp., Citrobacter sp., Providencia rettgeri und
Clostridium sp. nachweisen. Klapperschlangen wiesen als Hauptkomponenten der oralen
Mikrobiota Salmonella enterica ssp. diarizonae, Enterobacter cloacae und Pseudomonas

aeruginosa auf (Ferreira et al., 2009). Bei der Beprobung von 75 bakteriellen Infektionen nach
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Schlangenbissen in Costa Rica waren die héufigsten nachweisbaren Mikroorganismen
Morganella morganii, Aeromonas hydrophila und Providencia rettgeri (Brenes-Chacén et al.,
2019). Wird der Vergleich dieser Studien mit den in dieser Arbeit vorliegenden Ergebnissen
gestellt, ldsst sich feststellen, dass es sich insgesamt meist um die gleichen Bakterienarten
handelt. Der Unterschied liegt in der Haufigkeit ihres Auftretens bei den Beprobungen der
verschiedenen Studien. Dies konnte mehrere zugrundeliegende Ursachen haben. Unter
anderem spielt die fdkale Keimflora der Futtertiere in der Zusammensetzung der
Keimbesiedlung der Maulhdhle der Schlangen eine Rolle (Garg et al, 2009). Weiters sind bei
in menschlicher Obhut gehaltenen Tieren die Haltungsbedingungen immer bei der
Interpretation der Ergebnisse miteinzubeziehen. Immunsuppression ist unter anderem oft der
Grund fiir eine bakterielle Infektion. Diese kann zum Beispiel durch inaddquate
Luftfeuchtigkeit, Temperatur und auch mangelnde Hygiene bedingt sein (Chinnadurai und
Devoe, 2009). Diese inaddquaten Bedingungen ermdglichen fakultativ pathogenen Erreger
ursichlich fiir Erkrankungen verantwortlich zu sein (Sonntag et al., 2021).

Ein Beispiel dafiir, dass Opportunisten unter Umstéinden Erkrankungen auslésen kdnnen, ist
der bereits beschriebene Fallbericht iiber eine Naja naja atra, die aufgrund einer Morganella
morganii-Infektion verstarb (Wang et al., 2017). Aus dem Bericht gehen die genauen
Haltungsbedingungen der Schlange nicht hervor, weshalb eine vorausgegangene
Immunsuppression nicht auszuschlieBen ist. Der Nachweis von Morganella morganii in der
hier vorliegenden Studie konnte zum Vergleich mit dem zuvor erwihnten Fallbericht zwar mit
keiner klinisch apparenten Auffilligkeit der Tiere durch eine duBerliche Untersuchung in
Verbindung gebracht werden, jedoch ist hervorzuheben, dass es in dieser Studie zu keiner
pathologischen Untersuchung der Tiere gekommen ist. Dies schlieBt somit eine innerliche
Organverdnderung nicht aus.

Bordetella hinzii konnte in 11 Choanentupferproben nachgewiesen werden. Der Nachweis
dieser Spezies gelingt hdufig bei Schlangen (Schmidt et al., 2013). Neben dem Nachweis bei
Schlangen mit respiratorischen Krankheitssymptomen konnte Bordetella hinzii auch bei
klinisch unauffalligen Tieren gefunden werden. Die Pathogenitit des Erregers ist somit nicht
vollstindig geklért (Plenz et al., 2015). Bei Menschen geht man davon aus, dass es sich um
einen fakultativ pathogenen Krankheitserreger handelt (Donato et al., 2005). Ebenfalls konnte

Bordetella trematum bei unserer Beprobung nachgewiesen werden. Das Bakterium wurde bei
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Menschen bereits aus polymikrobiellen Infektionsprozessen isoliert, wie zum Beispiel
chronischen Ulzera und Wunden mit verminderter Perfusion und Nekrose. Dem ist jedoch
hinzuzufiigen, dass die klinische Signifikanz der Spezies bis dato unklar ist (Daxboeck et al.,
2004; Almagro-Molto et al., 2015, Almuzara et al., 2015). Aufgrund dieser nicht vollstindig
geklarten klinischen Relevanz bei beiden Bakterienspezies, ist die Bedeutung des Nachweises,
unter anderem in Hinblick auf ein zoonotisches Potential, fiir den Menschen schwer
einschitzbar. Sowohl bei Menschen als auch bei Reptilien besteht hier vermutlich noch weiterer

Forschungsbedarf.

