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1. Einleitung und Fragestellung

Durch Vektoren Ubertragene Krankheiten (VBDs, engl. vector-borne diseases) gewinnen
auch in Osterreich immer mehr an Bedeutung. Sie werden von Erregern wie zum Beispiel
Viren, Bakterien und Parasiten (Protozoen und Helminthen) verursacht, die von
verschiedenen Arthropoden wie Zecken, Stechmucken, Sand- bzw. Schmetterlingsmuicken,
Lausen und Fl6hen ulbertragen werden. Klimatische Veranderungen bewirken, dass sich
Erreger und ihre Vektoren in bislang nicht endemische Gebiete ausbreiten und dort stabile

Populationen etablieren.

Die globale Erwarmung hat einen erheblichen Einfluss auf die Verbreitung von VBDs: Die
tendenzielle Erhéhung der Tagesdurchschnittstemperaturen auch im alpinen Bereich wirkt
sich in zweierlei Hinsicht aus: Zum einen koénnen die einzelnen parasitaren
Entwicklungsstadien schneller durchlaufen werden, was fir Parasiten einen Vorteil in
kurzlebigen Zwischenwirten wie blutsaugenden Insekten bedeutet. Zum anderen
beglnstigen moderate Wintertemperaturen die Ausbreitung von Zwischenwirtarten sowohl in
nordlichere, als auch in hoher gelegene Gebiete: ,Fir die Welt der Parasiten bedeutet dies
neben der horizontalen Ausbreitung Richtung Norden auch eine geographisch vertikale

Ausbreitung in héher gelegene Gebiete® (Prosl 2008).

Wildtiere spielen eine wichtige, aber oft unterschatzte Rolle im Zusammenhang mit der
Etablierung von VBDs und deren Vektoren (Tomassone et al. 2018). So konnten in den
letzten Jahren bereits in verschiedenen Wildtierpopulationen, unter anderem in Rotwild
(Cézanne et al. 2017), Rotflichsen (Hodzi¢ et al. 2018) und diversen Wildwiederkauern
(Messner et al. 2019) Infektionserreger, die von Zecken bzw. Stechmuicken Ubertragen

werden, nachgewiesen werden.

Es gibt bislang keine Studie, die Murmeltiere in Tirol und Vorarlberg auf Blutparasiten
untersucht hat. Da jedoch bereits Blutparasiten in anderen Tierarten in den betreffenden
Regionen nachgewiesen werden konnten, besteht die Mdglichkeit, dass diese auch in der
Murmeltierpopulation Verbreitung gefunden haben. In dieser Studie wurden daher
Murmeltiere aus Tirol und Vorarlberg auf Protozoen (BabesialTheileria und
Leishmanial Trypanosoma), filarioide Nematoden und Bakterien (AnaplasmalEhrlichia und
Rickettsia) im Blut untersucht. In der durchgeflihrten Studie soll geklart werden, ob die durch
die oben genannten Erreger hervorgerufenen VBDs in der Murmeltierpopulation (Stand

2018) nachweisbar sind.



1.1 Murmeltiere (Marmota marmota)
Das Alpenmurmeltier (Marmota marmota) ist ein Nagetier, dessen natlrliches
Verbreitungsgebiet die Zentral- und Westalpen und die Hohe Tatra umfasst. Durch gezielte
Aussetzung sind Murmeltiere heute auch in den Ostalpen, den Pyrenden und im
Schwarzwald beheimatet (Arnold 1999).

Alpenmurmeltiere besiedeln verschiedene Hohenlagen, die von der jeweiligen lokalen
Baumgrenze bis etwa 200 HOhenmeter darUber reichen. Murmeltiere nutzen auch
Rodungsflachen unterhalb der Baumgrenze, wobei sie jedoch bestimmte Hohenlagen nicht
unterschreiten und somit erst ab einer H6he von mindestens 800 Metern zu beobachten sind
(Arnold 1999). Da Alpenmurmeltiere gut an extreme alpine Bedingungen angepasst sind,
siedeln sie bis an den Ful von Gletschern und erreichen dabei gelegentlich H6henlagen von
3000 Metern. Zu den naturlichen Feinden des Murmeltieres zahlen vor allem Greifvogel wie

der Steinadler, aber auch Baummarder und Flichse.

Von besonderem wissenschaftlichen Interesse war seit Ende des 19. Jahrhunderts die
Fahigkeit des Alpenmurmeltieres, Winterschlaf zu halten (Arnold 1999). In diesem
Zusammenhang findet sich auch eine der friilhesten Erwahnungen von Blutparasiten beim
Murmeltier in einem Artikel Uber die Resistenz von Murmeltieren gegen parasitare
Erkrankungen wahrend des Winterschlafs von Raphael Blanchard und Marc Blatin aus dem
Jahr 1907. Sie beobachteten, dass Murmeltiere im Allgemeinen gut fur Trypanosoma
empfanglich seien, im Winterschlaf jedoch unempfanglich fir den Erreger waren (Hoffmann
1912).



1.2 Protozoen

Unter Protozoen versteht man frei oder parasitisch lebende, einzellige, eukaryotische
Mikroorganismen von unterschiedlicher Grofie (1—300 um) und Gestalt. Die Protozoenzelle
ist prinzipiell gleich aufgebaut wie andere eukaryotische Zellen. Vor allem parasitisch
lebende Formen besitzen zudem spezielle Organellen. Dazu gehdren zum Beispiel der
Apikalkomplex (Abb. 1) — spezifische Organellen, unter anderem Conoid, Rhoptrien,
Mikronemen, im Vorderende (Apex) beweglicher Stadien zur Infektion von Wirtzellen und
Bildung von parasitophoren Vakuolen innerhalb der befallenen Zelle, oder der Kinetoplast
(Abb. 2), eine DNA-haltige Struktur im Mitochondrium, das zum Beispiel bei Trypanosoma,
dem Erreger der Schlafkrankheit, fiir das Uberleben im wirbellosen Ubertrager, nicht jedoch

im Wirbeltierkorper erforderlich ist (Deplazes et al. 2013).

1 Polring 7 Mitochondrium

2 Conoid 8 hinterer Polring

3 Microneme 9 subpediculare Microtubuli
4 Rhoptrien 10 Golgi-Apparat

5 Nucleus 11 Mikropore

6 Nucleolus

Abb. 1: Schema eines Merozoiten der Apicoplexa
Quelle: https://commons.wikimedia.org/wiki/File:Apicomplexa_structure.svg; letzter Zugriff: 14.07.2020

Kinetoplast im Mitochondium

Abb. 2: Schema von Trypanosoma spp. aus dem Unterstamm der Kinetoplasta

Quelle: https://commons.wikimedia.org/wiki/File:201704_Trypanosoma.svg; letzter Zugriff: 14.07.2020
Lizenz: DataBase Center for Life Science (DBCLS) / CC BY
(https://creativecommons.org/licenses/by/4.0)



Wahrend Babesien, Theilerien und Hepatozoon wegen ihres Apikalkomplexes zum
Unterstamm der Apicomplexa innerhalb des Stammes der Alveolata zugeordnet werden
(Tab. 1), zadhlen Trypanosomen zum Unterstamm der Kinetoplasta innerhalb der Euglenozoa
(Tab. 2) (Deplazes et al. 2013).

Die Apicomplexa sind haufig vorkommende Parasiten von Wirbellosen und Wirbeltieren. Zu
den zahlreichen Arten in den Klassen Haematozoea und Coccidea gehdren Erreger
wichtiger Parasitosen von Haus- und Wildtieren, aber auch Menschen, wie zum Beispiel

Babesiosen und Hepatozoonosen (Deplazes et al. 2013).

Im Unterstamm der Kinetoplasta sind die Trypanosomatidae mit den Gattungen Leishmania
und Trypanosoma von besonderer Bedeutung (Deplazes et al. 2013). Leishmania-
Infektionen sind bei Tieren und Menschen in warmen Klimazonen weit verbreitet.
Veterinarmedizinische Bedeutung hat in Europa vor allem die Leishmaniose des Hundes.
Trypanosoma-Arten verursachen zum Beispiel in Afrika die Nagana der Haustiere und die

Schlafkrankheit des Menschen.

