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1 HENLEITUNG 1

1 EINLEITUNG

DAS PHANOMEN PARASITISMUS

Niemand lebt wirklich allein - Parasiten sind allgegenwartig. Rarasind eine aul3er-
ordentlich erfolgreiche Organismengruppe, sie sind ein selbstverstirdiiestandteil
der Natur und haben als solcher im Laufe der Evolution besonders ausgek&igel
teme, Verhaltensweisen und Uberlebensstrategien entwickeliygie/o sie am besten
sich und ihre Art erhalten und vermehren kénnen. Arbeiten Uber die Dédersn
Parasiten fast aller Vertebratenklassen haben bewiesen,aitasgdn die Begleiter der
meisten freilebenden Organismen sindcget al., 1990). Bemerkenswert ist, dass die
parasitische Lebensstrategie von Organismen nicht auf lokal begiRagionen der
Erde beschrankt ist, sondern sich ubiquitér etabliert hat. Rar&siben sich alle Berei-
che des Lebens sowohl zu Wasser, zu Land als auch in der Luft erobert.

Im Tierreich haben fast alle Organismengruppen, vom Einzelleulden Saugetieren,
parasitisch lebende Formen hervorgebracht. Zur Zeit wird davon ausgegdagen,
mindestens 50 % aller bisher bekannten Tierarten eine parasitische Leberigtwen
und sich von der Korpersubstanz, den Korpersaften oder dem DarniimbaVirte
erndhren (BGON et al, 1991; KENNEDY & HOLMES, 1995). Jede einzelne Parasitenart
hat sich durch faszinierende Anpassungen selbst an extreme Lebensbedirigunge
ganz spezielles 6kologisches Mikrohabitat erschlossen, das ihr dasbghelégrund
einer mehr oder weniger fein abgestimmten Wirt-Parasitdktien sichert. Dabei gilt
fir ein gut eingespieltes Wirt-Parasit-Verhaltnis, das sichierd.aufe einer lange
andauernden Co-Evolution etabliert, die Devise von “leben und leben I4¥8eR-”
NER & GEHRING, 1990).

ACANTHOCEPHALA : EINE BEMERKENSWERTE KLASSE INTESTINALER HELMINTHEN

In der vorliegenden Studie wurde die artenreiche Gruppe der Acanthtsre inae-
chisch: acantha Dorn; cephalae Kopf), die ubiquitar verbreitet ist und sowohl ein
breites Spektrum an Endwirten (zahlreiche Wirbeltierartenqath an Zwischenwirten
(Arthropoden) befallt, als Forschungsobjekt ausgewahlt (siehe Abbildungidg¢ny
weist die Gruppe der Acanthocephalen insbesondere wahrend ihrerrndevaack-
lungsphasen ein fein abgestimmtes Repertoire an ParasitAfdirdktionen auf, das
von zahlreichen Parasitenarten in ahnlicher Form bekannt ist.

Durch ihre weite geographische Verbreitung und ihr Vorkommen bei ugeaRllVir-
beltierarten (JHNSTON 1942; LAT & PIKE, 1980; FOBERG, 1986; DE-LA-MUELA et
al., 2001; KvoFF et al., 2001; SARPILO et al., 2001; ROCKERHOFF& SMALES, 2002;




2 1 BEINLEITUNG

WALTER et al., 2002; BsTERet al., 2003; MRAVEC et al., 2003; BIISALO & VALTO-
NEN, 2003) besteht jederzeit die akute Gefahr, dass neue Acanthocebalengr
Hilfe diverser Neozoen nach Europa eingeschleppt werden und siciindohlie3end
rasend schnell ausbreiten. So war der Eoacanthocdpaadeenuisentis ambiguuss

in das Jahr 1986 einzig aus Amerika bekannt. Nachdem dieser Acantiededba-
ropa angekommen war, konnte sich der Parasit in Deutschland innedraffendahre
derart stark vermehren, dass der grof3te Teil der Weseraalts lk@rze Zeit nach sei-
ner Einschleppung mit ihm infiziert war AMERS, 1990). Hinzu kommt, dass Acantho-
cephalen weltweit eine grof3e Bedeutung als Krankheitserreger besitzen.

Abbildung 1 Adulte Acanthocephalen in gedffneten Darmen veestgmer Wirbeltiere.

a) Darm einer Barbe, der mitomphorhynchus laevisefallen ist.

b) Darm einer Eiderente, der einen Befall Riibficollis botulusaufweist.

c) Darm einer Ratte, welcher mit dem AcanthocephBieniliformis moniliformisinfiziert ist.
A: adulter Acanthocephale

SYSTEMATIK DER ACANTHOCEPHALA

Bei den Acanthocephalen, die weltweit recht zahl- und artenreicdalte Parasiten in
den Darmen von uber 300 Fischarten und anderen Wirbeltieren (Amplitigiptiljen,
Vogel, Saugetiere) anzutreffen sind{lSTON 1942; NCHOLAS & HYNES, 1958;
SCHMIDT & OLSEN, 1964; WARD & NELSON, 1967; BARTON & PICHELIN, 1999; SRES

& SIDDALL, 1999; TARASCHEWSKI, 2000; ™ALES, 2002), handelt es sich um eine
Gruppe intestinaler Helminthen, deren systematische Stellurigndlizh noch nicht
eindeutig festgelegt wurde. Im angelsédchsischen Raum werden aighAcephalen
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als Stamm gefiihrt (AN, 1985A), wogegen sie in Deutschland wegen ihrer Ahnlich-
keiten zu den Rotatorien haufig als Klasse der Nemathelminthesedmegewerden
(LORENZEN 1985; WESTHEIDE & RIEGER, 1996).

Zu den Acanthocephalen zahlen ausschlie3lich hochspezialisieremrggéschlechtli-
che Tiere. Die Acanthocephalen selbst werden traditionell wegédalligetr Unter-
schiede in ihrer Morphologie und ihrem Wirtsspektrum bzw. ihrem [Ehktangs-
zyklus in drei verschiedene Klassen unterteikR@@pPTON & NickoL, 1985). In neue-
rer Zeit wurde noch eine weitere Klasse, namlich die der Polyacaptiadaghinzuge-
fugt (AMIN, 1998):

1. EoacanthocephalaSie reprasentieren eine Gruppe von Parasiten, bei deren Endwir-
ten es sich fast ausschlie3lich um Fische handelt. Arthropodenap&ipoden oder
Copepoden, verkorpern geeignete Zwischenwirte. Als Besonderheit weiseerdien T
ihrer Epidermis und den Zementdriisen Riesenkerne auf. Protonephridem ifetén
dagegen. Als typische Vertreter dieser Gruppe sind die AcanthdeeatianPara-
tenuisentis ambiguusndNeoechinorhynchus rutiliu erwahnen.

2. Palaeacanthocephalathre Endwirte (Fische, Amphibien, Wasservogel, usw.) sind
im Allgemeinen an das Wasser gebunden. Als Zwischenwirte dienenzlihemphi-
poden und Isopoden. Ihre Epidermiskerne sind meist in Teilkerndleerfauch bei
dieser Gruppe kommen keine Protonephridien vor. Charakteristischiet®emwerden
durch die ArtenAcanthocephalus anguillae, Corynosoma hadwamd Echinorhyn-
chus truttagyestellt.

3. Archiacanthocephala:Die Vertreter der Archiacanthocephala besitzen ausschliel3-
lich terrestrische Entwicklungszyklen, d.h., ihnre Endwirte sind landleb®adger. lhre
Larvalentwicklung durchlaufen diese Parasitenarten in teresémsArthropoden, wie
z.B. den Larven bzw. Adulti von verschiedenen Schaben- bzw. Kafertdrte Epider-

mis besitzt gelappte Riesenkerne. Protonephridien sind in dieser Grefipeerbrei-

tet. Als reprasentative Vertreter kénnen die Amtéacracanthorhynchus hirudinaceus
undMoniliformis moniliformisgenannt werden.

4. PolyacanthocephalaDiese, noch neue Klasse, wurde bisher noch wenig erforscht.
Ihre Endwirte sind verschiedene Fischarten sowie Krokodile in Stidamerikafiikeal A
(AMIN, 1987). Ein Vertreter dieser Klasse BlyacanthorhynchukenyensigAMIN,
1987).

M ORPHOLOGIE DER ACANTHOCEPHALA

Die Acanthocephalen verkérpern “wurmférmige” bzw. langlich-zylindrisgegrennt-
geschlechtliche Tiere (siehe Abbildung 2), von denen bis heute etwa 150tiedzse
Arten beschrieben worden sind EfHEIDE & RIEGER, 1996; AvIN, 1998). Die meis-
ten Acanthocephalenarten weisen einen runden Querschnitt auf und ihre dutttihschni
che Korperlange liegt unter einem Zentimeter, es gibt jedoch auem,Adie eine
Lange von bis zu 70 Zentimetern erreichenL(l¥R & DUNAGAN, 1985; SORCH &
WELSCH, 1991; MEHLHORN & PIEKARSKI, 1998; BysH et al., 2001). Die adulten Tiere
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sind weildlich bis leuchtend orange gefarbt. Dabei ist auffallersy de Weibchen
meist grol3er als die Mannchen sind. Wie bereits erwahnt, leben diet&eder Acan-
thocephalen als Adulti im Darm ihres Endwirtes und verankern sidieri Darmwand
ihres Wirtes mit Hilfe ihres vorstilpbaren und artspezifisthcaudalwérts weisenden
Haken besetzten Rissels, der sogenannten Probosusi#CON & NickoL, 1985;
TARASCHEWSKI, 2000). Diese Proboscis ist das charakteristische Merkmalaiar-
thocephala. Sie kann sehr vielgestaltig sein. Ihre Form kann von kurz undggsdru
mit wenigen Haken bewehrt, bis hin zu langlich zylindrisch, mit vielen HakenHrewe
variieren (AvIN, 1998). Die Ausstattung der Proboscis mit Haken stellt in Abhangig-
keit von GroRe, Form, Anordnung und Anzahl der Haken ein wichtiges taxonomisches
Bestimmungsmerkmal dar.

Der schlauchférmige Korper der Acanthocephalen ist bilateralsymsctetaufgebaut
und unsegmentiert, kann aber in zwei grol3e Bereiche unterteilt wdedeanterior lie-
gende Prasoma sowie das posterior lokalisierte Metasosra$THEWSKI, 1989). Die
gesamte Oberflache der adulten Parasiten wird durch ein syasyliajument gebil-
det, das nach auf3en hin durch einen Glycocalix-Surface-Coat begrenzingirgdn
zahlreichen Krypten durchbrochen istrR{B\WM & FISHER, 1974; TARASCHEWSK],
2000). Die Krypten, die sich in das Innere des Tegumentes fortsetfidlgn eine sehr
wichtige Funktion bei der Nahrungsaufnahme und bewirken eine bedeutende Erh6hung
der Resorptionskapazitat der Korperoberflache der Adulti um einerorFakt60
(MEHLHORN, 1988). Die untersuchten Parasiten erndhren sich aufgrund eindsersitle
fehlenden Darmtraktes parenteral, d.h., sie nehmen alle bendtigtestdifahiiber ihr
Tegument aus dem Darm ihres Wirtes aufcdéL, 1985; TARASCHEWSKI, 1989;
MEHLHORN & PIEKARSKI, 1998; BJsH et al., 2001). Die Hautmuskulatur der Acantho-
cephalen besteht aus einem Schlauch von Ring- und Langsmuskulatur.

Als morphologische Besonderheit weisen die mannlichen Acanthocephaéendsar
mehrere Zementdrusen auf, mit deren Hilfe sie ein Sekret peydnzidas die Vagina
der weiblichen Wirmer nach der Kopulation verkittetl(MR & DUNAGAN, 1985;
STORCH & WELSCH, 1991). Dagegen besitzen die weiblichen Acanthocephalen eine
sogenannte Uterusglocke, deren Aufgabe es ist, fertig entwickalte di# bereits
einen schlipffahigen Acanthor enthalten und frei in der Leibeshéhizddéien Acan-
thocephalen flottieren, von den weniger entwickelten Eiern zu trennepnun#blage
herauszusortieren (W THEIDE & RIEGER, 1996).