Insgesamt konnten in 18 Choanentupferproben Salmonellen nachgewiesen werden. Sechzehn
Proben (Privalenz 12,5%) wiesen Salmonella enterica ssp. diarizonae auf, 2 weitere (Privalenz
1,56%) Salmonella enterica ssp. houtenae Serovar Tuindorp. Es ist bekannt, dass Salmonellen
Teil des Mikrobioms des Verdauungstraktes vieler Reptilienarten sind (Burnham et al., 1998;
Madsen et al., 1998; Pedersen et al, 2008). Die 18 positiven Nachweise aus
Choanentupferproben sprechen mdglicherweise fiir eine fikal-orale Kontamination. Es ist
anzunehmen, dass die Tiere durch Verunreinigungen im Terrarium bei der Futter- oder
Wasseraufnahme mit ihren eigenen oder von Partnertieren ausgeschiedenen, Salmonellen
beinhaltenden Faeces in Kontakt kommen, wodurch der Nachweis in der Maulhdhle moglich
wird. Zudem ist die Kontamination der Maulh6hle mit Salmonellen durch Futtertiere selbst in
Erwédgung zu ziehen. Weiters besteht die Moglichkeit einer konstanten Besiedelung mit
Salmonellen, was heif3t, dass Salmonellen ein Bestandteil des physiologischen Mikrobioms
sind, wie es auch in Studien iiber verschiedene Klapperschlangenarten beschrieben wird
(Ferreira et al., 2009).

Die Ausscheidung von Salmonellen erfolgt intermittierend, somit miissen betroffene Tiere
nicht zwangsweise auch beim Zeitpunkt der Probennahme Salmonellen ausscheiden (Burnham
et al, 1998), weshalb nicht auszuschlieBen ist, dass die Anzahl der betroffenen Schlangen héher
ist als die in dieser Arbeit positiv beprobten Tiere.

Es konnte sowohl fiir Salmonella ssp. diarizonae als auch fiir Salmonella enterica ssp. houtenae
ein zoonotisches Potential nachgewiesen werden (Schneider et al., 2009; Bertrand et al., 2008).

Aufgrund dieses zoonotischen Potentials sind bei engem Kontakt mit den Tieren stets
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Hygienemallnahmen zu beachten. Dies gilt insbesondere fiir Risikogruppen wie zum Beispiel

Kinder oder immunsupprimierte Menschen.

Aus 10 Choanentupferproben konnten 9 und aus 19 Kloakentupferproben 15 verschiedene
Pilzarten isoliert werden. Die nachgewiesenen Pilzisolate waren Alternaria alternata (n=4),
Talaromyces purpurogenus (n=1), Cladosporium cladospotioides (n=1), Cladosporium
herbarum (n=1), Aspergillus westerdijkiae (n=3), Penicillium cinnamopurpureum (n=2),
Sacroladium sp. (n=1), Penicillium griseofulvum (n=1), Penicillium copticola (n=1),
Stagonosporopsis curcurbitacearum (n=1), Scopulariopsis brumptii (n=1), Acrostalagmus
luteoalbus (n=1), Chondromyces antarcticum (n=1), Aspergillus restrictus (n=1) und
Trichoderma longibrachiatum (n=1). Wie bereits erwihnt, wiesen die Tiere keine klinischen
Auftilligkeiten auf. Hier ist abermals davon auszugehen, dass es sich bei den nachgewiesenen
Pilzen um Komponenten der physiologischen Keimflora sowohl des Rachens als auch der
Kloake handelt. Weiters konnte es sich bei den nachgewiesenen Pilzen auch um
Umweltkontaminanten handeln, die beispielsweise durch Einbringen von Substraten, iiber
Futtertiere oder durch eine unzureichende Hygienepraxis in die Terrarien eingetragen wurden.
Viele der isolierten Pilzspezies konnten bereits bei Reptilien, unter anderem Schlangen,
nachgewiesen werden (Rosenthal und Mader, 1996; Nichols et al., 1999; Cheatwood et al.,
2003). Sie sind als physiologischer Bestandteil des gastrointestinalen Mikrobioms beschrieben,
besitzen aber das Potential als Krankheitserreger bei suboptimalen Haltungsbedingungen zu
fungieren (Jacobson, 1980; Hernandez-Divers, 2001; Miller et al., 2004; Oros et al., 2004).
Auch hier sei das zoonotische Potential nicht zu vernachlissigen, da beispielsweise Aspergillus
spp. invasive Aspergillosen bei immunsupprimierten Menschen verursachen konnen

(Bernardeschi et al., 2015).
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6. Zusammenfassung

Ziel der vorliegenden Diplomarbeit war es, Chlamydien sowie andere potenzielle
respiratorische Infektionserreger (Pathobionten) in einem Schlangenbestand (Familie
Viperidae) mit vorangegangenen Chlamydien-assozierten Atemwegserkrankungen in
Choanen- und Kloakentupferproben nachzuweisen. Es war hierbei von besonderem Interesse,
asymptomatische Trégertiere zu identifizieren, um infolge durch entsprechende Mafnahmen
eine weitere Erregerausbreitung im Bestand zu verhindern und dabei mogliche Infektketten zu
durchbrechen. Der Erregernachweis erfolgte durch Kultivierung mit anschlieBender
massenspektrometrischer Identifikation der Erregerisolate mittels MALDI-TOF. Die
massenspektrometrisch nicht identifizierbaren Bakterienisolate wurden durch Analysen des
16S rRNA-Gens (Bakterien, Mykoplasmen), der 16S-23S intergenischen Spacersequenz
(Mykoplasmen) und eines rpoB-Genfragments (Mykoplasmen) taxonomisch eingeordnet. Die
Identifizierung der nachgewiesenen Pilzisolate erfolgte ausschlie8lich tiber Analyse der ITS1-
5.8 rRNA-ITS2-Sequenzen. Chlamydien und Mykobakterien wurden durch den Einsatz von
generischen PCR-Systemen nachgewiesen und anschlieBend durch Amplikonsequenzierung
klassifiziert.