Tab. 1: Systematik Babesia / Theileria und Hepatozoon

. Babesia

) ) Babesiidae L

Haematozoae Piroplasmida - B. microti
Alveolata Apicomplexa — o
Theileriidae Theileria

Coccidea Adeleida Hepatozoidae Hepatozoon

Tab. 2: Systematik Leishmania und Trypanosoma

Leishmania
Euglenozoa Kinetoplasta Kinetoplastea Trypanosomatida Trypanosomatidae - L. infantum

Trypanosoma



1.2.1 Babesia
Babesien sind Parasiten der Saugetiere; die meisten Arten parasitieren bei Nagern,

Carnivoren und Wiederkauern, wenige Arten auch bei Vogeln (Deplazes et al. 2013).

Die Infektion des Wirtes mit Babesien erfolgt durch den Stich von Schildzecken (Ixodidae):
Infizierte Zecken Ubertragen mit ihrem Speichel Sporozoiten (infektidses Stadium der
Sporozoa) auf den Wirt. Diese befallen anschlieBend ausschlie3lich Erythrozyten, in denen
sie zunachst als Trophozoiten (vegetative Lebensphase adulter Babesien) verbleiben. Durch
aullere Knospung (Exodyogenie) entstehen im Erythrozyten meistens zwei birnen- oder
tropfenformige Merozoiten (ungeschlechtliche Form im Geschlechtszyklus). Nach der
Zerstorung des befallenen Erythrozyten werden die Merozoiten freigesetzt und kénnen dann
wiederum in neue, noch nicht befallene Erythrozyten eindringen. Mit dem Blut infizierter
Wirte nehmen Zeckenweibchen Merozoiten auf, die sich im Darm der Zecke vermehren und

sich anschlieflend als Sporozoiten in den Speicheldriisen der Zecke festsetzen (Abb. 3).
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Abb. 3: Entwicklungszyklus B. microti
Quelle: https://commons.wikimedia.org/wiki/File:Babesia_microti_life_cycle_en.svg; letzter Zugriff:
14.07.2020



Wahrend bei den meisten Babesienarten eine vertikale Infektion der Zeckennachkommen
durch infizierte Zeckenweibchen (transovariale Infektion) vorherrscht, findet bei einigen
(atypischen) Babesia-Arten, unter anderem auch Nagerbabesien, die genetisch den
Theilerien nahestehen, soweit bekannt, keine transovariale Infektion, sondern lediglich eine
Ubertragung von Stadium zu Stadium statt (Deplazes et al. 2013). Babesia microti wird
beispielsweise nur von der Zeckenlarve, die das empfangliche Stadium darstellt, an die
Zeckennymphe weitergegeben, die ihrerseits den Sporozoiten an den Wirt (ibertragen kann.
Nach der erfolgten Ubertragung der Sporozoiten erlischt die Infektion in der Nymphe. Die

nachfolgenden Zeckenstadien sind somit nicht mehr infiziert.

1.2.2 Theileria

Die eng mit Babesien verwandten Theilerien kommen bei Wiederkduern und Equiden vor.
Sie befallen im Gegensatz zu den Babesien nicht nur die Erythrozyten des Zwischenwirtes,
sondern auch seine Leukozyten. Die derzeit als ,atypisch® angesehenen Babesia-Arten der
Nager, der Katzenartigen und einige kleine Babesien des Hundes konnten zukunftig der

Familie Theileriidae zugeordnet werden.

1.2.3 Hepatozoon

Der bekannteste Vertreter der Hepatozoon-Gattung ist Hepatozoon canis. Er kommt haufig
im Mittelmeergebiet und in anderen warmen Klimazonen als Parasit von Hunden und
anderen Caniden (Rotfuchs, Schakal, Hyane) vor und wird durch die Braune Hundezecke

(Rhipicephalus sanguineus) Ubertragen.

In Mitteleuropa gilt die Hepatozoonose noch als eher seltene Import- und Reisekrankheit.
Der Erreger wird durch Zerbeif’en infizierter Zecken aufgenommen und wandert Uber
DarmgefalRe in verschiedene Organe (Leber, Milz, Lymphknoten, Lunge, Knochenmark,
Nieren, Myokard und Muskulatur). Dort findet die Reifung zu Merozoiten statt, die sich in
weiterer Folge in neutrophilen Granulozyten und Monozyten zu Gamonten (geschlechtliche

Vorstufe im Geschlechtszyklus) entwickeln.



1.2.4 Leishmania
Leishmanien sind weltweit verbreitet, vor allem jedoch in tropischen und subtropischen

Gebieten und auch Sudeuropa. Sie kbnnen bei zahlreichen Saugetierarten parasitieren.

Von den ca. 20 fir Saugetiere pathogenen Leishmanienarten in Sldeuropa kommt
Leishmania infantum die gréte veterindrmedizinische Bedeutung zu (Deplazes et al. 2013).
Leishmanien werden durch Sandmicken (Phlebotomen) Gbertragen und verursachen vor

allem bei Menschen, Hunden, Katzen und Nagern Erkrankungen (Leishmaniosen).

Sandmucken nehmen mit der Blutmahlzeit die amastigoten Formen des infizierten Wirtes
auf. In deren Darm entwickeln sich die amastigoten zu promastigoten Formen und wandern
in den Stechrissel. Die Promastigoten infizieren bei einem erneuten Saugakt den neuen
Wirt. Im  Wirbeltier

Makrophagen, Monozyten, Langerhanszellen als amastigote Stadien. Diese vermehren sich

parasitieren Leishmanien dann intrazellular unter anderem in

innerhalb von parasitophoren Vakuolen durch Zweiteilung. Durch den Zerfall der Zelle

werden amastigote Formen freigesetzt und kdnnen weitere Zellen im Wirt infizieren (Abb. 4).
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Das Verbreitungsgebiet von L. infantum erstreckt sich Uber das Mittelmeergebiet, den Nahen
Osten bis hin zu einigen aullereuropadischen Regionen. Hunde gelten als die wichtigsten
Reservoirwirte; Fuchse, seltener Katzen und Ratten, konnen ebenfalls Parasitentrager sein.
Von Einschleppungen der Leishmaniose durch Hunde aus Endemiegebieten in
nichtendemische Regionen nérdlich der Alpen wurde bereits ofter berichtet (Deplazes et al.
2013).

Das Krankheitsbild der Leishmaniose tritt etwa 1-3 Monate nach der Infektion auf, teilweise
viel spater. In symptomatischen Fallen entwickelt sich mit der Zeit ein vielfaltiges,
chronisches Krankheitsbild, das von geringgradiger generalisierter Lymphknotenschwellung
ohne Stdérungen des Allgemeinbefindens bis hin zur generalisierten viszeralen Erkrankung

mit starken Hautveranderungen und Niereninsuffizienz reicht (Deplazes et al. 2013).

1.2.5 Trypanosoma

Trypanosoma sind wie auch Leishmania Protozoen des Unterstammes Kinetoplasta. |hre
infektidsen Stadien werden unter anderem beim Blutsaugen mit dem Speichel der Tsetse-
Fliegen auf einen neuen Wirt Ubertragen und vermehren sich in diesem zunachst durch
Zweiteilungen an der Stichstelle in der GewebeflUssigkeit, bis sie nach 4-8 Tagen in die
Lymphe und das Blutplasma Ubergehen und sich dort weitervermehren. Trypanosomen
kénnen auch in den Liquor cerebrospinalis eindringen und sich interzellular im Gehirn

vermehren (Deplazes et al. 2013).

Trypanosoma verursachen teils schwerwiegende Infektionskrankheiten wie die
Schlafkrankheit beim Menschen und Nagana bei verschiedenen S&ugetieren, die im
tropischen Afrika seit langer Zeit seuchenartig auftritt und hohe Verluste besonders in

Rinderbestanden verursacht (Deplazes et al. 2013).

Die in Europa bei Rind, Schaf und Ziege parasitierenden Trypanosoma-Arten schadigen ihre

Wirte nach den bisherigen Erkenntnissen nicht (Schnieder et al. 2006).



1.3 Helminthen

Der Begriff ,Helminthen® ist eine Kollektivbezeichnung fiir sehr unterschiedliche, parasitisch
lebende Wurmstamme der Plathelminthes (Plattwirmer), Nematoda (Rundwirmer) und
Acanthocephalen (Kratzer). Filarien, die zum Stamm der Nematoden zahlen, kommen bei

allen Klassen von Vertebraten auller bei Fischen vor (Deplazes et al. 2013).