In den infektibsen Acanthocephaleneiern sind die inaktiven Acanthorebeli@nnten
Acanthocephalenarten auf3erst kompakt gelagert. Die stabilen Acaithtsreeier
umgeben die ungeschlipften Acanthoren zunachst mit vier bis finf versumede
Eihtllen, die jeweils durch einen granularen Zwischenraum voneinandenmgesind.

Diese Eihtllen stellen eine Art “Kontakt-Organ” der Acanthorenhzer Umwelt dar

und sind darauf spezialisiert die vollstdndig embryonierte Acaativer|flir einen
gewissen Zeitraum selbst unter unterschiedlichsten Umgebungsbedingongehad-

lichen Einflissen effektiv zu schitzen. Die Gesamtheit der Eihlllen dmigecantho-

ren insbesondere vor schadlichen mechanischen Belastungen, den Verdauungsenzymen
der Endwirte und bei den Archiacanthocephalen auch vor Austrocknung schitzen.
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Da die verschiedenen Acanthocephalenarten sowohl terrestrischacll aquatische
Entwicklungszyklen besitzen, sind die Acanthocephaleneier wahrend lgiressen
oder langeren Zeitraumes, bis sie von einem geeigneten Zwischgeessen wer-
den, unterschiedlichen Milieubedingungen ausgesetzt. Daher sind die Aegitho
leneier der Archi-, Palae- und Eoacanthocephala nicht identiseutyalondern durch
die Struktur der einzelnen Eihillen und deren chemische Zusammensatzuimg
jeweilige Umgebung adaptiert.

a) Eier in Entwicklung

Rumpfhaken X Dorsaler }Ugamentsack

Ventraler Ovarialballen Ausdifferenzierte Eier

Risselhaken ,/‘L/ )

Rissel

/ e i e R g

Uterusglocke Uterus
Usselscheidenretraktor Protonephyidien

Risselscheide

Halsretraktor Ligamentstrang Epidermis
b) Lemnisk Genitalganglion

Cerebralganglion Ligamentsack Hoden Zementdrsen Samenblase Penispapille

Abbildung 2 Organisationsschema eines Acanthocephalen (spdeieklasse der Archia-
canthocephalap) Weibliches Tierb) mannliches Tier (WSTHEIDE & RIEGER, 1996)

DER ENTWICKLUNGSZYKLUS DER ACANTHOCEPHALA

Ein auffallendes Merkmal vieler parasitischer Wirmer ist ihnr komptezie.ebenszyk-
lus (BUuRGESset al., 1990). Der Archiacanthocephd@niliformis moniliformis der

weltweit in zahlreichen Wirbeltieren parasitiert ENM.HORN, 1988), wird nun als
Modellfall fur alle Gbrigen Acanthocephalen herausgegriffen. Anhand diésasllor-

ganismuses soll der typische Entwicklungszyklus eines Acanthocephialgifemsei-

nen unterschiedlichen Entwicklungsstufen (Ei - Acanthor - Acanthéllgstacanth -
Adultus) erlautert werden, um die Bedeutung des Acanthors bessiheerzu kon-
nen.

Der adulte Acanthocephale vih moniliformislebt im Intestinum seines Endwirtes,
bei dem es sich in diesem Fall um eine RaR&ttus norvegicyshandelt, gelangt dort
zur Geschlechtsreife und pflanzt sich im Dinndarm dieses Endviote Als nicht
penetrierender Acanthocephale ist der Pafdsitmoniliformis mit seiner Proboscis
lediglich in der Mucosa des Endwirtes verankert oder dringt héchstisngur
Tunica propria vor.
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Jedes adulte weibliche Tier produziert dort taglich bis zu 556 Eer ((ROMPTON &
NickoL, 1985). Die reifen ovoiden Acanthocephaleneier, die das weiblichendaoér

der Befruchtung absetzt, gelangen mit dem Darminhalt und den Faces des Emawirtes
die Umwelt (TARASCHEWSKI, 2000).

Die reifen Eier vonM. moniliformis haben eine langgestreckte, ovale Gestalt von
120 um Lange und 55 pm DurchmesseEMVHORN et al., 1993; EoMmpPTON 1975).

Die Acanthocephaleneier stellen das Verbreitungsstadium imickhivwgszyklus der
Acanthocephalen dar und enthalten bereits vollstandig entwickedteti#aren, die fur

die Zwischenwirte infektios sind. Diese Acanthoren Wwhrmoniliformissind von vier
verschiedenen Eihlllen umschlossebTirset al., 1991), die sie durch ihren Keratin-
gehalt vor einer zu frihen Freisetzung wahrend der Passage durch den Verdddungstra
des Zwischenwirtes bewahrenRRoOLD & CROMPTON 1987). Im Freien entwickelt

sich die in der Eikapsel verbleibende Hakenlarve nicht weiter, sostiit ein War-
testadium dar.

Die mit den Faces der Endwirte abgesetzten embryonierten Ei&cderthocephalen
werden von den Zwischenwirten zusammen mit ihrer Nahrung oral aufgenotsen
Zwischenwirte fir die Acanthocephalen fungieren weltweit normalise zahlreiche
Crustacea, Insecta oder MyriapodaatMARD et al., 1998; BRGER & NICKOL, 1999;
DezFuULl & GIARI, 1999; DEzFuULI, 2000; DEzFULI et al., 2000; ARASCHEWSKI, 2000;
BOLLACHE et al., 2002; NckoL et al., 2002; EVRI & CoppPoOLA 2004; ROYAL et al.,
2004).

Bei einigen Arten der Eo- und Palaeacanthocephalen enthalt dreaEiamter ande-

rem Polysaccharide, so dass die Eier als Nahrung fur die Zwiscke attraktiver
werden (WESTHEIDE & RIEGER, 1996). Ist ein Zwischenwirt durch die orale Aufnahme
von Acanthocephaleneiern erfolgreich von einem Acanthocephalen nfieden,
bewirkt in vielen Fallen die durch den Carapax des Krebses durchscheinende Farbe des
Cystacanthen selbst eine optische Enttarnung dieses Zwischenwinfesrdem ist
bekannt, dass eine Aufhellung bzw. Verdunkelung der an die Umgebung angepasste
Farbe eines Zwischenwirtes durch eine Infektion mit Acanthocepbdielgen kann.

Die Archiacanthocephala reifen in Vertretern der Tracheat®¢ta, Myriapoda) heran
(KATES, 1943; BOWEN, 1967; BRENNAN & CHENG, 1975; QRMICHAEL & MOORE,

1991; ALLELY et al, 1992; BOLETTE, 1998). Dem ausgewahlten Archiacanthocephalen
M. moniliformisdient die amerikanische Grof3schaBeriplaneta americanaals Zwi-
schenwirt (KNG & ROBINSON, 1967; LACKIE, 1972; AIUAR & PARAN, 1976; LACKIE

& HoLT, 1988).

Die innerste der vier verschiedenen Eihillen I6st sich erst iitteliarm dieses Zwi-
schenwirtes auf und die Acanthoren werden in diesem freig€MabziRe & CROMP-

TON, 1993). Dort durchbrechen die Acanthoren sowohl die peritrophische Membran als
auch das posterior gelegene MitteldarmepithelLl{fmaNnN,, 1991) mit Hilfe eines boh-
renden Mechanismus, dem *“aclid-Organ” oder RostellumLi®® & DUNAGAN,

1985), das aus mehreren Reihen klingenartiger Haken bestemi(S & ROBERTS

1981; £HMIDT, 1985). Sobald die Acanthoren die aul3ere Oberflache des intestinalen
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Gewebes erreicht haben, werden sie zuné&chst von zahlreichen Hamaxngehen

und eingekapselt (BBINSON & STRICKLAND, 1969; ROTHERAM & CROMPTON, 1972;
VOLKMANN, 1991). Anschliel3end erfolgt ausschliel3lich im Hamocoel der Schabe die
weitere Entwicklung der larvalen Parasitenstadien zu sogenanntanth&tien
(ROTHERAM & CROMPTON, 1972). Aus dem Acanthella-Stadium entwickelt sich dann
innerhalb von 6 bis 12 Wochen das juvenile, fir den Endwirt infektibseuBtadies
Cystacanthen.

Die Befallszahlen im ZwischenwiR. americanakonnen mit bis zu 165 Cystacanthen
pro Schabe auf3erordentlich hoch seirdf@PTON et al., 1984). Es sind sogar Félle
bekannt, in welchen einzelne Kafer der Rapilla japonicamit tiber 300 Cystacanthen
des KratzerdM. hirudinaceusinfiziert waren (MEHLHORN, 1988). Frisst ein Endwirt
einen solchen infizierten Zwischenwirt, wird der Cystacanth Mommoniliformisim
Darm frei, verliert seine membrandse Hille und kann sich oberflacideraMucosa
seines Endwirtes festheften. Anschliel3end beginnt der festgeh€fgstacanth zum
geschlechtsreifen adulten Wurm heranzuwachsen. Im Endwirt dauggsiante Ent-
wicklungszyklus etwa 38 Tage. 22 Tage nach der Infektion der EndwirtgtatielBil-
dung der Eier mit den Acanthoren, die schlief3lich bis zum Tag 38 p.i. heranreifen.

PATHOGENITAT DER ACANTHOCEPHALA

Eine sehr grofRe wirtschaftliche Bedeutung besitzen die AcanthoceplalRarasiten

von Wild-, Besatz- und Farmfischengf$PERCLAUS 1979; REICHENBACH-KLINKE,

1980; VALTONEN, 1980; AvIN, 1985B; AMLACHER, 1986; WANSTALL et al., 1986;
BATES & KENNEDY, 1990). Ein Massenbefall mit adulten Acanthocephalen kann durch
Nahrungsentzug, Entziindungsreaktionen, Reizung der Schleimhaut oder durch Ver-
stopfung bzw. Perforation des Darmes schwerste Erkrankungen der Endwickeier

fen (AWACHIE, 1972A, 1972B; RpLO, 1975; TAMIES et al., 1980; RICHENBACH
KLINKE, 1980; TARASCHEWSKI et al., 1989; WMERS, 1990; AVIN & HECKMANN,

1992; MEHLHORN et al., 1993). BeGobius bucchichikonnte eindeutig nachgewiesen
werden, dass die adulten Parasiten die allgemeine Fitness ilmteruil den Repro-
duktionserfolg der weiblichen Wirte stark negativ beeinflussesAS et al., 2001).
JURGES (1996) konnte bei Blei-exponierten Ratten, die mit dem Acanthocepkhlen
moniliformisinfiziert waren, eine erhebliche Veranderung der Nierenfunktidstéts

len. Des weiteren sind von Ferkeln extreme Durchfélle, Muskali& oder Abmage-
rung als Symptome der Erkrankung bekanntefMHORN et al., 1993). Die adulten
Acanthocephalen verankern sich mit ihrer hakenbewehrten Proboscis enblede
flachlich in der Darmwand ihrer Wirte und wechseln dann héaufig ihre Anheftungsstelle
oder sie dringen mit ihrer Proboscis tief in die Wirtsdarmwamaeer durchbohren sie
sogar (NLSON & NickoL, 1986). Dies hat Nekrotisierungen und Eosinophilie zur
Folge (4A0 et al., 1990). AuRerdem kann es zu Darmverschlissen durch eine entspre-
chend grol3e Anzahl von Parasiten kommen.
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Generell kann gesagt werden, dass die Acanthocephalen fur Saugsttergener sind
als fur Fische. Acanthocephaleninfektionen sind von zahlreichen Wanaetan, ein-
schliel3lich des Menschen, bekannkRiSsI & CALANDRUCCIO, 1888; MOORE et al.,
1969; AL.-RAWAS et al., 1977; MHLHORN, 1988; (WUNSELMAN et al., 1989; HEH et
al., 1992; SNGLETON et al., 1993; MHLHORN & PIEKARSKI, 1998; TARASCHEWSK],
2000; BusH et al., 2001) Auch heutzutage stellt menschlicher Befall mit Acanthoce-
phalen in China und Sidostasien, keine Seltenheit dar. Die Infektion&fhedsshen
erfolgen durch den Verzehr von rohen, infizierten ZwischenwirterAdanthocepha-
len, wie z.B. Gammariden, Schaben, Kaferlarven oder anderen Widre(83MIDT,
1971). Auch von diversen Palaeacanthocephalenarten, wiA@Bthocephalus bufo-
nis, Acanthocephalus rauschi, Bolbosos@mp. undCorynosoma strumosynsind
Infektionen des Menschen bekannt®pT, 1971; AbAmsS et al., 1997; BsH et al.,
2001).