Da die untersuchten Schlangen zum Zeitpunkt der Beprobung keine klinischen Symptome
aufwiesen, konnen die nachgewiesen Mikroorganismen als Komponenten der autochthonen
Mikrobiota bei Giftschlangen angesehen werden. Einige der nachgewiesenen Bakterienarten
sind jedoch auch als opportunistische Erreger von Atemwegserkrankungen bei Schlangen
bekannt. Zu den am hiufigsten nachgewiesen Bakterien gehorten Staphylococcus xylosus
(n=32), Salmonella enterica (n=18), Stenotrophomonas maltophilia (n=8), Pseudomonas
aeruginosa (n=22), Enterococcus faecalis (n=25), Morganella morganii (n=40),
Staphylococcus sciuri (n=18), Providencia rettgeri (n=20), Bordetella hinzii (n=11),
Falsarthrobacter sp. (n=10) und Citrobacter freundii (n=10). Haufiger nachgewiesene Pilze
waren Alternaria alternata (n=4), und Aspergillus westerdijkiae (n=3). Zudem gelang der
molekulargenetische Nachweis von Chlamydien (n=23) und Mycobacterium avium (n=21)
sowie der kulturelle Nachweis von zwei bislang unbeschriebenen Mykoplasmenarten (n=10).
Zusammenfassend konnten durch die Anwendung mikrobiologisch-diagnostischer

Standardverfahren asymptomatische Trédgertiere von Chlamydien und weiteren potenziellen
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respiratorischen Infektionserregern im Schlangenbestand identifiziert werden. Auferdem
lieferte die Arbeit einen Uberblick iiber die natiirlich auftretenden Mikrobiota in Choane und
Kloake bei Giftschlangen aus der Familie Viperidae. Der Nachweis von nicht-klassifizierbaren
Erregern schuf auflerdem eine Basis fiir weitere Untersuchungen, die zur Beschreibung neuer

mikrobieller Taxa fiihren konnten.



49

7. Summary

This diploma thesis aimed at detecting chlamydia and other respiratory pathobionts in choanal
and cloacal swab samples taken from individuals of a snake collection (family Viperidae)
with a history of chlamydia-associated respiratory disease. It was of particular interest to
identify asymptomatic carrier animals and in consequence, to apply appropriate measures in
preventing further spread of the pathogens and to interrupt possible chains of infection.
Bacteria and fungi were isolated from swab samples by cultivation and bacterial isolates were
identified using MALDI-TOF. Bacterial isolates unidenfiable to the species level by mass
spectrometry were submitted to 16S rRNA gene (bacteria, mycoplasmas), 16S-23S intergenic
spacer (mycoplasma), and partial rpoB (mycoplasmas) sequence analyses. Fungal isolates
were identified by sequencing the ITS1-5.8 rRNA-ITS2 spacer region. Chlamydia and
mycobacteria were detected by employing generic PCR systems and subsequently classified
by amplicon sequencing.

Since the snakes examined did not exhibit clinical symptoms at the time of sampling, the
microorganisms detected may be considered as components of the autochthonous microbiota
in venomous snakes. However, some of the isolated bacterial species are known opportunistic
pathogens that may cause respiratory disease in snakes under certain circumstances. The most
frequently isolated bacteria were Staphylococcus xylosus (n=32), Salmonella enterica (n=18),
Stenotrophomonas maltophilia (n=8), Pseudomonas aeruginosa (n=22), Enterococcus
faecalis (n=25), Morganella morganii (n=40), Staphylococcus sciuri (n=18), Providencia
rettgeri (n=20), Bordetella hinzii (n=11), Falsarthrobacter sp. (n=10), and Citrobacter
freundii (n=10). More commonly isolated fungi were Alternaria alternata (n=4) and
Aspergillus westerdijkiae (n=3). In addition, chlamydia and Mycobacterium avium were
detected by PCR in 23 and 21 swab samples, respectively, and two undescribed Mycoplasma
species were isolated from 10 choanal swabs.

In summary, by applying standard microbiological procedures asymptomatic animals that
carried chlamydia and other respiratory pathobionts were identified in the snake collection.
Furthermore, the study results provide an overview of the autochthonous microbiota residing

in the choana and cloaca of venomous snakes (family Viperidae), and the detection of
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unclassifiable bacteria creates a basis for further studies that could lead to the description of

new microbial taxa.
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