Adulte Filarien (Makrofilarien) sind meist sehr diunne Nematoden, die sich vivipar
(lebendgebarend) oder ovovivipar (Ausscheidung von Mikrofilarien oder von larvenhaltigen
Eiern) vermehren (Deplazes et al. 2013). Die Mikrofilarien gelangen aus den befallenen
Organen in andere Koérpergewebe, Blut oder Lymphe der Endwirte. Ihre Reifung erfolgt
speziesabhangig entweder in blutsaugenden Zwischenwirten (hamatophage Arthropoden)

oder seltener im Endwirt selbst.

1.3.1  Nagerfilarien

In Europa ist vor allem der Herzwurm (Dirofilaria immitis) von Hund und Katze
veterindrmedizinisch von Relevanz (Deplazes et al. 2013). Derselben Familie
(Onchocercidae) wird die flir Nager bedeutsame Filariengattung Acanthocheilonema aus der
Unterfamilie Onchocercinae zugeordnet (Tab. 3). Acanthocheilonema tritt weltweit auf und
befallt auch Caniden (Deplazes et al. 2013).

Eine besondere Rolle spielt die Gattung Acanthotheilonema viteae, die unter
Laborbedingungen als Modellsystem fur die Filariosen des Menschen verwendet wird (Hiepe
und Aspdck 2006).

Tab. 3: Systematik Acanthocheilonema

Acantho-
Nematoda Secernentea  Spirurida Filarioidea Onchocercidae Onchocercinae cheilonema

- A. viteae
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1.4 Bakterien

Anaplasmen, Ehrlichien und Rickettsien zahlen zu den obligat intrazellular lebenden
Proteobakterien (Tab. 4). Sie nehmen damit eine Sonderstellung ein. Auf Grund ihrer
sonstigen Merkmale wie Ausbildung einer Zellwand, Vorkommen von DNA und RNA in einer
Zelle, Stoffwechselaktivitat, Antibiotikaempfindlichkeit und Zweiteilung werden sie den

Bakterien zugeordnet. Ihre Zellwand entspricht dem gramnegativen Typ (Rolle et al. 2007).

Anaplasmen werden gemeinsam mit Ehrlichien und Rickettsien in den Stamm der
Proteobacteria eingeordnet, in dem sie der Klasse der Alphaproteobakterien angehdren. Alle
drei Gattungen zahlen zur Ordnung Rickettsiales. Wahrend Anaplasmen und Ehrlichien der
Familie der Anaplasmataceae angehoren, bilden Rickettsien eine eigene Familie, die der
Rickettsiaceae (Tab. 4).

Tab. 4: Systematik Anaplasma, Ehrlichia und Rickettsia

Anaplasma
- A. phagocytophilum
Ehrlichia

- E. muris

Anaplasmataceae

Proteobacteria Alphaproteobacteria  Rickettsiales
Rickettsia

- R. typhi

- R. rickettsii

Rickettsiaceae

- R. conorii

1.4.1 Anaplasma

Anaplasmen werden gemeinsam mit Ehrlichien zur Familie der Anaplasmataceae gezahilt.
Sie parasitieren in cytoplasmatischen Vakuolen von reifen und unreifen hamopoetischen
Zellen, vor allem Erythrozyten, neutrophilen Granulozyten und myeoliden Zellen von
Saugetieren. Als Vektoren dienen Zecken (/xodes ricinus), in denen eine transovariale
Ubertragung auf die nachste Zeckengeneration stattfindet (Rolle et al. 2007).
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Infizierte Zecken Ubertragen einzelne Anaplasmazellen (Initialkdrper) bei der Blutmahlzeit auf
ihren Wirt, in dessen Erythrozyten diese dann zu mehrzelligen Elementarkorpern heranreifen
(Abb. 5).

1: Bakterie befallt Wirtzelle

2, 3, 4: Reifung des Intialkorpers durch Morulation
im Zytoplasma der Wirtzelle

5: Austritt des infektiosen Bakteriums als

Elementarkorper aus der Wirtzelle

Abb. 5: Infektion einer Zelle durch AnaplasmalEhrlicha
Quelle: https://commons.wikimedia.org/wiki/File:EhrlichiaDrawing.jpg; letzter Zugriff: 14.07.2020
Lizenz: Lamiot / CC BY-SA (https://creativecommons.org/licenses/by-sa/4.0)

Als Wirte von Anaplasma phagocytophilum fungieren neben Hunden auch Menschen,

andere Haus- und Nutztiere, Wildtiere und Nager (Rolle et al. 2007).

1.4.2 Ehrlichia

Ehrlichien befallen nach der Ubertragung durch infizierte Zecken die Leukozyten des Wirtes
und kénnen damit bei verschiedenen Saugetieren und dem Menschen Infektionskrankheiten
auslésen. Sie finden sich vornehmlich in Hunden (E. canis, E. chaffeensis), Pferden (E. equi
— wird jetzt zu A. phagocytophilum gezahlt, E. risticii bzw. Neoehrlichia risticii) und (Wild-)

Wiederkduern (E. ondiri, E. chaffeensis, E. ruminantium).

Die fur Nager bedeutsame Gattung ist E. muris (Rolle et al. 2007).



12

1.4.3 Rickettsia

Die ersten Rickettsien wurden zu Beginn des 20. Jahrhunderts von Howard Taylor Ricketts
nachgewiesen. Mehrere Spezies sind humanpathogen und rufen Krankheiten wie Fleckfieber
(klassischerweise hervorgerufen durch Rickettsia prowazekii), Zeckenbissfieber und

Tsutsugamushi-Fieber hervor (Rolle et al. 2007).

Nager fungieren als Reservoirwirte fur verschiedene Rickettsia-Spezies, die zoonotisches
Potential besitzen (Tab. 5). Eine besondere Bedeutung kommt dabei Rickettsia typhi zu, dem
der Erreger des murinen Typhus. R. typhi ist in mediterranen Landern wie Spanien, Kroatien,
Griechenland und Zypern verbreitet. Es gibt jedoch immer wieder Berichte von importierten
und sporadischen Fallen in ganz Europa. Reservoirwirt ist in Europa die Ratte (Rattus

norvegicus und Rattus rattus) (Portillo et al. 2015).

Tab. 5: Nager als Reservoirwirte fir Rickettsiosen des Menschen

R. typhi murines Fleckfieber  weltweit Flohe Nager
R. rickettsii Rocky-Mountain- westliche Zecken Nager, Hund
Fleckfieber, Hemisphare

Felsengebirgsfieber
R. conorii Boutonneuse-Fieber Afrika, Indien, Zecken Nager, Hund
Mittelmeergebiet
R. sibirica Sibirisches Russland, Mongolei  Zecken Nager
Zeckenbissfieber
R. australis Queensland- Australien Zecken Nager, Beuteltiere

Zeckenbissfieber

Orienta Japanisches Sudostasien, Milben Nager
tsutsugamushi Fleckfieber, Japan,
(friher R. t.) Tsutsugamushi- Nordaustralien

Fieber
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2. Material und Methoden

Im Zuge der Jagdsaison 2018 sammelten Jager in Zusammenarbeit mit der Agentur fir
Gesundheit und Ernahrungssicherheit Innsbruck (AGES Innsbruck) Blutproben von 148
jagdlich erlegten Murmeltieren im Raum Westdsterreich (Tirol, Vorarlberg) (Tab. 6). Diese
Blutproben wurden auf Filterpapierstreifen aufgebracht (etwa 50 ul pro Tropfen), getrocknet
und dem Institut fir Parasitologie anschlielend fir weiterflihrende Untersuchungen zur

Verfligung gestellt.

Tab. 6: Anzahl und Geschlechtsverteilung der erlegten Murmeltiere je Bezirk

I

Innsbruck-Land 18 14

°

* 1 Tier ohne Angabe des Geschlechts

34
20
23

o W O N -

—_

2.1 DNA-Extraktion

Zur Vorbereitung der DNA-Extraktion wurde zunachst mit Hilfe eines Einwegskalpells aus
jedem Filterpapier ein etwa 4x4 mm grof3es Stuck im zentralen Bereich des Bluttropfens
herausgeschnitten und dieses Uber Nacht bei 4 °C in einem 1,5 ml Eppendorf-Tube in je 100

pl phosphatgepufferter Salzlésung (PBS) eingelegt.

Die DNA-Extraktion wurde nach Protokoll (Anhang 1) unter Verwendung des InstaGene™
Matrix-Kits (Fa. Bio-Rad Laboratories, Inc.) durchgefihrt und die dadurch erhaltenen DNA-

Lésungen bis zur weiteren Analyse auf -20 °C gelagert.