STAND DER FORSCHUNG

Die Acanthocephalen sind der Wissenschaft schon seit langem bekastmalEr
beschrieben wurden die Parasiten im Jahr 1684 von dem italienischeffr@mzesco

Redi, der weiRe Wirmer in den Darmen von Aalen entdeckte. Uber den Asffsau
Acanthocephaleneier, den Kdrperbau und die Physiologie der adulten dPardmsi
effizienten Ausbreitungsmechanismen, zahlreiche Entwicklungszyklen sdigie
Wirtsspezifitdt einzelner Acanthocephalenarten wurden bereltkegdne Untersu-
chungen durchgefiihrt, und dabei umfangreiche Erkenntnisse Uber verschiedenste
Acanthocephalenarten gewonnerr@PTON 1970; NCHOLAS, 1973; NCckoL, 1985;
SCHMIDT, 1985; TARASCHEWSK], 1989; KATHOON & BILQEES, 1991; EzFuLI et al.,

2000; HERLYN, 2000; TARASCHEWSKI, 2000 & 2001).

Vereinzelt wurden ultrastrukturelle Untersuchungen Uber das Cydta8tdium der
Acanthocephalen, das sich im Entwicklungszyklus dieser Parasiten daardatsta-
dium des Acanthors anschliel3t, durchgeflUhrtARTARAMAN & RAVINDRANATH,

1973A & 1973B; [EzruLl & GIARI, 1999; HHN et al., 2001; BuLIN et al., 2003).
Auch heute wird das Hauptaugenmerk der wissenschaftlichen Untersuchumge
immer fast ausschlie3lich auf die Adulti der Acanthocephalen und Bhoawirte
gerichtet. Der Acanthor, insbesondere der geschliipfte Acanthor, wstds biotz der
vielfaltigen Erforschung der Acanthocephalen weitestgehend vernachlassigt.

Bis heute wurde der geschlipfte Acanthor, abgesehen von eigenen Untersuchungen a
dem Eoacanthocephaldh ambiguus(ReITzE, 1998), noch nie ultrastrukturell er-
forscht. Die seltenen Untersuchungen zur Morphologie des Acanthorsdrdsaisich
entweder lediglich auf die Erforschung von ungeschlipften Acanthorenochevon

den Eihillen vor schadlichen Einflissen geschitzt werden, oder es hsinbéeltei

ihnen ausschlie3lich um lichtmikroskopische ArbeiteANVCLEAVE, 1947; \WHITE-

FIELD, 1971; WRIGHT, 1971; RTERS et al., 1991; ARASCHEWSKI et al., 1992;
TARASCHEWSKI & PETERS 1992; ABRECHT et al.,, 1997; ARASCHEWSKI, 2000).
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Acanthoren, die sich noch im reifen Acanthocephalenei befinden, sindstli@@pri-
miert gelagert und geben daher selbst bei sorgfaltigster Urttersgievenige Details
ihrer morphologischen Ausstattungsmerkmale bzw. ihrer Adaptationen preis.

Im Gegensatz zum Acanthor sind bei den grof3en Gruppen der tbrigen Endohelminthen
(Nematoden, Cestoden, Trematoden) die Morphologie, die Physiologie (z.B. Enzym-
ausstattung) sowie das Verhalten der Larven (z.B. Wirtsfindung), ei®aimwand

des ersten Zwischenwirtes penetrieren, gut erforscht. So ifelsfrei bekannt, dass

die Miracidien der meisten Trematodenarten zwar beeinfiosst.icht- und Tempera-
tureinflissen im Wasser aus der Eihille schliipfen, es andeseriser auch Tremato-
denarten (z.B.Dicrocoelium dendriticurn gibt, deren Miracidien nach oraler
Aufnahme durch Verdauungsenzyme beeinflusst erst im Darm deshéwmsictes
schlipfen (MHLHORN & PIEKARSKI, 1998). Die ersten Larvalstadien der Cestoden
(Oncosphaera) werden in der Regel oral vom Zwischenwirt aufgenomnaedringen

dann aktiv in das Wirtsgewebe einENLHORN & PIEKARSKI, 1998).

ZIELSETZUNG DER VORLIEGENDEN ARBEIT

Die Untersuchung der Acanthocephalen unter unterschiedlichsten Gasinkten
lasst erwarten, zukUnftig ein umfassendes Wissen Uber die Biologieaethocepha-
len zu erlangen. Da der Acanthor entscheidende Funktionen (Erkennunghtigs-Sc
zeitpunktes, Erreichen der Darmwand des Wirtstieres, Penet@iobarmwand)
wahrend der Entwicklung des Parasiten zum Adultus erfullt, stefltAcanthor ein
wichtiges Stadium im Entwicklungszyklus der Acanthocephalen dar.

Uber den Acanthor ist weitaus weniger bekannt als beispielsvileésedie ersten Lar-
valstadien anderer Endohelminthen (Miracidien, Coracidien, Oncosphgrearuen).

Daher hat die vorgelegte Arbeit das Bestreben Grundlagenforschungeabdreund

neue Erkenntnisse tber den geschlipften Acanthor zu gewinnen. Die neuen-Erkennt
nisse sollen sowohl die Morphologie als auch das Verhalten des Acanthors betreffen.

Die Morphologie des geschlupften Acanthors soll im Vergleich zum uhljgsten
Acanthor auf der ultrastrukturellen Ebene untersucht werden. Dietssichungen
sollen detaillierte Informationen dariber liefern, welche morphstbg Ausstattungs-
merkmale bzw. Charakteristika den Acanthor in die Lage versetiee smfangrei-
chen Aufgaben im Ablauf des Entwicklungszyklus eines jeden Acanthocephalen
effizient und erfolgreich zu bewaltigen. Die Kenntnis des ultrastreltémr Aufbaus
des Acanthors ist eine wesentliche Voraussetzung fur das funktionellardemist phy-
siologischer und pathologischer Ablaufe im Organismus. Es soll datseiche werden
zu klaren, ob die vorhandenen Strukturelemente generell ein Bestanddeifbau der
Acanthoren darstellen oder ob die Acanthoren der einzelnen Acanthocepteie
spezielle Adaptationen an ihre jeweiligen Wirte aufweisen. So weifiatimwand der
einzelnen Zwischenwirte durchaus einen unterschiedlichen Aufbau loziigler
Dicke auf. Auch der Aufbau bzw. die chemische Zusammensetzungrdesgieschen
Membran der Zwischenwirte, deren Dicke wahrend des Alterngmsprechenden
Tiere zunimmt, ist recht unterschiedlictefiRRs 1992; WESTHEIDE & RIEGER 1996).
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Ein weiterer Schwerpunkt soll auf das Wirt-Parasit-Verlglbzw. die Wirt-Parasit-
Interaktionen zwischen dem Acanthor und dem Zwischenwirt gelegt werithendig
Invasionsmechanismen der Larvalstadien bzw. die Wirt-Parasiiakitonen maog-
lichst vieler Parasitenarten aufgeklart und verstanden worden, kénmtedigsen
grundlegenden Erkenntnissen der Wissenschaft Mdglichkeiten und Ansa&pudid
Hand gegeben werden, um in der Zukunft gegen die fur die Human- und Veterinarm
dizin interessanten Parasitenarten mdglichst effektive bzw.fisgbe Gegenmalinah-
men zu entwickeln.

Da die reifen Acanthocephaleneier kiirzere oder langere Zeit degeliingsmilieu
des Endwirtes ausgesetzt sein kbnnen, bevor sie von einem geeignetehedwirt
gefressen werden, sollen eigene Untersuchungen Aufschluss iiber die Ubeitegensf
keit des Acanthors im infektiosen Acanthocephalenei liefern. Auffesddl in in-
vitro-Schliipfexperimenten versucht werden herauszufinden, welche Stimuléintien
die Aktivierung der von den Eihillen umschlossenen Acanthoren verantiaithid.
Bisher konnte nicht detailliert geklart werden, welche Faktorersdalipfen der Para-
sitenlarven auslésen. AnschlieBend sollen lichtmikroskopische Beobachtungen zum
Bewegungsverhalten bzw. -vermdgen der Acanthoren stattfinden, da a¢héyaaach
dem Schlupfen erst die Darmwand des Wirtes erreichen muss, beliese penetrie-
ren kann.

Auch der eigentliche Penetrationsprozess dieser Parasitedlarsie die Darmwand
eines Wirtstieres ist noch relativ unerforscht. Daher soll sutét werden durch wel-
che Ausstattungsmerkmale bzw. Adaptationen der geschlipfte Acanth@ Lagk
versetzt wird, die Darmwand eines Wirtstieres innerhalb kutegrzu penetrieren. Bei
diesen Untersuchungen soll versucht werden zu klaren, ob die Acanthreadtani-
schen Penetrationsprozesse enzymatisch unterstiitzen. So komoteds (1966) beo-
bachten, dass aktivierte Acanthoren \Mn moniliformis Chitinase sezernieren. Von
verschiedenen Entwicklungsstadien anderer Helminthenarten ist teispgd das
Vorkommen von Proteinasen, insbesondere der Cathepsin L Proteinase, nesdigew
die bei den bisher untersuchten Larvalstadien eine entscheidendespielen und
deren mechanische Penetrationsvorgange durch histolytische Preffekge unter-
stitzen (Mbczon, 1994 & 1996; GLDHOF et al., 2000; IONG et al., 2000; BCKLE et
al., 2002; D\LTON et al., 2003). Bei der Cathepsin L Proteinase handelt es sieinum
effektives Penetrationsenzym, das eine grol3e proteolytische Akge@niber einer
groBRen Bandbreite von Strukturproteinen (Kollagen, Elastin, Laminin, lesijzt
(SwiTH et al., 1993; DwbD et al., 1994). Eine derartige Bandbreite an hydrolysierbaren
Proteinen erleichtert Parasitenstadien das Eindringen in Wirtdgegnorm. Daher soll
eine mdgliche enzymatische Beteiligung an dem Penetrationsproze&sas¢horen
exemplarisch anhand der unterschiedlichen Ausstattung verschiedenerkkmgge
stadien des Archiacanthocephalnhirudinaceusnit der histolytischen Cathepsin L
Proteinase Uberprift werden.
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2 MATERIAL UND METHODEN

2.1 Verwendete Tierarten

2.1.1 Parasitische Tierarten

2.1.1.1 Macracanthorhynchus hirudinaceus (Klasse: Archiacanthocephala)

Als Untersuchungsobjekt wurde unter anderem der sogenannte Rieserratne -
dinaceus der sich durch eine stark bezahnte, vorstilpbare Proboscis auszeiutinet
eine extreme Korperlange erzielt, ausgewahlt (siehe Abbildungd8a)Verbreitung
des Riesenkratzers erstreckt sich mit der Verbreitung des ¢havesses sowohl in
gemalfigten als auch in tropischen Zonen uber die ganze EEde§M 931).

M ORPHOLOGIE

Wahrend die adulten weiblichen Tiere eine Korperlange von bis zu 100 Zéstim
erreichen, werden die mannlichen Adulti nur bis zu zehn Zentinetgr (MEYER,
1931). Ausgewachsene weibliche Exemplare dieser Acanthocephadgyearfiir zehn
Monate taglich um die 260.000 infektiose Eier. Die reifen Acanthocepé@r weisen
eine GrofRe von etwa 80-100 pum x 50-60 pm auf.

Abbildung 3 Adulter M. hirudinaceugq@a) und sein ZwischenwiPachnoda marginatéb).
Pr: Proboscis
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FORTPFLANZUNG UND ENTWICKLUNGSZYKLUS

Als Endwirte des RiesenkratzeM. hirudinaceusdienenin der Regel Schweine
(KATES, 1944; DUNAGAN & MILLER, 1980; ROsSE 1981). Im Schweinedarm reifen die
dorthin gelangten Parasitenlarven innerhalb von zwei bis drei Monrateadulten
Acanthocephalen heran (siehe Abbildung 4). Es kann jedoch durchaus vorkommen,
dassM. hirudinaceusauch Menschen befallt @&NisH & MIscH, 1987). Der Befall des
Menschen ist aul3erst schmerzhaft, so dass die Wirmer operativnau3ade des
befallenen Menschen entfernt werden missem@Ryos et al., 1989). Als Zwischen-

wirte dieser Acanthocephalenart dienen die Larven bzw. Adultchiedener Kaferar-

ten (z.B. Rosenkafer, siehe Abbildung 3b), die die voll embryonierten dbigesEier

mit ihrer Nahrung aus den Fazes der Endwirte oral aufnehmenc(in, 1996).

Schwein

adulter Acanthocephale

Endwirt

Zwischenwirt

Rosenkaferlarve
bzw. adulter Rosenkafer

Abbildung 4 Schemazeichnung des Entwicklungszyklus des Archtacaephalen
M. hirudinaceugveréandert nach EHLHORN & PIEKARSKI, 1998)
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2.1.1.2 Moniliformis moniliformis (Klasse: Archiacanthocephala)

Als weiterer parasitdrer Organismus wurde der Archiacangin@deM. moniliformis

ausgewahlt. Zunachst musste fir die Bearbeitung der Fragestelluaglisiandiger

Lebenszyklus dieses Acanthocephalen mit geeigneten Zwischen- und Endhwvirt
Labor etabliert werden.

M ORPHOLOGIE

Die adulten Wirmer weisen eine langestreckte, zylindrische Kérpetgastaind sind
von milchig-weil3licher Farbe (siehe Abbildung 5a). lhre Korperoberfldlet in
regelméanigen Abstanden kleine Auffaltungen, die ihnen das AusseherCesteden
verleihen. Dies erweckt den Anschein einer Untergliederung des Kdtaesachlich
sind die Parasiten jedoch unsegmentiert. In der Leibeshdhle von Wweitiic monili-
formis flotieren zahlreiche Eier unterschiedlichen Reifungsgrades (gibbéddung
5b). M. moniliformisweist einen deutlichen Geschlechtsdimorphismus auf. Grof3enan-
gaben fur adulte weiblichd. moniliformiswerden mit 14 - 27 Zentimeter @LHORN

& PIEKARSKI, 1998) bzw. 30 Zentimetern @ALHORN et al., 1993) gemacht. Adulte
mannliche Tiere dagegen sind mit einer Kérperlange von acht ZemmisteHLHORN
et al., 1993) deutlich kleiner. Die Proboscis der adulten Tieredwtfalls zylindrische
Gestalt und ist mit langen Reihen gerade angeordneter Hakeherergeren Spitzen
caudalwarts zeigen (siehe Abbildung 5c).

Abbildung 5 Verschiedene Entwicklungsstadien des ArchiacantitalenM. moniliformis.

a) Geodffneter Rattendarm mit einigen adulddnmoniliformis.

b) Lichtmikroskopische Aufnahme eines reifen Eis Wbnmoniliformis.

c¢) Lichtmikroskopische Aufnahme eines reifen Cystalsantaus der Leibeshdhle vBnamericana.
A: adulter Acanthocephal@c: Acanthor,Cy: Cystacanthk: Eihullen,H: Haken,Pr: Proboscis
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FORTPFLANZUNG UND ENTWICKLUNGSZYKLUS

Der Lebenszyklus voNl. moniliformis(siehe Abbildung 6) umfasst, wie bei den meis-
ten anderen Acanthocephalen, zwei Wirte, wobei als Endwirt eiebfate Rattus
norvegicu$ dient und als Zwischenwirt in der Regel ein Arthropode, z.B. die Schaben-
art Periplaneta americandLACKIE, 1972; MONKS & NICKOL, 1989; QRMICHAEL &
MOORE, 1991; REEHLING & MOORE, 1993; UBERSAT & MOORE, 2000).

Adulte Acanthocephalen
In einem gedffneten Rattendarm

Ratten Endwirt

Zwischenwirt

Cystacanth

Acanthella Acanthor

Abbildung 6 Entwicklungszyklus des Archiacanthocephalénmoniliformis(nach MOORE, 1946A)
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\Von den meisten Parasitenarten konnte eine fur die Versuchechasge Menge an
adulten Wirmern, die infektiose Eier enthielten, aus der Natur entearwerden, so
dass von den betreffenden Parasitenarten stets inaktive sowiersktiarvalstadien
und deren Schlupfbedingungen untersucht werden konnten.

Von M. moniliformisstanden zu Beginn nur sehr wenige weibliche Adulti zur Verfi-
gung. Um eine ausreichende Menge an infektiosen Acanthocephaleneigiangerg
wurde mit dem Aufbau eines Laborzyklusses Mormoniliformisbegonnen. Erst nach
Infektion der Zwischenwirte . americana und der Endwirte Kattus norvegicys
waren genug infektiose Parasiteneier bzw. Parasitenlarven vorhandemit uthen
eigentlichen Untersuchungen der Parasitenlarven beginnen zu kénnen.

2.1.1.3 Paratenuisentis ambiguus (Klasse: Eoacanthocephala)

Der adulte Parasit ist mit seiner vorstilpbaren Proboscigvrégécht in der Mucosa
von Aalen verankert. Dabei erreicht der weibliche Acanthocephade Kgirperlange
von 10-14 mm, der mé&nnliche Wurm dagegen weist eine deutlich geri@giie von
6-8 mm auf (BILLOCK & SAMUEL, 1975). Die Korperfarbe des Parasiten reicht von
weil3 bis griinlich-gelb (siehe Abbildung 7).

Die reifen Eier des Parasiten sind von ovaler Gestalt und nveise charakteristische
Ringelung auf, die unter dem Lichtmikroskop ideal zur Uberpriifung der ioakit
der Eier verwendet werden kann.

Abbildung 7 Gedffneter Aaldarm mit zahlreichen Adulti véa ambiguus.
A: adulter Acanthocephale véh ambiguus
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FORTPFLANZUNG UND ENTWICKLUNGSZYKLUS

Der Européische AalAnguilla anguilla) dient dem EoacanthocephalBn ambiguus
als Endwirt und bildet zusammen mit ihm und seinem einzigen biskanten Zwi-
schenwirt, dem Gammarid&ammarus tigrinusein Wirt-Parasit-System, das sich seit
Ende der 50er Jahre erfolgreich im nordlichen Mitteleuropa verbrdis
(TARASCHEWSKI et al., 1987).

Endwirt: Anguilla anguilla

Ei mit
Acanthor

Zwischenwirt: Gammarus tigrinus

Abbildung 8 Entwicklungszyklus des Eoacanthocephalenambiguus (eréndert nach KMERS,
1990)

Das NeozoorP. ambiguusdas aus Nordamerika stammt, parasitierte urspringlich den
Amerikanischen AalAnguilla rostrata (SAMUEL & BuLLOCK, 1981). Dieser Parasit
wurde 1957 unbeabsichtigt zusammen mit seinem Zwische@witigrinus in die
Werra eingebracht. Beabsichtigt war dabei lediglich geweserGdemmariderG. tig-
rinusin der Werra auszusetzen, um dort den heimischen Floh&eahsarus pulexu
ersetzen, der durch seinen massiven Riuckgang den Fischen als Nahndigggru
fehlte (TARASCHEWSKI et al., 1987). Rasch hatte sich der GammaBd#grinus aus

dem Werra-Weser-Gebiet Uber den Nord-Ostsee-Kanal bis nachntjolangland,
Irland und sogar in den Rhein verbreiteR(BIER et al., 1993), da er Uberall dort Vor-
teile gegentbeGammarus pulexatte, wo die Salinitéat des Wassers entweder durch
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Industrieabwasser oder durch Kistennahe angestiegen ist. In dehgnzeit stellG.
tigrinus kein aktuelles Problem mehr dar, da er fast tiberall wiagsgeaottet worden
ist.

2.1.1.4 Klasse: Palaeacanthocephala

Dariber hinaus wurden Untersuchungen zum Schltpfverhalten bzw. -StimAtale

thoren mit einer Reihe von Palaeacanthocephalenakimanthocephalus lugiiAcan-
thocephalus ranae Echinorhynchus gadi Pomphorhynchus laeyis Profilicollis
botulus,usw.) durchgefiihrt. Um die entscheidenden Schlipfstimulantien herauszufin-
den, wurden reife Acanthocephaleneier verschiedener Acanthoceplealenater-
schiedlichen Milieubedingungen und Behandlungen ausgesetzt. Aul3erdem fanden
Verflitterungsexperimente von infektiosen Parasiteneiern an geelgnetaingeeig-

nete Zwischenwirte (Amphipoden bzw. Isopoden) statt.

Die adulten Tiere der eingesetzten Acanthocephalenarten wuidetea Gedarmen
von freilebenden Endwirten (Fischen, Amphibien, Wasservigeln) der eritepden

Parasitenart gewonnen. Als Zwischenwirte fungieren generell Gtllen, wie

Amphipoden und Isopoden.

2.1.2 Verwendete Zwischenwirte

Als Zwischenwirte werden solche Tiere bezeichnet, in denen einesaimgehtliche
Vermehrung oder die Reifung einer Parasitenart ablaufftH(MORN & PIEKARSKI,
1998).

2.1.2.1 Periplaneta americana

Die als Zwischenwirt fir den Rattenkratzéf. (moniliformi9 verwendete Amerikani-
sche SchabeP( americana gehort ebenso wie die KiichenschaBhaita orientali9

und die Deutsche SchabBldttella germanica zur groRen Familie der Blattidae. Bei
P. americana handelt es sich um einen erfolgreichen Kosmopoliten, der im
17. Jahrhundert aus Afrika nach Europa eingeschleppt wurde. Die Amscikani
Schabe kommt in Mitteleuropa nur &uf3erst selten im Freien vor, alaédin dauerbe-
heizten Gebauden, wie z.B. Krankenhdusern, Backereien, Gewachshaus&m8der
kichen.

2.1.2.2 Gammarustigrinus (Ord. Amphipoda)

Dieser Flohkrebs erreicht eine Korperlange von bis zu 1,2 Zentimatermweist eine
schwarz-grau-weil3e Farbung (“Tigerung”) auf (siehe Abbildung 9).Adephipode
bevorzugt in seinem Lebensraum eine leichte Salinitat (Brasdevpund vermehrt
sich bei dieser auch am besten. Der Gammaride wurde deshalPioenile Salinitat
gehalten. Zur Herstellung dieses Brackwassers wurde reines Meersandet.
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Abbildung 9 G. tigrinus der mit dem Eoacanthocephanambiguusnfiziert ist.
C: infektioser Cystacanth des Acanthoceph&#eambiguus

2.1.2.3 Gammarus pulex (Ord. Amphipoda)

Der Bachflohkreb&s. pulexist der bekannteste Flohkrebs des StRwassers (siehe Abbil-
dung 10). Diese Art kommt in stehenden und flieRenden Gewassern vorabengs

ride stellt relativ hohe Anspriche an den Kalkgehalt und die SaubddselVassers.
Deshalb kommt er vorwiegend in den Mittel- und Unterlaufen von Bachen und Fliissen
der Kalksteinregionen Mitteleuropas vor, die, wenn Uberhaupt, nur leiddhweutzt

sind (KOHMANN & SCHMEDTJE, 1992). Als Nahrung dienen ihm lebende und abgestor-
bene Pflanzen, verwesende Insekten und Crustaceen.