Das im InstaGene™ Matrix-Kit enthaltene Salz verbleibt in der DNA-L&sung und wiirde die
PCR-Reaktionen inhibieren. Deswegen muss das Eppendorff-Tube nach dem Auftauen vor
jeder Verwendung kurz zentrifugiert werden und beim Pipettieren darauf geachtet werden,
das Sample aus dem oberen, salzfreien Bereich des Uberstandes zu entnehmen.
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2.2 PCR

2.2.1 Konventionelle PCR

Die Polymerase-Kettenreaktion (PCR, engl. polymerase chain reaction) dient zur in vitro

Vervielfaltigung von DNA. Dazu werden in einem PCR-Reaktionsgefaly das DNA-Sample mit

dem so genannten Mastermix, bestehend aus Wasser, Puffer, Nukleotiden, Polymerase und

Primern vermengt. Die Vervielfaltigung findet automatisiert in 20-50 Zyklen im Thermocycler

in drei sich wiederholenden Schritten statt. Die Produkte der vorangegangenen Reaktion

dienen als Ausgangsstoffe flr die folgende Reaktion, wodurch eine exponentielle

Vervielfaltigung erreicht wird. Je nach DNA-Abschnitt und dementsprechend designten

Primer variieren die erforderlichen Temperatur- und Zeitangaben.

1.

Denaturierung (Melting, Schmelzen):

Die doppelstrangige DNA wird auf 94-96 °C erhitzt, wodurch sich die Strange durch
Aufbrechen der Wasserstoffbrickenbindungen trennen. Im ersten Zyklus wird die DNA
zumeist fur langere Zeit erhitzt (Initial denaturation, Initialisierung), um sicherzustellen,
dass sich sowohl die Ausgangs-DNA als auch die Primer vollstdndig voneinander

getrennt haben und nur noch als Einzelstrange vorliegen.

Primerhybridisierung (Annealing):

Bei einer Temperatur zwischen 40-65 °C (selten hodher) findet die spezifische
Anlagerung der Primer an die DNA-Einzelstrange statt. Die gewahlte Temperatur ist

abhangig von der Lange und der Sequenz der eingesetzten Primer.

Elongation (Extending, Polymerisation, Verlangerung, Amplifikation):

Die an die Einzelstrdnge angelagerten Primer bilden den Ausgangspunkt fur die
Ergénzung der fehlenden Nukleotide durch die DNA-Polymerase, wodurch wieder DNA-
Doppelstrange entstehen. Die Temperatur hangt vom Arbeitsoptimum der verwendeten
DNA-Polymerase ab und liegt bei 68-72 °C. Die Reaktion wird erneut bei der

Denaturierung fortgesetzt.
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Anaplasmatacea 16S — zum Nachweis von u.a. Anaplasma, Ehrlichia

Als Primer wurden EHR16SD_for und EHR16SR_rev verwendet (Tab. 7). Das 16S-rRNA-
Gen in Bakterien und Archaeen wird fir phylogenetische Studien und zur ldentifizierung
einzelner Bakterienstamme verwendet, weil es einerseits hochkonservierte Primer-
Bindungsstellen besitzt und andererseits hypervariable Regionen besitzt, die eine

Identifizierung ermoglichen (Clarridge 2004).

Fir die PCR wurden jeweils 20 ul Mastermix (Tab. 8) und 5 pyl DNA-Sample in
entsprechende PCR-Tubes pipettiert und die PCR nach Protokoll durchgefihrt (Tab. 9).

Tab. 7: Primer Anaplasmatacea

Fw  EHR16SD_for 5-GGTACCYACAGAAGAAGTCC-3
Anaplasmatacea 345 bp
Rv  EHR16SR_rev 5-TAGCACTCATCGTTTACAGC-3*

Anmerkung: verschiedene Hoéhen mdglich (350 bp und 550 bp)

Tab. 8: Mastermix Anaplasmatacea Tab. 9: PCR-Protokoll Anaplasmatacea
H>0 - 11,175 95 °C 2 min 1
Green Reaction ° ;

5y 5,000 94 °C 1 min
Buffer 54 °C 30 sec 35
dNTP-Mix 25 mM 0,200 72 °C 30 sec
MgCI2 25 mM 1,500 72 oC 5 min 1
TaqPolymerase o

q b 5 u/pl 0,125 15°C Lagerung

(GoTaq)
EHR16SD_for 25 pmol/pl 1,000

EHR16SR_rev 25 pmol/pl 1,000
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Rickettsia ITS — zum Nachweis von Rickettsia spp.

Als Primer wurden Ricketts ITS for und Ricketts ITS rev verwendet (Tab. 10). Ein Teil der
16S- und 23S-kodierenden Regionen sind speziesspezifisch. Zwischen ihnen befindet sich
die ITS-Region (engl. internally transcribed spacer), die sich durch ihre Variabilitat zur

Unterscheidung von nah verwandten Bakterienisolaten eignet (Mims 2018).

Fir die PCR wurden jeweils 20 pl Mastermix (Tab. 11) und 5 pl DNA-Sample in
entsprechende PCR-Tubes pipettiert und die PCR nach Protokoll durchgefiihrt (Tab. 12).

Tab. 10: Primer Rickettsia

Fw  Ricketts ITS for 5-GATAGGTCGGGTGTGGAAG-3*
Rickettsia ca. 400 bp

Rv  Ricketts ITS rev 5-TCGGGATGGGATCGTGTG-3
Tab. 11: Mastermix Rickettsia Tab. 12: PCR-Protokoll Rickettsia
H>0 - 12,675 96 °C 4 min 1
Green Reaction o ;

5x 5,000 94 °C 1 min

Buffer 52 °C 1 min 35
dNTP-Mix 25 mM 0,200 72 °C 2 min
TaqgPolymerase o :
(GoTaq) 15°C Lagerung
Ricketts_ITS_for 1 pmol/pl 1,000

Ricketts ITS rev 1 pmol/pl 1,000
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Filaroidea COIl — zum Nachweis von filarioiden Helminthen

Als Primer wurden COlint-F und COlint-R verwendet (Tab. 13). Die mitochondriale
Cytochrom-c-Oxidase-Untereinheit 1 (COl) ist eines der popularsten Marker fir molekulare
Systematik, weil dieses Gen zwischen verschiedenen Arten starkere Unterschiede aufweist

als die anderen mitochondrialen Gene (Brede und Steinke 2006).

Fur die PCR wurden jeweils 23 pyl Mastermix (Tab. 14) und 2 pul DNA-Sample in
entsprechende PCR-Tubes pipettiert und eine Touchdown-PCR nach Protokoll durchgefiihrt
(Tab. 15).

Die Touchdown-PCR stellt eine Sonderform der konventionellen PCR dar. Sie wurde zur
Vermeidung der Amplifizierung unspezifischer DNA-Sequenzen entwickelt. Bei dieser
Technik wird in den ersten Synthese-Zyklen eine Annealing-Temperatur gewahlt, die nur
knapp unterhalb der Denaturierungstemperatur liegt, wodurch die Primerbindung und somit
auch das Amplifikat hdchst spezifisch ausfallen. In den folgenden Zyklen wird die Annealing-
Temperatur schrittweise herabgesetzt, bis die herkdbmmliche Annealing-Temperatur erreicht

ist. Diese abgewandelte PCR erlaubt eine starke und sehr spezifische DNA-Amplifikation.