Sein Korper ist seitlich abgeflacht und bogenférmig geschwungen. Bei niedrigem Wa
serstand bewegt er sich auf der Seite liegend vorwarts. Meist &r eine grau-gelbe

bis orange-braune Farbung auf. Der Krebs kann eine KorpergroRe von bis zu
2.4 Zentimetern erreichen und wird mit etwa 3-4 Monaten geschiedh@ie Weib-

chen kdnnen im Sommer jeden Monat ein Gelege mit durchschnittlich &80 (ko-
duzieren und ziehen bei guinstigen Bedingungen innerhalb eines JahrestérohBch
(GRUNEREt al., 1993). Die Lebenserwartung der Tiere betragt 1-2 (MBETHEIDE &
RIEGER, 1996).
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Abbildung 10 Gammarus pulexder mehrfach mit dem Palaeacanthocephalen
Polymorphusninutusinfiziert ist. C: infektiose Cystacanthen véh minutus

2.1.3 Verwendete Endwirte

2.1.3.1 Laborratte (Rattus norvegicus)

Weltweit sind vor allem zwei Rattenarten bekannt,Mianoniliformisfiir gewdhnlich

als Endwirt dienen, die Wanderratt. (horvegicusund die HausratteR@ttus rattug

Die WanderratteR. norvegicusgehort innerhalb der Ordnung der Nagetiere (Roden-
tia) zur Familie der Echten Mause (Muridae) und bildet die ei@atting Rattus. Vor
der letzten Eiszeit war die Wanderratf®e (orvegicusursprtnglich in Asien und Aus-
tralien beheimatet, ehe die Tiere jedoch im Gefolge des Mensahganze Welt ero-
berten.

Die Wanderratte stellt die Urform der Laborratten dasi{B., 1990). VonR. norvegi-

cus existieren mittlerweile zahlreiche Stamme, die als Lattan fir experimentelle
Zwecke kauflich zu erwerben sind. Bei den verwendeten Ratten hardekeh

sowohl um mannliche als auch weibliche wei3e Wistar-Ratten @eM-Stammes

(Firma Charles Rivers), der weitestgehend pathogenfrei spiri¢laborexperimente
gezichtet wird.

2.2 Tierhalterung

2.2.1 Halterung vonPeriplaneta americana

Einige erste Exemplare der AR. americanawurden freundlicherweise von der
Bayer AG in Leverkusen bzw. der Wilhelma in Stuttgart zum Aufbaur esigeenen
Schabenzucht zur Verfligung gestellit.
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Die Schaben wurden in grol3en Terrarien, die mit feinmaschigenrdeitieeln gegen
ein Eintweichen sowohl von Larvalstadien als auch von adulten Tierengesvar,

gehalten. Um den Tieren moglichst optimale Lebensbedingungen zu biétkgieatie

Halterung der Schaben bei konstanten 28 °C, eine Temperatur, die fighdlzes ide-
ale Lebens- und Entwicklungsbedingungen bieteoR{GVELL, 1968). Zusatzlich
erfolgte eine permanente Luftbefeuchtung durch temperaturabhangigeryéadsns-
tung aus Vorratsbehaltern.

Als Nahrung erhielten die Schaben hauptsachlich fleischhaltiges DdserfitutKat-

zen bzw. Hunde. In regelmafigen Abstanden wurde dieses Nahrungsangebotrdurch ve
schiedene Obstsorten bzw. griinen Salat ergdnzt. Um eine ausdeidfléssigkeits-
versorgung der Schaben zu garantieren, hatten sie standig Zugang zumfrisshe
tungswasser. Versteckmaoglichkeiten standen den Schaben in Form artares zur
Verfligung.

2.2.2 Halterung vonGammarustigrinus

Die Zucht des Flohkrebses wurde bereits vomgs (1955) und SHMITZ (1960) in
groBeren Aquarien erfolgreich durchgefiihrt. Das fur die eigene Zwshtendete
Aquarium hatte eine Grof3e von 40 cm x 100 cm x 45 cm. Der Aquarienbodemitvar
feinem Kies bzw. Sand bedeckt und das Becken wurde gut belliftet. BafepHies
Beckenwassers lag im neutralen Bereich (pH: 7.0) und die Waspert@ur betrug
konstant 20 °C. Bei dieser Temperatur werden die Flohkrebsefi@tve/ochen nach
dem Schlipfen geschlechtsreifU®&F, 1968). Ist die Temperatur zu niedrig oder der
Salzgehalt zu gering, vermehrt sich der Amphipode nicht mebr¢bBLO, 1974;
PINKSTER et al., 1977).

Wie bereits erwahnt, bevorzugt der Amphipode eine leichte Salinitat und vesioghr
bei dieser auch am besten. Somit pflanzt er sich ununterbrochtenntl es stehen
immer genugend Jungtiere fir eine Infektion zur Verfigung. Der Gammarticte
deshalb bei drei Promille Salinitat gehalten.

Als Futter wurde den Gammariden weiches Laub vorwiegend von Schiearzed
Birken angeboten. Zusatzlich wurden zwei bis drei Pellets Rattenpro Woche und
etwas Flockenfutter flr Zierfische angeboten. Es wurde darauf geathss die Tiere
standig genug zu fressen hatten, da sie bei Nahrungsmangel zu Kannibaksypens
Als Lebendfutter eignen sich Cladoceren, Tubificiden und EnchytrasprR1968).

Die Flohkrebse entwickelten sich im Gegensatz zu den Angaben worFRL968)
auch ohne die Gabe von frischem Pflanzenmaterial vollig normal untekieien sich
erfolgreich. Alle vier Wochen wurde etwa ein Drittel des Agrawassers ausgetauscht
und Mulm abgesaugt.
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2.2.3 Halterung vonGammarus pulex

Fur die Zucht des Gammariden wurde ein handelstbliches Aquarium (30 cm x 60 cm X
30 cm) benutzt. Der Aquarienboden war mit feinem Kies bzw. Sand kietlso eine
optimale Sauerstoffversorgung der Zuchttiere zu garantieren, wusdéglaarium
standig beluftet. Der pH-Wert des Beckenwassers wurde konstant iraleeugereich

(pH: 7.0) gehalten und die Wassertemperatur betrug 20 °C. Bei Temperaiuoier

5 °C stellt der Flohkrebs seine Vermehrung einNEs, 1955; INKSTER et al., 1977).

Als Futter wurde den Bachflohkrebsen, wie Beitigrinus Laub von Schwarzerlen
angeboten. Zusatzlich wurden mehrere Pellets Rattenfutter proeWma etwas Flo-
ckenfutter fur Zierfische als Nahrungserganzung zugegeben. Pro Woctie &tura
ein Drittel des Aquarienwassers gegen Leitungswasser ausgetans entstandener
Mulm abgesaugt.

2.2.4 Halterung vonRattus norvegicus

Es wurden sowohl mé&nnliche als auch weibliche Ratten alsidfestere verwendet.

Die Ratten wurden stets einzeln in handelstblichen Laborkafigen ggehdle erhiel-

ten frisches Leitungswasser und pelletiertes StandardfuttdRdiien und Mause der
Marke Altrominad libitum Zusatzlich bekamen die Ratten in regelmaRRigen Abstanden
trockenes Brot, Loffelbiskuits und frisches Obst als Nahrungserganzung amgeinote
eine ausreichende Versorgung der Parasiten mit NahrstoffenSad8harose) sicher-
zustellen und dadurch ein optimales Wachstum der Wirmer zu ganantredem ver-
wendeten Standardfutter zur Aufzucht von Ratten und Mausen sind keinerle
verwertbare Kohlenhydrate enthalten.

Als Einstreu der Kafige dienten handelstibliche Holzspane (Al)sple zweimal pro
Woche erneuert wurden. Der Raum, in dem die Ratten gehalten wurdeneihatte
durchschnittliche Temperatur von 20 °C. Durch eine zeitgesteuddadbéung wurde

ein diurnaler Rhythmus von 12 Stunden Licht und 12 Stunden Dunkelheit aufrechter
halten.

2.3 Gewinnung der reifen Acanthocephaleneier

Um an reife Acanthocephaleneier zu gelangen (siehe Abbildung 11),mzudéachst
die Gedarme der frisch geschlachteten Endwirte (Ratten, 8whwieische, Vogel
usw.) der entsprechenden Parasitenart getffnet und die vorhandenerd&ditian-
thocephalen herausprapariert. Die adulten Parasiten wurden kurz abgedpilphy-
siologische Losung uberfihrt.

Bei entsprechender Lagerung (8 °C) der adulten Acanthocephalen undafégeim
Medienwechsel behalten Acanthocephaleneier nach eigenen Untersuclsongen
nach EGIUSTI (1949) mindestens neun Monate lang ihre Infektidsitat fir die entspre
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chenden Zwischenwirte bei. Kurz vor dem Versuchsbeginn wurden einzeilbkche
Acanthocephalen in frischer physiologischer Lésung aufgeschnitten und die in ihne
enthaltenen Eier mit einer Pasteurpipette aus dem prall geftlkeudocoel herausge-
schwemmt. Die herausgeschwemmten Eier wurden anschlieRendgrblezrsuchsbe-
ginn in physiologischer Losung (0.8 % NaCl) gelagert.

Vor dem eigentlichen Versuchsbeginn wurde der Reifegrad der Acantladeepier
nochmals anhand ihres optischen Erscheinungsbildes unter dem Lichkokidzer-
pruft. Dabei wurde auch auf Schaden der Eihille geachtet. Zur Dolatinardes Rei-
fegrades der Eier der jeweiligen Acanthocephalenarten wurdexephfot der Firma
Zeiss benutzt.

Abbildung 11 Lichtmikroskopische Aufnahme von reifen Eiern véiisdener Acanthocephalen.

a) Infektioses Ei des Archiacanthocephalnmoniliformis.b) Infektioses Ei des Archiacanthocepha-
len M. hirudinaceusc) Infektioses Ei des Palaeacanthoceph&leanthocephalus lucid) Infektioses

Ei des Palaeacanthocephalkcanthocephalus ranae) Infektioses Ei des Palaeacanthocephalen
Pomphorhynchus laevif. Infektiéses Ei des EoacanthocephdPemmbiguus
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2.4 In-vitro-Infektion der verwendeten Tierarten

2.4.1 Infektion von Periplaneta americana

P. americanavurde als Zwischenwirt fik. moniliformisausgewahlt, da sich mit ihr
mit grof3er Wahrscheinlichkeit hohe Befallsintensitaten erzielesen (REEHLING &
MOORE, 1993; MDORE & CROMPTON, 1993)

Vor der eigentlichen Infektion der Schaben mit dem Acanthocep®al@moniliformis
wurden die eingesetzten Tiere separiert und funf Tage lang ohne Namairigink-
wasser gehalten. Anschlieend fand die Infektion der Schaben mitSeispension
reifer Eier vonM. moniliformis statt. Jeder einzeln gehaltenen Schabe wurde fir 48
Stunden sowohl ein separater Tropfen Acanthocephaleneier-Glucose-Suspdasi
mehrere hundert reife Eier des Acanthocephalen enthielt, als au&leimes Stlck
Obst angeboten. Dieses Stuck Obst wurde gleich nach seiner Zugabe igrafiiziig
derselben Acanthocephaleneier-Glucose-Suspension betraufelt. Uglesamenallige
Verteilung der Acanthocephaleneier in der Suspension zu erzielen, diardeantho-
cephaleneier-Glucose-Suspension direkt vor ihrer Zugabe kurz mit goréewx-Mixer
(Firma neolLab) durchmischt.

Innerhalb der 48-stiindigen Isolationsphase der Schaben wurde mehrmaisigach
schein kontrolliert, ob die Schaben von der angebotenen Acanthocephaldneases
Suspension aufgenommen hatten.

Nach Ablauf der zwei Tage wurden die Schaben wieder in gro3eni@derzasammen-
gesetzt. Der Entwicklungsgrad der Parasitenstadien wurde nachd&téragmals kon-
trolliert, da sich diese nach dieser Zeit normalerweise utehrere Acanthellen-
Stadien zu den fur den Endwirt infektibsen Cystacanthen weiterdmettvitaben. Zu
diesem Zweck wurden einzelne infizierte Schaben entnommen und abgetétet.

AnschlieBend wurde die Leibeshdhle dieser Tiere unter einem Bindkirara Zeiss)
geodffnet und auf das Vorhandensein von reifen Cystacanthen untersabbtAbibil-

dung 12). Falls Cystacanthen vorhanden waren, wurden diese in physiologische Losung
tberfiihrt und bei 8 °C bis zur Infektion der Endwirte zwischengelagert.
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Abbildung 12 Rasterelektronenmikroskopische Aufnahme eines Cgethen voriM. moniliformis.
a) Infektioser Cystacanth aus der Leibeshéhle eichaBe P. americana b) Cystacanth aus der Lei-
beshdohle einer Schabi.(@american® Proboscis ausgestulpir: Proboscis

2.4.2 Infektion der verwendeten Amphipoden- und Isopodenarten

Die eingesetzten Amphipoden- bzw. Isopodenarten wurden eine Woche Vofetter

tion mit den entsprechenden Acanthocephalen in 100-ml-PE-Flaschemegesetzt

und nicht mehr gefittert. Nach Ablauf der sieben Tage fand die ilnfiedkér ausgehun-
gerten Amphipoden bzw. Isopoden statt. Hierzu wurden zunachst von den adulten
weiblichen Wirmern der entsprechenden Acanthocephaléhambiguus, E. gadi, E.
truttae, P. botulus, P. laeViseife Parasiteneier entnommen, in physiologische Losung
tberfiihrt und diese Acanthocephaleneierlosung dann mit einem Vortex-{(#ixea
neolLab) durchmischt. Vor Verfitterung dieser Acanthocephaleneilésung wnitde
Hilfe eines Lichtmikroskopes die Infektiositat der jeweiligécanthocephaleneier
Uberprift. Zu jedem einzelnen Amphipoden bzw. Isopoden wurde anschliel3end entwe
der mit einer Eppendorfpipette ein konstantes Volumen (50 pfcanthocephalenei-
|6sung oder mit einem Spatel eine kleine Menge eines Gemischasfektgisen
Acanthocephaleneiern und Fischflockenfutter (Firma Tetra) zugegeben.

Daraufhin hatten die Amphipoden bzw. Isopoden maximal 48 Stunden Zeit von den
Acanthocephaleneiern zu fressen und sich so mit der entsprechenaémogephalen-

art zu infizieren (siehe Abbildung 13). Wéahrend dieser 48-stiindigen lnfiskthiase
wurden die eingesetzten Amphipoden entweder im Dunkeln oder unteridlaigpas

fluss gehalten. Dadurch war es mdglich den Einfluss von Helligikbdas Fral3verhal-

ten der Amphipoden zu bewerten.
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Abbildung 13 G. tigrinus der mit dem Eoacanthocephalnambiguusnfiziert ist.
Cy: Cystacanth des AcanthocephalRerambiguusn der Leibeshdhle eines Gammariden

2.4.3 Infektion von Rattus norvegicus

Die eingesetzten Ratten wurden vor ihrer Infektion mit dem Acantholesgiamoni-
liformis daran gewodhnt, konzentrierte Glucoseldsung aus einer Pasteurpipétte ora
appliziert zu bekommen. Vor der eigentlichen Infektion wurden dieeRainen halben

Tag ohne Zugang zu Trinkwasser oder wasserhaltiger Nahrung gehalten.

Zunachst wurden die aus den infizierten Schaben gewonnenen reifen Cystachathen,
in physiologischer Losung bei 8 °C gelagert waren, 24 Stunden vor der ielgemtl
Infektion der Ratten wieder an die Raumtemperatur (20 °C) angepésslie Infek-
tion wurden die Cystacanthen direkt vor der eigentlichen InfektioRa&en in Gluco-
selésung tberfuhrt und anschlie3end eine definierte Anzahl von Cystacanth2a)
zusammen mit Glucoselésung mit Hilfe einer Pasteurpipetier étatte oral verab-
reicht. Nachdem die Ratten das angebotene Glucosel6ésung-CystacantiisohGe
vollstandig oral aufgenommen hatten, wurde mit Hilfe eines Binoklangrolliert,
dass sich keine Cystacanthen mehr in der verwendeten Pasteurpipette befanden.

Auf diese Art konnte die Infektion der Ratten erfolgreich sigestellt werden, auch
wenn zunéchst unklar war, wieviele der verfutterten Cystacanthderifeweiligen
Ratte angingen und sich zu einem adulten Tier weiterentwickelten.
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2.4.4 Uberlebensfahigkeit der Acanthoren im Ei

Da die reifen Acanthocephaleneier eine relativ lange Zeit in denfidatur unbescha-

det Uberstehen miussen, um madglichst grofie Chancen zu haben von einemegeeignet
Wirt gefressen zu werden, wurden auch experimentelle Untersuchungétbenle-
bensfahigkeit bzw. zur Langlebigkeit der noch von den Eihillen eingesamosse
Acanthoren durchgefiihrt. Bei diesen Experimenten wurden die beiden Acgtthec

len M. moniliformisund M. hirudinaceusals Vertreter der Archiacanthocephalen und
der Acanthocephale. ambiguusls Vertreter der Eoacanthocephalen ausgewahlt.

Die reifen Acanthocephaleneier fir die Langzeitexperimente wutidekt aus der Lei-
beshohle der entsprechenden Acanthocephalenart entnommen. AnschlieRend kame
die Eier in physiologische Losung und wurden mehrmals mit frischer phyisicheg
Losung gesplilt. Infektibse Eier von jeder eingesetzten Acanthocephalemden in
separate PE-GefalRe Uberfuhrt und diese mit physiologischer Losungiiyfgefdass

die Acanthocephaleneier stets von der Salzl6sung bedeckt waren.

Ein Teil der Eierproben wurde bei 8 °C und ein anderer Teil ber @aumtemperatur

von durchschnittlich 18 °C fir die gesamte Versuchsdauer gelagevtidhentlichem
Rhythmus fand ein vollstandiger Austausch der physiologischen Losung der Probenge-
falRe statt. Das Schlipfvermégen der Acanthoren wurde regelmaligufithenadem
definierte Eimengen aus den Proben entnommen und zum Schltpfen stimwuridan.

2.5 In-vitro-Versuche zum Schlupfverhalten der Acanthoren

Da geschlupfte Acanthoren der einzelnen Acanthocephalenarten untessrden
sollten, wurden die infektiosen Acanthocephaleneier flr bestidaiteverschiedenen
Behandlungsmethoden unterzogen, um herauszufinden welche Schlisselngiak-die
tiven Acanthoren der einzelnen Acanthocephalenarten aktivierenunmad\asschlip-
fen animieren.

Fur die Schlupfversuche wurden stets aus der Leibshéhle einesnabeltes der ent-
sprechenden Parasitenart gewonnene Acanthocephaleneier verwendeamlece-
phaleneier wurden zunéchst mit physiologischer Losung gewaschen undeddeswthli
den gewinschten Versuchsbedingungen ausgesetzt. Alle Versuchsansdte mit
bei 8 °C gelagerten und jeweils zwei Tage vor Versuchsbeginn awhtBanperatur
(18 °C) erwarmten Parasiteneiern sowohl unter unterschiedlictrapératur- (10 °C,
18 °C, 25 °C, 30 °C) und Lichtverhaltnissen (Hell, Dunkel) als auch wetschiede-
nen pH-Verhaltnissen (pH 3, pH 7.5, pH 9) durchgefihrt.
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2.5.1 Schlipfmethode nach EMONDS (1966)

Bei dieser Methode wurden die noch inaktiven Acanthocephalenlarvenhegimsch
durch die Zugabe der beiden Elektrolyte Natriumchlorid (NaCl) uridudahydrogen-
carbonat (NaHCGg) in Kombination mit der Einstellung bestimmter pH-Werte (pH 3,
pH 7.5, pH 9) bzw. bestimmter Molaritatsverhaltnisse (0,2-0,6 M) zum S Ugif-
muliert, da diese Umgebungsbedingungen den Parasitenlarven das Dewniinnér
Wirtstiere vortauschen.

Zur Verwendung kam normalerweise eine 0,3 molare Natriumhydrogencatisomeagl

ZUSAMMENSETZUNG DER NATRIUMHYDROGENCARBONAT -STANDARDLOSUNG

e 2,5 ml Natriumchlorid (NaCl),
* 0,3 ml Natriumhydrogencarbonat (NaHEO
* 0,2 ml Aqua dest.

Nach Zugabe der Natriumbicarbonatlésung zu den Acanthocephaleneiern imurde
festgelegten Abstédnden (0,3 h, 1 h, 2h, 4h, 6 h, 8h, 24 h, 48 h, 72 h) eine konstante
Menge (100 pl) der Acanthocephaleneier-Natriumhydrogencarbonat-Lésung entnom-
men und unter dem Lichtmikroskop nach dem Vorhandensein von geschlipften Acan-
thoren bzw. leeren Eihillen durchmustert. Die letzte Kontrolle Stddtpferfolges
erfolgte stets nach Ablauf von 72 Stunden.

2.5.2 Schlipfmethode naclEbmonps (1966) mit vorheriger mechanischer
Reizung

2.5.2.1 Einsatz eines Tissuepotters

Die Acanthocephaleneier wurden zusammen mit einer geringen Menge aiquiys
scher Losung jeweils flr eine bestimmte Zeit (1 Min., 2 Min., 4. M&Min., 8 Min.,
10 Min.) in einem Reagenzglas mit einem engsitzenden Glaspistill gerieben.

Nach dieser Zeit, die die Einwirkung der Mundwerkzeuge der Zwisahenauf die
Eihtllen simulieren sollte, erfolgte eine Weiterbehandlung ddod?rowie unter 2.5.1
beschrieben.

2.5.2.2 Verwendung von feinkérnigem Quarzsand bzw. Siliciumoxid

Die Acanthocephaleneier wurden zusammen mit physiologischer Losungwasl et
feinkdrnigem Quarzsand bzw. Siliciumoxid in ein Porzellanpistilledpeq, und darauf-
hin gemeinsam unter Einsatz eines Porzellanmorsers fur eirtgeléggen Zeitraum
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(2 Min., 2 Min., 4 Min., 6 Min., 8 Min., 10 Min.) gemahlen. Nach der mechanischen
Behandlung der Acanthocephaleneier wurden diese in ein Probengefal3 tberfihrt und
der Uberstand an physiologischer Losung verworfen.

Daraufhin erfolgte eine Weiterbehandlung der Acanthocephaleneienntee 2.5.1
beschrieben.

2.5.3 Schlipfmethode naclEpbmonbs (1966) mit vorheriger Reizung durch
Ultraschall

Acanthocephaleneier wurden flr eine festgesetzte Zeit (2 MMin., 6 Min., 8 Min.,
16 Min.) in einem mit physiologischer Losung geflllten Reagenzglas irUkia-
schallbad (HS7000-T, Clean Sonic) gesetzt.

AnschlieRend erfolge eine Uberfiihrung der Acanthocephaleneier in eimBedi@.
Der Uberstand an physiologischer Lésung wurde verworfen. Daraufhin kam die
Methode von RONDS (siehe 2.5.1yum Einsatz.

2.5.4 Verdauung der reifen Eihtllen durch Trypsin

Einer wassrigen Losung aus Acanthocephaleneiern wurden verschiedene Konzentratio-
nen (5 %, 10 %, 20 %, 30 %) von menschlichem Trypsin zugesetzt. Die Acapttaec
leneier-Trypsin-Lésung wurde anschliel3end jeweils fir einen begredsgigraum
(0,33h,1h,2h,4h,24h, 48 h, 72 h) in einem Warmeschrank auf 37 °C erwarmt.

Falls die Acanthoren nicht bereits durch diese Behandlung gesciMageh, wurden
die Acanthocephaleneier in die Natriumhydrogencarbonatlésung maoNbs (siehe
2.5.1) Uberflhrt.