Tab. 13: Primer Filarioidea

Fw  COlint-F 5-TGATTGGTGGTTTTGGTAA-3
Filarioidea 668 bp

Rv COlint-R 5'-ATAAGTACGAGTATCAATATC-3*
Tab. 14: Mastermix Filarioidea Tab. 15: PCR-Protokoll Filarioidea
H20O - 15,675 94 °C 2 min 1
Green Reaction ° 05°Ci

5x 5.000 94 °C 45 sec 8(-0,5°Cje
Buffer 51°C 45 sec Zyklus)
dNTP-Mix 25 mM 0,200 72 °C 90 sec 1
TagPolymerase S
GqT y 5 u/pl 0,125 94 °C 45 sec
( > ad) 45°C 45 sec 25
Ricketts_ITS_ for 50 pmol/pl 1,000 72°C 90 sec
Ricketts ITS rev 50 pmol/pl 1,000
72 °C 7 min 1

15 °C Lagerung
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2.2.2 Nested-PCR

Unter nested-PCR (verschachtelte PCR) versteht man die Durchfuhrung zweier aufeinander
aufbauender PCR-Reaktionen. Sie wird einerseits eingesetzt, wenn nur sehr geringe
Mengen der zu amplifizierenden DNA relativ Gesamtprobenmenge an DNA vorhanden sind.
Andererseits dient diese Methode zur Anhebung der Spezifitdt eines PCR-Produkts.
Wahrend der ersten PCR kommt es durch unspezifische Bindungen der Primer zur
Amplifizierung unerwlnschter Sequenzbereiche. Fir die zweite PCR werden Primer
verwendet, die innerhalb des gewlnschten Sequenzbereiches binden, wodurch dieser mit

sehr hoher Spezifitat und in ausreichender Menge fir weitere Analysen generiert wird.

Piroplasmida BTH — zum Nachweis von Babesia, Theileria, Hepatozoon — Nest 1
Als Primer flr Nest 1 wurden BTH-1F und BTH-1R verwendet (Tab. 16).

Fur die PCR wurden im ersten Durchgang jeweils 20 pl Mastermix (Tab. 17) und 5 yl DNA-
Sample in entsprechende PCR-Tubes pipettiert und die PCR nach Protokoll durchgefiihrt
(Tab. 18).

Tab. 16: Primer Piroplasmida — Nest 1

Fw BTH-1F 5'-CCTGAGAAACGGCTACCACATCT-3
Piroplasmida 700 bp
Rv BTH-1R 5-TTGCGACCATACTCCCCCCA-3°
Tab. 17: Mastermix Piroplasmida — Nest 1 Tab. 18: PCR-Protokoll Piroplasmida — Nest 1
H20O - 14,175 94 °C 2 min 1
Green Reaction °
5x 5.000 95 °C 30 sec
Buffer 68 °C 1 min 40
dNTP-Mix 25 mM 0,200 72 °C 1 min
TagPolymerase o :
qroly 5w 0.125 72 °C 10 min 1
(GoTaaq) 15°C Lagerung
BTH-1F 100 pmol/pl 0,250

BTH-1R 100 pmol/pl 0,250
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Piroplasmida BTH — zum Nachweis von Babesia, Theileria, Hepatozoon — Nest 2
Als Primer fir Nest 2 wurden G-2_for und G-2_rev verwendet (Tab. 19).

Fur die PCR wurden im zweiten Durchgang jeweils 20 yl Mastermix (Tab. 20) und 5 ul DNA-
Sample aus Nest 1 in entsprechende PCR-Tubes pipettiert und die PCR nach Protokoll
durchgeflhrt (Tab. 21).

Tab. 19: Primer Piroplasmida — Nest 2

Fw  G-2_for 5-GTCTTGTAATTGGAATGATGG-3'
Piroplasmida 561 bp
Rv G-2_rev 5'-CCAAAGACTTTGATTTCTCTC-3'
Tab. 20: Mastermix Piroplasmida — Nest 2 Tab. 21: PCR-Protokoll Piroplasmida — Nest 2
H20 - 13,675 94 °C 2 min 1
Green Reaction ®
5x 5,000 95 °C 30 sec
Buffer 60 °C 1 min 40
dNTP-Mix 25mM 0,200 72 °C 1 min
TagPolymerase 5 .
GO, 51/ 0.125 72°C 10 min 1
(GoTaq) 15°C Lagerung
G-2_for 100 pmol/pl 0,500

G-2_rev 100 pmol/pl 0,500
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Trypanosomatida 18S - zum Nachweis von Trypanosomatida (Leishmania,

Trypanosoma) — Nest 1
Als Primer fir Nest 1 wurden S762F und S763R verwendet (Tab. 22).

Fur die PCR wurden im ersten Durchgang jeweils 24 ul Mastermix (Tab. 23) und 1 yl DNA-
Sample in entsprechende PCR-Tubes pipettiert und die PCR nach Protokoll durchgefiihrt
(Tab. 24).

Tab. 22: Primer Trypanosomatida — Nest 1

Fw  S762F 5-GACTTTTGCTTCCTCTA(A/T)TG-3'
Trypanosomatida ca. 2000 bp
Rv  S763R 5'-CATATGCTTGTTTCAAGGAC-3'

Tab. 24: PCR-Protokoll Trypanosomatida -

Tab. 23: Mastermix Trypanosomatida — Nest 1 Nest 1
H>O - 14,675 94 °C 5 min 1
Green Reaction o ;

5x 5,000 94 °C 1 min
Buffer 64 °C 90 sec 30
dNTP-Mix 25 mM 0,200 72 °C 90 sec
TaqgPolymerase o :
(GoTaq) 15°C Lagerung
S762F 10 pmol/pl 2,000

S763R 10 pmol/pl 2,000



21

Trypanosomatida 18S - zum Nachweis von Trypanosomatida (Leishmania,

Trypanosoma) — Nest 2
Als Primer fir Nest 2 wurden S755 und S823 verwendet (Tab. 25).

Fur die PCR wurden im zweiten Durchgang jeweils 24 ul Mastermix (Tab. 26) und 1 yl DNA
in entsprechende PCR-Tubes pipettiert und die PCR nach Protokoll durchgefihrt (Tab. 27).

Tab. 25: Primer Trypanosomatida — Nest 2

Fw  S755 5-CATATGCTTGTTTCAAGGAC-3'
Trypanosomatida 326 bp
Rv ~ S823 5-CGAAYAACTGCYCTATCAGC-3

Tab. 27: PCR-Protokoll Trypanosomatida -

Tab. 26: Mastermix Trypanosomatida — Nest 2 Nest 2
H>0 - 14,675 96 °C 3 min 1
Green Reaction o

5x 5,000 94 °C 30 sec
Buffer 58 °C 1 min 35
dNTP-Mix 25 mM 0,200 72 °C 30 sec
TaqgPolymerase o :
(GoTaq) 15°C Lagerung
S755 10 pmol/pl 2,000

S823 10 pmol/pl 2,000
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2.3 Agarose-Gelelektrophorese
Die Agarose-Gelelektrophorese ist eine Art der Gelelektrophorese und dient zur Auftrennung

von PCR-Produkten und Proteinen im elektrischen Feld abhangig von ihrer Grole.

Die fur die Herstellung verwendete Agarose ist ein Polysaccharid, das aus der roten
Meeresalge gewonnen wird. Durch Aufkochen der Agarose in Pufferlosung bilden die
unverzweigten Ketten ein Netzwerk aus. Beim Erkalten entsteht dadurch ein festes Gel mit
Poren. Die PorengroRRe ist abhangig von der Agarose-Konzentration — ja héherprozentig der

Agaroseanteil umso feinporiger wird das Gel.

Bei der Agarose-Gelelektrophorese werden die PCR-Produkte auf das Gel aufgetragen.
Hierflr werden beim Giel3en des Gels Taschen ausgespart und diese dann mit den Samples
befullt. Zusatzlich werden pro Gel eine Negativkontrolle und pro Reihe am Gel eine
Positivkontrolle und eine DNA-Ladder (DNA-Leiter, die Banden in spezifischen Hohen

ausbildet und als Referenz dient) befullt.

Die PCR-Produkte werden in der Elektrophoresekammer mit Hilfe eines elektrischen Feldes
aufgetrennt. Nukleinsauren sind durch ihre Phosphatgruppen negativ geladen, so dass sie
zur Anode wandern. Da jede Base eine Phosphatgruppe enthalt, ist das Verhaltnis zwischen
Grofle und Ladung der Molekile direkt proportional. Je kleiner ein Molekll ist, desto

schneller wandert es durch das Gel.

Bei allen durchgeflhrten Gelelektrophoresen wurde eine 100 bp DNA-Leiter (Fa. Promega)
eingesetzt. Da im verwendeten PCR-Mastermix kein Nukleinsaurefarbstoff zur Visualisierung
enthalten war, wurde den Samples vor Befiillen des Gels der Farbstoff Midori Green
Advance (Fa. Biozym Scientific GmbH) zugesetzt. Nach einer Laufzeit von ca. 45 Minuten
bei 120 Volt in der Elektrophoresekammer wurden von jedem Gel Aufnahmen mittels UV-
Detektion, die die aufgetrennten Banden sichtbar macht, angefertigt und mit einer speziellen

Software am PC ausgewertet.
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2.4 Sequenzierung
Samples, die in der Elektrophorese Banden in den fraglichen Héhen ausgebildet haben,
wurden zur Bestimmung der Sequenzen mittels Sanger-Sequenzierung bzw.