2.5.5 Trocknung mit anschliel3ender Wiederbefeuchtung

Ein weiterer Versuchsansatz bestand darin, die reifen Acanthdeepiea in einem
Warmeschrank bei 25 °C zu trocknen. Nachdem die embryonierten Eistaadil

getrocknet waren, verblieben sie flr 3 weitere Tage bei 25 °C ind@meschrank.
AnschlieBend wurden sie entweder in Leitungswasser, in bakterigekaleichwasser
oder in die Natriumhydrogencarbonatlosung vasM&NDs (vergleiche 2.5.1) Uber-
fuhrt.

2.5.6 Lagerung in verschiedenen Wassertypen

Die Acanthocephaleneier wurden bei Raumtemperatut@L8ir 2 Wochen in unter-
schiedlichem Wasser gelagert. Dabei kam Aqua dest., frischesgsitasser und bak-
terienhaltiges Teichwasser zum Einsatz.
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Wahrend der zweiwdchigen Ruheperiode wurden die Proben alle zwei Tagasauf
Vorhandensein von geschlipften Acanthoren oder leeren Eihillen tGberpriiftadia
zwei Wochen noch kein Schlupferfolg der Acanthocephalenlarven zu erkevureien
die Eier in die Natriumhydrogencarbonatldsung vom&nDs (siehe 2.5.1) tberfihrt.

2.5.7 \Verflttern der Acanthocephaleneier an ausgewéahlte Zwischeirte

Reife Eier verschiedener Archi-, Eo- und Palaeacanthocephalenartdarman eine
Reihe von verschiedenen Amphipoden- bzw. Isopodena@Gemiflex G. tigrinus
Asellus aquaticysverfiittert (siehe 2.4.2).

2.5.8 Lagerung der Parasiteneier in Darmgemischen von ausgewahlten
Zwischenwirten

Die reifen Eier verschiedener Archi-, Eo- und Palaeacanthocephaleneurden fir
maximal 72 Stunden bei 20 °C in zerquetschten Darmen unterschiedlictpdripo-
den- bzw. Isopodenarten gelagert. AnschlieBend wurden die einzelnem Rrdbe
einem Mikroskop auf geschliipfte Acanthoren hin untersucht.

2.6 Bewegungsanalyse der geschlupften Acanthoren

Die Bewegungsfahigkeit der Acanthoren ist von ausschlaggebender Bedeéutdeg f
erfolgreichen Fortgang des Entwicklungszyklusses aller AcanthocepttafenBer
Acanthor bendtigt fur die erfolgreiche Erfullung jeder einzelnen seinterschiedli-
chen Aufgaben im Entwicklungszyklus der Acanthocephalen eine gewissgk&ithi
zur aktiven Eigenbewegung. Ohne diese Beweglichkeit der AcanthorerderdEmnt-
wicklungszyklus der Acanthocephalen bereits wieder beendet, sobaldfdie Eesr
den adulten Acanthocephalen verlassen haben.

Deshalb wurde der Bewegungsablauf der Acanthocephaleridrtemoniliformis M.
hirudinaceusund P. ambiguusdie relativ gro3e Acanthoren besitzen, unter einem
Lichtmikroskop beobachtet und einzelne Phasen im stereotypen Bewegungdablauf
Acanthoren mit einem Photomikroskop (Axiolab) der Firma Zeiss dokumentiert.

2.7 Probennahme

2.7.1 In-vitro-geschllpfte Acanthoren

Nach Beginn der Stimulation der Acanthoren der jeweiligen Acantholeg@itazum
Schlupfen wurden die Acanthocephaleneier fir mehrere Stunden im Duokeln r
gelassen. AnschlieRend wurde unter dem Lichtmikroskop Uberprift, olbsb&can-
thoren geschlupft waren und sich frei im Medium bewegten.
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Falls bereits zahlreiche Acanthoren geschlipft waren, wurden idiePEBben der
jeweiligen Acanthocephalenarten aus der Schlupflosung mittelsuRa@ptsten ent-
nommen und sofort mit 5%-Glutaraldehyd in 0.1 M Na-Cacodylatpuffer (pH 7.4,
Fluka) fur die spatere elektronenmikroskopische Untersuchung fixiert.

Gesonderte Teile der Eier-Proben mit lebenden Acanthoren der ehtspten Acan-
thocephalenarten wurden separat fir Bewegungsstudien der geschliptehofen
genutzt.

Abbildung 14 Lichtmikroskopische Aufnahmen von zum Schlupfemstierten Acanthoren.
a) Geschlipfter Acanthor vad. moniliformis.b) Geschlipfter Acanthor vax. hirudinaceus
Ac: geschlupfter AcanthokE: reifes Acanthocephalenei

2.7.2 Acanthoren, die im Darm von Zwischenwirten geschlipft sind

Nach Zugabe von infektiosen Acanthocephaleneiern bzw. von kleinen Mengen eines
Acanthocephaleneier-Futter-Gemisches hatten die entsprechendmschétwirte
ungestort bei abgedunkelten Lichtverhaltnissen maximal 48 Stunden zZegith&ce-
phaleneier oral aufzunehmen und sich somit mit der jeweiligentAgeephalenart zu
infizieren.

Wahrend dieser 48-stiindigen Infektionsphase wurden in bestimmten Abst&rden (
6h, 12h, 24h, 36 h, 48 h) Zwischenwirte entnommen und getbtet. Anschlie3end
wurde der Darm der Zwischenwirte sorgfaltig herausprapaued sofort in 5%-
Glutaraldehyd in 0.1 M Na-Cacodylatpuffer (pH 7.4, Fa. Fluka) Uberfihrtadle sei-

ner GrofRe wurde der Darm entweder in einem Stiick belassen oder er wurdgnenter
Stereolupe mittels eines Skalpells in mehrere Stlicke von 0.5 cm La&nge z&gschnit
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2.8 Elektronenmikroskopie

2.8.1 Transmissions-Elektronenmikroskopie (TEM)

Die Transmissions-Elektronenmikroskopie stellt beziglich der zu unkensden Pra-
parate folgende charakteristische Anforderungen:

» es wird mit totem Probenmaterial gearbeitet,

» die Struktur und Zusammensetzung der verwendeten Proben sdiliensiakuum
des Elektronenmikroskopes nicht verandern, d.h. die Proben durfen auf kailhen F
Wasser enthalten,

» es mussen aul3erordentlich diinne Schnitte (50-150 nm) von den zu untersuchenden
Proben angefertigt werden, da die einzelnen Proben fir Elektronen damtbestr
sein mussen,

» die Proben mussen hinreichend Elektronenstrahl-resistent seint siamiihre
Struktur und Zusammensetzung bei der Elektronenbestrahlung nicht verandert.

2.8.1.1 Grundlagen der Transmissions-Elektronenmikroskopie

Das Funktionsprinzip der Transmissions-Elektronenmikroskopie ahnelt deocher
mikroskopie. Die Elektronenmikroskopie verdankt ihre Existenz jedoch eeh$#l-
wirkung von Elektronen mit Materie (RTTNER & ZINGSHEIM, 1987).

In einem modernen Elektronenmikroskop kommt daher normalerweise ein gabogene
Wolframdraht als haarnadelférmige Kathode, d.h. als Elektronenstrah]quetieEin-

satz (®ODHEW & HUMPHREYS 1991; EEGLER et al., 1995). Der Wolframdraht wird
durch einen sehr starken Strom auf eine Temperatur von tber 2500t2Certidamit
findet eine thermische Emission von Elektronen aus dem glihenden Mdadat

statt. Diese freigesetzten, hochenergetischen Elektronen werdereitibepositive
Spannung zur Anode hin beschleunigt. Die Elektronen passieren eineicvede

(den Wehnelt-Zylinder) und durchlaufen dann mit konstanter Geschwindigikeit
zentrale Offnung in der Anodenplatte selbst. Beschleunigt werden die Elektronen dabe
in der Regel von einem Hochspannungsgefalle zwischen Kathode und Betgseht
schirm von 50-200 kV, wozu ein Hochvakuum von 13 £18s 13 x 10* Pa notwen-

dig ist (KoL, 1991). Die Elektronen schief3en nun so lange auf einer bestimniian Ba
die durch eine Reihe von kreisformigen Elektromagneten (Elektrolinestgetegt

wird, durch die Mikroskopsaule nach unten bis sie auf Materie stof3en.

Wenn die Elektronen auf das Untersuchungsobjekt stof3en, werden sie durch die Atome
des Praparates beeinflusst: entweder durchdringen die Elektromdréajzrat unge-
hindert oder sie werden elastisch bzw. inelastisch gestreut odesialveerden absor-

biert (REDER & SCHMIDT, 1987). Schlie3lich verlassen die Elektronen das Projektiv
und schlagen auf einem Leuchtschirm auf, der mit einer luminesdemmeSchicht
uberzogen ist.
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Das elektronenmikroskopische Bild entsteht durch denjenigen Antedjetreuten
Elektronen, deren Ablenkungswinkel aus der urspriinglichen Einstrahlungsrichtung nur
gering ist (ROBINSON et al., 1985). Stark gestreute Elektronen werden durch Blenden
daran gehindert an der Bildentstehung teilzuhaben und absorbierte Elekgetaregen
tberhaupt nicht durch das Objekt hindurch. Somit gelangen diese Elektrorfen auc
nicht auf den Leuchtschirm und dieser bleibt an den entsprechenden 8teikel. Die
ubrigen Elektronen durchdringen die weniger dichten Objektbereiche und gelasigen
zum Leuchtschirm, auf welchem die entsprechenden Stellen im |&rai erschei-

nen. Es kommt daher im elektronenmikroskopischen Endbild zur Strukturdargtell
durch Helligkeitsunterschiede, die wiederum durch unterschiedlick steeuende
Objekteinzelheiten bedingt sind.

Da Wechselwirkungen zwischen Elektronen und Gasatomen zur Absorption emd Str
ung der Strahlenelektronen fiihren wiirden, muss in der Mikroskopsaul&nNesi
Hochvakuum herrschen, damit auf dem Weg der Elektronen von dem Strablene
gungssystem bis zu ihrem Aufschlag auf dem Leuchtschirm desdflektnikrosko-
pes Stol3e zwischen Elektronen und Restgasatomen gentigend selten vorkommen.

2.8.1.2 Probenaufbereitung

Fur die Analyse des inneren Aufbaus der entsprechenden Paraggeniad deren
Penetrationsprozesse durch die Darmwand des geeigneten Zwiscbenwiriden
sowohl einzelne, geschlipfte Acanthoren als auch die Gedarme voohZmigrten
verwendet, an die vorher infektiése Acanthocephaleneier verfuttert wurden.

Die sofort nach Entnahme des Probenmaterials einsetzende Awtoiyd® durch eine
unverzigliche Fixierung gestoppt. Ziel dieser Fixation ist es, die kEwarphologie
uber die kompletten Praparationsschritte hinweg vollkommen naturgleisein die
elektronenmikroskopisch untersuchbaren Details zu erhaltenGf.& B LODORN,
1981). Es ist darauf zu achten, dass die Probengro3e der zu untersuchewedbe
bzw. Organe klein gehalten wird und eine Gréf3e von etwa 1 mm x 1 mmibieht
schreitet, wenn die Homogenitat der Fixation garantiert werdenl sol
(RIEDER & SCHMIDT, 1987).

CHEMISCHE FIXIERUNG

Die fur die elektronenmikroskopischen Untersuchungen vorgesehenen Proben wurde
nach ihrer Praparation zur Vorfixierung sofort in ein mit 5%-Glldatayd in

0.1 M Na-Cacodylatpuffer (pH 7.4, Fa. Fluka) gefllltes Eppendorf-Reaktitifsge
Uberfuhrt und tber Nacht in dieser Losung bei 4 °C belassen. Anscidiedede
durch mehrmaliges Waschen der Praparate mit 1 96@ain 0.1 M Na-Cacodylat-
puffer (pH 7.4, Fa. Fluka) Uberschissiges Fixans entfernt. Daran scitds flr

2 Stunden eine Nachfixierung des Probenmaterials mit 2 % Osmiortet(Fa.
Fluka) in 0.1 M Na-Cacodylatpuffer (pH 7.4, Fa. Fluka) bei 4 °C an. Nachfolgend wur-
den die Proben zum Entfernen von lberschissigem Fixans mehrmalguaitiést.
gewaschen.
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ENTWASSERUNG

Anschliel3end erfolgte eine Entwasserung des Probenmateriadésmaitier graduiert
aufsteigenden Acetonreihe (siehe 7.2). Vorhandenes Wasser in den Proberdieir
Polymerisation des Einbettungsmittels (Spurrsches Standard-Meditoren und

konnte zur Bildung von Blaschen in den Epoxydharzblockchen fihren.