Didesoxymethode nach Sanger an LGC Genomics GmbH gesendet.

Die Sequenzierungsmethode nach Sanger beruht in ihrem Ablauf auf der konventionellen
PCR. Zusatzlich zu den natlrlichen Nukleotiden (ANTPs, Desoxyribonukleosid-Triphosphate)
werden fluoreszenzmarkierte Didesoxiribonukleosid-Triphosphate (ddNTPs) zugesetzt.
DANTPs sind wie dNTPs aufgebaut, besitzen jedoch keine Hydroxygruppe am 3'-

Kohlenstoff-Atom, an der bei der Polymerisation das nachste Nukleotid angehangt wird.

Wird wahrend der DNA-Replikation ein ddNTP anstelle eines dNTPs eingebaut, kommt es
zum Kettenabbruch. Es entsteht somit ein Gemisch unterschiedlich langer Stiicke des zu
sequenzierenden DNA-Abschnitts. In einer Polyacrylamid-Gelelektrophorese werden die
verschiedenen Fragmente ihrer Lange nach aufgetrennt und die genaue Abfolge der Basen

anhand der fluoreszenzmarkierten ddNTPs am jeweiligen Kettenende abgelesen.

Die Sequenzierungsergebnisse der fraglichen Samples wurden mit DNA-Sequenzen in der

Genbank von NCBI (National Center for Biotechnology Information) abgeglichen.
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3. Ergebnisse

Insgesamt wurden Blutproben von 148 erlegten Murmeltieren aus Westosterreich (Tirol,
Vorarlberg) aus der Jagdsaison 2018 auf das Vorhandensein von Protozoen (Babesia spp.
und andere Piroplasmen, Hepatozoon spp., Trypanosoma spp.), filarioide Nematoden und

Bakterien (Anaplasma spp., Ehrlichia spp., Rickettsia spp.) untersucht.

Nach Analyse aller Blutproben mittels PCR und anschlieender Gelelektrophorese wurden
insgesamt 31 Samples zur Sequenzierung an ein Fremdlabor (LGC Genomics GmbH)

geschickt, da sie Banden in entsprechender Hohe ausgebildet hatten.

Die molekularbiologischen Analysen waren durchgehend negativ (Tab. 28). Lediglich

Protozoen aus dem Boden konnten vereinzelt nachgewiesen werden.

Die in 2018 erlegten Murmeltiere scheinen den Ergebnissen nach frei von den oben
angefuhrten Infektionserregern zu sein. Die Bandenbildung bei der Gelelektrophorese kann
auf mogliche Fehlbindungen an den DNA-Samples wahrend der PCR bzw. auf eine

Verunreinigung des Filterpapiers bei der Probennahme zurlickzuflihren sein.

Tab. 28: Untersuchungsergebnisse je Bezirk

- Protozoen W Bakterien

Piroplasmida Trypanosomatida Filarioidea Anaplasmataceae  Rickettsiaceae

Imst 0/24 0/24 0/24 0/24 0/24
Innsbruck-Land 0/34 0/34 0/34 0/34 0/34
Landeck 0/20 0/20 0/20 0/20 0/20
Lienz 0/23 0/23 0/23 0/23 0/23
Schwaz 0/1 0/1 0/1 0/1 0/1

Bludenz 0/40 0/40 0/40 0/40 0/40
Bregenz 0/6 0/6 0/6 0/6 0/6

0/148 0/148 0/148 0/148 0/148
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4. Diskussion

Die voranschreitenden klimatischen Veranderungen beglnstigten die Verbreitung von
Vektoren wie Zecken und Stechmiicken, die Ubertrager verschiedener Infektionserreger
darstellen, sowohl in nérdlichere Gebiete als auch in groflere Hohenlagen (Prosl 2008).
Studien der letzten Jahre zeigen bereits, dass in Osterreich lebende Wildtierpopulationen
von Rotfliichsen, Rotwild und anderen Wildwiederkduern von vektorenlbertragenen
Infektionskrankheiten, wie zum Beispiel Babesiose oder Anaplasmose, befallen sind
(Cézanne et al. 2017; Messner et al. 2019).

Parasitosen des Alpenmurmeltieres sind bis jetzt nur maRig erforscht und entsprechende
Studien beschranken sich zumeist auf den Befall mit Endoparasiten und Toxoplasma
(Preleuthner et al. 1999).

Eine der frUhesten Erwahnungen von Blutparasiten beim Murmeltier findet sich 1907 in
einem Artikel Gber die Resistenz von Murmeltieren gegen parasitare Erkrankungen wahrend
des Winterschlafs von Raphael Blanchard und Marc Blatin (,Immunité de la marmotte en
hibernation a I'égard des maladies parasitaries®): ,Sehr bemerkenswert ist die von Blanchard
und Blatin gemachte Beobachtung, dass Murmeltiere, die im allgemeinen flr Trypanosoma
brucei, gambiense und evansi gut empfanglich sind, im tiefen Winterschlaf vollig
unempfanglich daflir sind. Gleich nach dem Erwachen aus dem Winterschlaf tritt die

Empfanglichkeit wieder auf.“ (Hoffmann 1912).

Bislang wurde keine Studie zur Untersuchung von Murmeltieren in Osterreich auf den Befall
mit Blutparasiten und weiteren von Vektoren udbertragenen Krankheitserregern hin
veroffentlicht. Vorangegangene Studien beschaftigten sich mit dem Befall von Murmeltieren
mit Endoparasiten wie Bandwlrmern und Fadenwirmern, aber auch Toxoplasma gondii. In
diesem Zusammenhang gehen Wissenschaftlerinnen davon aus, dass Murmeltiere durch die
physiologischen  Veranderungen wahrend des Winterschlafs (Absenkung der
Kérpertemperatur, Verlangsamung des Stoffwechsels) ein unglnstiges Reservoir fur
Parasiten darstellen (Calderola et al. 1999). Zudem ist es auf Grund ihrer Siedlungsgebiete
in grolken Hohenlagen unwahrscheinlicher, dass sie mit entsprechenden Vektoren von
Infektionskrankheiten, zum Beispiel der Schildzecke Ixodes ricinus (Gemeiner Holzbock) in
Kontakt kommen (Boehnke et al. 2015).

Nichtsdestotrotz belegen Studien der letzten Jahre, dass andere Wildtierarten in denselben

Siedlungsgebieten bereits Infektionen mit vektorenubertragenen Infektionskrankheiten



26

aufweisen (Cézanne et al. 2017; Hodzi¢ et al. 2018; Messner et al. 2019). Durch klimatische
Veranderungen und die Verbreitung entsprechender Vektoren in nérdlichere und
héhergelegene Gebiete, scheint eine Ubertragung von VBDs auf Murmeltierpopulationen

moglich.

Studien zur Infektion von Schildzecken (Ixodes ricinus) in Osterreich belegen die Verbreitung
von Babesia spp. Osterreichweit in unterschiedlichem Ausmal} (Blaschitz et al. 2008). Zudem
konnten bereits Infektionen von Rotwild in Westdsterreich mit Babesia divergens (Cézanne
et al. 2017) und Infektionen mit Babesia capreoli bei Wildwiederkduern in Tirol (Messner et
al. 2019) nachgewiesen werden, was fur das Vorhandensein adaquater Vektoren in den
betreffenden Gebieten spricht. FlUr eine mdgliche Infektion von Murmeltieren mit Babesia
microti sprechen Studien aus Kanada, in denen B. microti in Schildzecken (Ixodes cookei)
des Waldmurmeltieres (Marmota monax) nachgewiesen werden konnten (Scott et al. 2019;
Smith et al. 2019).

In Westosterreich konnte bereits die Infektion von Rotflichsen mit Hepatozoon canis
nachgewiesen werden, wobei der Nachweis im Milzgewebe bessere Resultate erzielte als im
Blut. Die geringe genetische Diversitat der entdeckten H. canis-Erreger lasst darauf
schlieRen, dass sich diese erst vor kurzer Zeit im untersuchten Gebiet verbreiten konnten
(Hodzi¢ et al. 2018). Fur die generelle Empfanglichkeit von Murmeltieren flir Hepatozoon
spricht eine Studie aus den USA, in der in Blutproben eines Waldmurmeltieres eine neue
Hepatozoon-Art nachgewiesen werden konnte (Allen et al. 2011). Im Rahmen dieser Studie

konnten allerdings weder Babesien noch Hepatozooen nachgewiesen werden.

Leishmaniosen noérdlich der Alpen galten bis vor wenigen Jahren als ausschlielich
eingeschleppte Erkrankungen. Durch den Nachweis eines potentiellen Vektors fur L.
infantum, der Sandmucke Phlebotomus mascittii, in Ostosterreich und dem gleichzeitigen
Nachweis einer Infektion einer der Micken mit L. infantum, kann eine Verbreitung der
Leishmaniose auch in Gebieten noérdlich der Alpen nicht mehr génzlich ausgeschlossen
werden (Obwaller et al. 2016). Studien in Spanien haben zudem ergeben, dass Nager (in
diesem Falle Mause, Ratten und Waldmause) ein mogliches Erregerreservoir und nicht nur
irrelevante Fehlwirte fur L. infantum sein konnten. Demnach sollte der klassische
Ubertragungsweg Hund-Sandfliege—Mensch hinterfragt werden (Navea-Pérez et al. 2015).
Ob die klimatischen Bedingungen der Siedlungsgebiete und die physischen Auswirkungen
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des Winterschlafs der Murmeltiere deren nachhaltige Infektion mit L. infantum zulassen, ist

fraglich.

Trypanosoma parasitiert in diversen Tierarten — auch im alpinen Bereich, was anhand von
Untersuchungen an Kleinnagern (Waldmausen, Rételmausen und Kleinwlhim&usen) in Tirol
nachgewiesen werden konnte (Mahnert 1970). Bereits 1907 wurde in einem Artikel von
Raphael Blanchard und Marc Blatin die Resistenz des Alpenmurmeltieres gegen
verschiedene Spezies von Trypanosoma wahrend des Winterschlafs beschrieben (Hoffmann
1912); ndhere Angaben zum Untersuchungsort werden in der Zitation von Hoffmann 1912
jedoch nicht gemacht. Die Verbreitung von Trypanosoma spp. (Trypanosoma theileri/cervi, T.
culicavium und T. avium) in Ostdsterreich und deren Verbreitung durch verschiedene
Stechmicken wurde 2018 bestatigt (Schoener et al. 2018). Hippoboscidae (Lausfliegen

werden ebenfalls als kompetente Vektoren beschrieben.

Obwohl  diverse  Nagerfilarien bekannt sind, besonders die Filariengattung
Acanthocheilonema viteae aus der Unterfamilie Onchocercinae, die als Modellsystem flr die
Filariosen des Menschen verwendet wird (Hiepe und Aspéck 2006), konzentrieren sich
Feldforschungen auf Grund ihres zoonotischen Potentials auf Dirofilaria repens und
Dirofilaria immitis. Im Rahmen dieser Studie konnte allerdings der Nachweis von DNA von

Mikrofilarien filarioider Helminthen nicht erbracht werden.

In den letzten Jahren konnten in Westésterreich Infektionen mit Anaplasma phagocytophilum
in Rotwild (Cézanne et al. 2017), Rotfuchsen (Hodzi¢ et al. 2018) und diversen
Wildwiederkduern (Messner et al. 2019) nachgewiesen werden. Eine 2017 in Italien
durchgeflihrte Untersuchung von alpinen Nagern belegt die Infektion von Rd&telmausen
(Myodes glareolus) und Gelbhalsmausen (Apodemus flavicollis) mit A. phagocytophilum
(Rosso et al. 2017). Die vorangegangenen Untersuchungsergebnisse lassen darauf
schlieRen, dass eine Infektion von Murmeltieren in Osterreich mit A. phagocytophilum
moglich ist, weil der Erreger einerseits bereits in den betreffenden Gebieten und andererseits

bei alpinen Nagern nachgewiesen werden konnte.

Zwar konnte eine Infektion von Nagern (Gelbhalsmausen) mit Ehrlichia muris 2008 in der
Zentralslowakei nachgewiesen werden (Spitalska et al. 2008), da es aber weder
Veroffentlichungen zu Infektionen von Wildnagern mit E. muris in Osterreich, noch von
Murmeltieren generell gibt, erscheint eine Ubertragung auf das dsterreichische

Alpenmurmeltier fraglich.
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Nager fungieren als Reservoirwirte fur verschiedene Rickettsia-Spezies, die zoonotisches
Potential besitzen (Rolle et al. 2007). Eine besondere Bedeutung kommt dabei Rickettsia
typhi zu, dem der Erreger des murinen Typhus. R. typhi ist in mediterranen Landern wie
Spanien, Kroatien, Griechenland und Zypern verbreitet. Es gibt jedoch immer wieder
Berichte von importierten und sporadischen Fallen in ganz Europa. Reservoirwirt ist in
Europa die Ratte (Rattus norvegicus und Rattus rattus) (Portillo et al. 2015). Da in
amerikanischen Studien R. typhi auch in Lausen und Fléhen des Waldmurmeltieres
(Marmota monax) nachgewiesen werden konnte (Reeves et al. 2005), ist auch hierzulande
eine Ubertragung auf das Alpenmurmeltier bei entsprechenden klimatischen Bedingungen

fur dessen Vektoren nicht ausgeschlossen.

Die Untersuchung der Blutproben von 148 erlegten Murmeltieren aus der Jagdsaison 2018
konnte keine Infektionen mit den oben erlauterten Protozoen (Babesia spp., Theileria spp.,
Hepatozoon spp., Trypanosoma spp.), filarioiden Nematoden oder Bakterien (Anaplasma
spp., Ehrlichia spp., Rickettsia spp.) nachweisen. Es kann daher davon ausgegangen
werden, dass die in Westdsterreich heimischen Murmeltierpopulationen zum Zeitpunkt der

Probennahme noch frei von vektorenubertragenen Infektionskrankheiten waren.

Die Erhéhung der Tagesdurchschnittstemperaturen im alpinen Bereich wirkt sich jedoch
gunstig auf die Verbreitung von vektoreniibertragenen Infektionskrankheiten aus: Einerseits
kénnen die einzelnen Entwicklungsstadien schneller durchlaufen werden, was fur Parasiten
einen Vorteil in kurzlebigen Zwischenwirten wie blutsaugenden Insekten bedeutet.
Andererseits begunstigen die moderaten Temperaturen im Winter die Ausbreitung von

Zwischenwirtarten wie Zecken und Mucken (Prosl 2008).

Internationale Studien belegen, dass Murmeltiere als Reservoire und Endwirte fur
verschiedene von Vektoren Ubertragenen Infektionskrankheiten dienen kénnen: Bereits
1907 wurde von den franzdsischen Wissenschaftern Blanchard und Blatin die Infektion von
Murmeltieren mit Trypanosoma spp. erwahnt (Hoffmann 1912). Fir eine mogliche Infektion
von Murmeltieren mit Babesia microti sprechen Studien aus Kanada, in denen B. microti in
Schildzecken (Ixodes cookei) des Waldmurmeltieres (Marmota monax) nachgewiesen
werden konnten (Scott et al. 2019; Smith et al. 2019). In Blutproben eines Waldmurmeltieres
konnte 2011 eine neue Art von Hepatozoon spp. nachgewiesen werden (Allen et al. 2011).
Daruber hinaus wurde in den USA Rickettsia typhi, der Erreger des auch in Europa

verbreiteten murinen Typhus, in Waldmurmeltieren nachgewiesen (Reeves et al. 2005).
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Waldmurmeltiere bewohnen im Gegensatz zum europédischen Alpenmurmeltier das
Flachland Nordamerikas (USA, Kanada), halten jedoch ebenfalls Winterschlaf. Da im
Flachland die Vektorendichte hdéher ist als im alpinen Bereich (Boehnke et al. 2015),
kommen diese somit eher in Kontakt mit Vektoren. Durch die nachgewiesene
Empfanglichkeit fir die oben genannten Erreger besteht eine erhohte Infektionsgefahr fir
das heimische Alpenmurmeltier, weil entsprechende Vektoren in deren Lebensraum bereits

nachgewiesen werden konnten (Messner et al. 2019).

Durch die voranschreitende Erwdrmung im alpinen Bereich und die damit einhergehende
Verbreitung von potentiellen Vektoren wie Zecken und Stechmiucken in nordlichere Bereiche
und grélRere Hohenlagen kann davon ausgegangen werden, dass VBDs in Zukunft
moglicherweise auch in der 6sterreichischen Murmeltierpopulation Einzug halten werden. So
ist eine Infektion von &sterreichischen Murmeltieren mit Anaplasma phagocytophilum
denkbar, weil der Erreger bereits bei alpinen Nagern in Italien nachgewiesen werden konnte
(Rosso et al. 2017).

Im Hinblick auf die Diagnosemdglichkeiten verschiedener vektorenlibertragenen

Infektionserkrankungen finden sich in Schnieder et al. (2006) Empfehlungen (Tab. 29).

Tab. 29: Empfehlung zu diagnostischen Mehtoden einzelner Parasiten/Erreger

Parasit/Erreger Diagnostische Methode

Blutprotozoen, Mikrofilarien Blutprobe

Trypanosoma, Theileria Lymphknotenpunktat

Leishmania Milz-, Leber- und Knochenmarkpunktate oder Abklatschpraparate von
Geschwirrandern

Fir den Nachweis einer Trypanosoma-Infektion weist Deplazes et al. (2013) ebenfalls darauf
hin, dass die Erreger besonders zahlreich in den Lymphknoten des Wirtes anzutreffen sind.
Eine weiterfihrende Untersuchung von Gewebeproben (Lymphknoten, Milz, etc.) kénnte
Aufschluss geben. Auch ist eine Wiederholung der Blutanalysen zur Verlaufskontrolle
denkbar.
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5. Zusammenfassung

Bislang wurden nur wenige Studien zu Parasitosen des 6sterreichischen Alpenmurmeltieren
(Marmota marmota) verdéffentlicht. Diese befassen sich mit dem Befall von Murmeltieren mit
Endoparasiten wie Bandwirmern und Fadenwlrmern, aber auch Toxoplasma gondii. Es
wurde noch keine Studie zur Untersuchung von Murmeltieren in Osterreich auf den Befall mit

Blutparasiten und weiteren von Vektoren Ubertragenen Krankheitserregern hin veréffentlicht.

Die voranschreitenden klimatischen Veranderungen beginstigten die Verbreitung von
Vektoren wie Zecken und Stechmiicken, die Ubertréager verschiedener Infektionserreger
darstellen, sowohl in nérdlichere Gebiete als auch in gréltere Héhenlagen. Studien der
letzten Jahre zeigen bereits, dass in Osterreich lebende Wildtierpopulationen von
Rotfichsen, Rotwild und anderen Wildwiederkduern von vektorenlbertragenen

Infektionskrankheiten, wie zum Beispiel Babesiose oder Anaplasmose, befallen sind.

Auf Grund der geographischen Nahe und der sich verandernden klimatischen Bedingungen
in den natlrlichen Habitaten des Murmeltieres scheint eine Ubertragung von VBDs auf

Murmeltierpopulationen maglich.

Eine Untersuchung von Blutproben von 148 erlegten Murmeltieren aus der Jagdsaison 2018
mittels PCR, Agarose-Gelelektrophorese und anschlieRender Sequenzierung nach Sanger
konnte keine Infektionen mit Protozoen (Babesia spp. und andere Piroplasmen, Hepatozoon
spp., Trypanosoma spp.), filarioide Nematoden oder Bakterien (Anaplasma spp., Ehrlichia
spp., Rickettsia spp.) nachweisen. Es kann daher davon ausgegangen werden, dass die in
Westdsterreich heimischen Murmeltierpopulationen zum Zeitpunkt der Probennahme noch

frei von vektorenubertragenen Infektionskrankheiten waren.

Da Studien belegen, dass amerikanische Murmeltiere und andere Nager als Reservoire und
Endwirte fur verschiedene von Vektoren Ubertragenen Infektionskrankheiten dienen kdnnen
und durch die weitere Verbreitung von potentiellen Vektoren in nérdlichere Bereiche und
groRere Hohenlagen kann jedoch davon ausgegangen werden, dass VBDs in Zukunft
moglicherweise auch in der &sterreichischen Murmeltierpopulation Einzug halten werden.

Eine Wiederholung der Blutanalysen in einigen Jahren kann dazu Aufschluss geben.
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6. Summary

So far, only a few studies have been published focusing on parasites of the Austrian Alpine
marmot (Marmota marmota). These mainly focus on infestations of marmots with
endoparasites such as tapeworms and roundworms, but also Toxoplasma gondii. No study
has yet been published to investigate marmots in Austria for infestation with blood parasites

and other vector-borne pathogens.

The advancing climate changes favour the spread of vectors such as ticks and mosquitoes,
which are carriers of various infectious agents, both in northern regions and at higher
altitudes. Studies in recent years have already shown that wild animal populations of red
foxes, red deer and other wild ruminants in Austria are affected by vector-borne infectious

diseases, such as babesiosis or anaplasmosis.

Due to the geographical proximity and the changing climatic conditions in the natural habitat

of the marmot, it seems possible to transfer VBDs to marmot populations.

Examination of blood samples from 148 marmots from the 2018 hunting season using PCR,
agarose gel electrophoresis and subsequent Sanger sequencing showed no infection with
protozoa (Babesia spp. and other piroplasms, Hepatozoon spp., Trypanosoma spp.),
filarioide nematodes or bacteria (Anaplasma spp., Ehrlichia spp., Rickettsia spp.). It can
therefore be assumed that the marmot populations in western Austria were still free of

vector-borne infectious diseases at the time of sampling.

However, since studies show that American marmots and other rodents can serve as
reservoirs and hosts for various vector-borne infectious diseases and due to the further
spread of potential vectors to more northern areas and higher altitudes, it can be assumed
that in the future VBDs may also be found in Austrian marmot populations. Repeating the

blood tests (and various tissues) in a few years can provide further information.
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7. Abkirzungsverzeichnis

bp
ddNTP
dNTP
Fw
MgCI2
mM

i
PBS
pmol
rpm
rRNA
Rv

VBD

Basenpaar

Didesoxiribonukleosid-Triphosphat
Desoxiribonukleosid-Triphosphat

Forward

Magnesiumchlorid

millimolar

Mikroliter

phosphatgepufferter Salzlésung (engl. phosphate buffered saline)
Pikomol

Umdrehungen pro Minute (engl. revolutions per minute)
Ribosomale Ribonukleinsaure (engl. ribonucleic acid)
Reverse

Einheit der Enzymaktivitat

Vektorenibertragene Krankheit (engl. vector-borne disease)
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11.Anhang

Anhang 1 - Protokoll zur DNA-Purifikation aus Blutstropfen auf Filterpapier

1. Blutgetranktes Filterpapier (4x4 mm) ausschneiden und in ein 1,5 ml Eppendorf-Tube

geben
Mit 100 ul PBS versetzen und Gber Nacht bei 4 °C stehen lassen!

2 Thermomixer auf 70 °C und 98 °C vorbereiten

© N O g bk~ D

Tubes bei 13.000 rpm flr 3 min zentrifugieren — auf Pellet aufpassen
Uberstand mit Pipette abnehmen und verwerfen! Auf Pellet achtgeben!
100 ul PBS wieder hinzufligen

Bei 13.000 rpm flr 2 min zentrifugieren. (Pellet waschen)

Uberstand abnehmen und verwerfen

Achtung: InstaGene™ Matrix (Fa. BioRad) auf einem Magnetriihrer riihren lassen — 30 sec

lang (Sand muss aufgerihrt sein!)

9. DNA Extraktion mit InstaGene™ Matrix:

a.

b
c
d.
e
f

60 pl InstaGene™ Matrix zum Pellet geben (Filterpapier ist noch immer im Tube!)
Bei 70 °C fur 8 min inkubieren

15 sec vortexen

Bei 98 °C fur 4 min inkubieren

15 sec vortexen

Bei 13.000 rpm flr 1 min zentrifugieren

10. Jetzt wird der Uberstand in ein neues Tube Uberfiihrt! (Tube mit Filterpapierblattchen

bleibt zurtick > verwerfen!)

11. Mit dem Tube Anleitung von Punkt ,a“ bis ,f wiederholen!

(Zur Verfigung gestellt von Dr.rer.nat. Priv.-Doz. Hans-Peter Fihrer und Bita Shahi Barogh, Institut fir

Parasitologie, Veterindrmedizinische Universitat Wien)
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