EINBETTUNG DER PRAPARATE IN EPOXIDHARZ

Durch die Impréagnierung des Probenmaterials mit Epoxidharz kosput @ner Stabi-
lisierung der zellularen Strukturen des biologischen Probenmat®iahe solch eine
Verfestigung der einzelnen Proben konnten weder Ultra-Dinnschnitte vderaleen
angefertigt werden noch wirden die zellularen Strukturen dieseRrim Vakuum
eines Elektronenmikroskopes erhalten bleiben.

Die besten Einbettungsergebnisse wurden erzielt, wenn sich dascBpuEinbet-
tungsmedium aus 10 Gramm der harten Komponente Vinylcyclohexendioxid (ERL-
4206, Serva), 6 Gramm der weichen Komponente Diepoxid (DER-736, Fa),Serva
26 Gramm des Harters Nonenylbernsteinsaureanhydrid (NBA, Fa. Ssovég

0.4 Gramm des Beschleunigers 2-Dimethylamino-ethanol (DMAE[S1], Eaapb
zusammensetzte.

Nach ihrer Entwasserung wurden die Proben in drei Einzelschrittegines Spurr-
sches-Standard-MediumrSRR 1969) hochgefiihrt. Dazu wurden die Proben zunachst
jeweils fir 30 Minuten mit einer 50 % igen und einer 75 % igen Losund=ddset-
tungs-Aceton-Gemisches infiltriert. AnschlieRend verblieben dibdPrdei 4 °C Uber
Nacht in einer 100 % igen L6sung des verwendeten Spurrschen Einbettungsmittels.

Fur die eigentliche Einbettung wurde das Probenmaterial am séchagy in Beem-
Kapseln, Kautschuk-Flacheinbettungs-Formen bzw. in Flacheinbettungsfousen a
Aluminiumfolie Uberfuhrt und dort wie gewtiinscht positioniert. Die Polyraéos des
Spurrschen Mediums erfolgte in einem Warmeschrank bei 70 °Cdriir Tage.
AnschlieBend lagen schneidbare Festkorperproben vor, die zur Anfertigungmbn Se
und Ultra-DUnnschnitten geeignet waren.

LICHTMIKROSKOPISCHE VORUNTERSUCHUNG VON SEMI-DUNNSCHNITTEN

Die Herstellung der Semi-Dunnschnitte (1 um) erfolgte mit eigesigneten Diamant-
messer (Fa. Diatome) an einem Ultramikrotom Ultracut Reachert Jung) und einem
Ultramikrotom Ultracut S (Fa. Leica) mit mechanischem Moukc Letzteres war
durch einen Isolationstisch (Vibraplane 9100 Series, Fa. Kinetic System) vor
Erschitterungen geschitzt und wurde durch ein dazugehérendes Steuergerat (F
Leica) bedient. Die hergestellten Semi-Dunnschnitte wurden auf ideiebank (Fa.
Medax) bei 70 °C fiur 15 Minuten mit Stevenel’s Blue bzw. Methylenblaefarbt
(BoCk, 1984; BIRCK, 1982).
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Zur Auswertung und Dokumentation der Semi-Dunnschnitte wurde ein Photomikros
kop (Axiolab) der Firma Zeiss benutzt.

HERSTELLUNG VON ULTRA -DUNNSCHNITTEN

Die Herstellung der Ultra-Dinnschnitte (60 nm) erfolgte mit eirgaeigneten Dia-
mantmesser (Fa. Diatome) an einem Ultramikrotom Ultracait Reichert Jung) und
einem Ultramikrotom Ultracut S (Fa. Leica) mit mechanischérschub. Letzteres

war durch einen Isolationstisch (Vibraplane 9100 Series, Fa. Kiggstemdnc.) vor
Erschitterungen geschitzt und wurde durch ein dazugehérendes Steuergerat (F
Leica) bedient.

Die Ultra-Dunnschnitte, deren Streckung im Trog des DiamantmessierXylol
erfolgte, wurden mit Hilfe eines Praparattragers auf mit 0.§8#biFormvar beschich-
tete Kupfer-Grids (75 Mesh Square, Durchmesser: 3.05 mm, Fa. SCI) Uberfuhrt.

SCHNITTKONTRASTIERUNG

Da biologische Proben uberwiegend aus Atomen niedriger OrdnungszahlenBwie z
Kohlenstoff, Wasserstoff, Stickstoff, Schwefel oder Phosphor bestehneeugen sol-

che Proben im Transmissions-Elektronenmikroskop nur einen sehr gerimgaabSt
sorptionskontrast. Dieser objekteigene Kontrast der Proben reicit meit aus, um

die Feinstruktur des Objektes erkennen zu lasseRT{RER & ZINGSHEIM, 1987;
RoBINSON et al., 1985). Es erfolgt deshalb eine Kontrastierung der Proben mit Schwer-
metallionen (Blei, Osmium, Platin, usw.), die sich an die Olghéialadungen spezifi-
scher Strukturen, wie z.B. Membranen oder Proteinen, anlagern.

Fur diese Arbeit wurde eine Doppelkontrastierung der Ultra-Dimmitse sowohl mit
wassrigem Uranylacetat als auch mit BleicitraEXRoLDS, 1963) durchgefhrt.
Zunachst erfolgte fir 10 Minuten eine Kontrastierung der Schnitteliayifen von

2 %igem Uranylacetat. Danach wurden die Schnitte mehrmals griindtiétgoa dest.
gewaschen. AbschlieRend erfolgte nochmals eine Kontrastierung der &élmftinf

Minuten auf Bleicitrat-Tropfen.

2.8.1.3 Elektronenmikroskopische Auswertung

Die Untersuchungen zum ultrastrukturellen Aufbau der verschiedenesit@aleaven
wurden mit einem Transmissions-Elektronenmikroskop Leo 912 miig@+hdter von

der Firma Zeiss und einem Transmissions-Elektronenmikroskop CM-200 won de
Firma Phillips durchgefuhrt.

Zur Dokumentation der Ergebnisse wurde sowohl eine hochauflosendalligiera
als auch eine herkémmliche Analogkamera verwendet. Dabei bleibtrerken, dass
elektronenmikroskopische Aufnahmen stets schwarz-weil} sind. Der Scimgégrad
der Aufnahmen spiegelt die Elektronendichte im durchstrahlten Préapaddr. Die
angefertigten Digitalaufnahmen wurden an einem Personal-Computer ausgewd
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fur die Prasentation elektronisch aufbereitet. Die AufnahmerAdalogkamera, die
nur als Negative vorlagen, mussten dagegen vor ihrer Auswertung unorakdtien
Aufbereitung erst noch mittels eines Flachbettscanners digitalisietemer

2.8.2 Raster-Elektronenmikroskopie (REM)

Die Raster-Elektronenmikroskopie ist ein elektronenmikroskopiscleehren zur
umfassenden strukturellen und mikroanalytischen Charakterisierung von&obert]
Die Raster-Elektronenmikroskopie stellt bezlglich der zu unteesuten Praparate
folgende charakteristische Anforderungen:

» es wird mit totem Probenmaterial gearbeitet,

» das Verfahren der Raster-Elektronenmikroskopie eignet sich hageowd zur Dar-
stellung leitender Oberflachen. Es wird dabei die Oberflache deerndeten Probe
als Ganzes untersucht,

» die Oberflache biologischer Proben muss aber vor ihrer Untersgcdurch das
Aufdampfen eines Metallfilms (meist Gold oder Platin) leitend gdrnaerden, um
eine Aufladung des Probenmaterials zu verhindern.

2.8.2.1 Grundlagen der Raster-Elektronenmikroskopie

Auch beim REM wird ein Elektronenstrahl, der mit einer Reihe elektromagneti-
schen Linsen abgelenkt bzw. gebiindelt wird, von einer beheizten Kathodgtehze
Unterschied zur TEM wird die untersuchte Probe jedoch nicht von deuagten Elek-
tronenstrahl durchdrungen, sondern die Oberflache der Probe wird als @amzksn
fein geblndelten Elektronenstrahl zeilenweise Punkt fir Punkt abger@siech das
Auftreffen des Elektronenstrahles kommt es zu einer Anregung demeAtler unter-
suchten Proben, wodurch sogenannte Sekundarelektronen von den einzelnen Probestel-
len freigesetzt werden. Diese Sekundarelektronen werden von eiitboh sehrag
Uber der Probe angebrachten Detektor aufgefangen. Das erzeugte $ig)redé kiro-
nisch verstéarkt und auf einem Bildschirm wiedergegeben. Dadurchrergsteexaktes
Abbild der Oberflachenstruktur des kompletten Praparates.

2.8.2.2 Probenaufbereitung

Fur die Oberflachenstrukturuntersuchung der unterschiedlichen Paaasitewurden
bei dem rasterelektronenmikroskopischen Verfahren sowohl reife Acaptiadeneier
als auchn-vitro-geschliipfte Acanthoren verwendet.

CHEMISCHE FIXIERUNG UND ENTWASSERUNG

Die chemische Fixierung (mit Glutaraldehyd und Osmiumtetroxid) uadediwasse-
rung (Austausch mit Aceton) der Proben fir die Raster-Elektronenrkdpiaserfolgte
auf die gleiche Weise wie die Behandlung der Proben fiur die TrasiemasElektro-
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nenmikroskopie. Fir die anschlielBende Trocknung der acetonhaltigen Probdiekam
Kritische-Punkt-Trocknung zum Einsatz. Mit Hilfe dieser Methdaesen sich viele
biologische Objekte in relativ kurzer Zeit bei einer guten Struktateing trocknen
(RoBINSON et al., 1985).

KRITISCHE -PUNKT -TROCKNUNG

Das Wasser im Untersuchungsobjekt muss vollstéandig gegen ein ohganiedium

(z.B. Aceton) ausgetauscht sein. Dann wird das Probenmaterial iDreickkammer
eingebracht. Durch mehrfaches Spulen der gekihlten Druckkammer kommt es zu einer
vollstandigen Substitution des verwendeten Entwasserungsmittelhackirch das
eingesetzte flissige Ubergangsmedium {C@urch Erhitzen der flissigen Kohlen-
saure Uber die kritische Temperatur geht diese in die gasformége Bber, ohne dass

es zu Oberflachenspannungen kommt, die Schrumpfungsprozesse des Probénmateria
verursachen konnten. Das Ubergangsmediumn @@ anschlieRend als Gas aus der
Druckkammer entlassen. Die Proben sind vollkommen getrocknet.

PRAPARATMONTAGE

Die getrockneten hydrophilen Proben sollten relativ rasch weitebestet werden,
damit sie keine Feuchtigkeit aus der Luft aufnehmen kdnnen.

Die getrockneten reifen Parasiteneier bzw. idiwitro zum Schlipfen stimulierten
Acanthoren verschiedener Acanthocephalenarten wurden auf Objek#égAtumi-
nium aufgebracht. Um eine feste Verankerung der Proben mit derktitiger wah-
rend ihrer Untersuchung im Raster-Elektronenmikroskop zu garantiergde wlie
Oberflache der Objekttrager vor der Positionierung der einzelnenrPnubeiner dop-
pelseitigen Klebefolie Gberzogen.

L EITFAHIGKEITSERHOHUNG

Bei getrockneten biologischen Proben handelt es sich um elektrsstatmien, die vor
einer Untersuchung im REM elektrisch leitfahig gemacht werdessemi Daher wird
die Oberflache der Proben mittels einer Kathodenzerstdubung rartdeit Metallen
(Au, Pd) beschichtet. Das Besputtern der Proben geschieht in einerAeijogatmos-
phare bei einem Druck von 0.2-0.5 mbar.

2.8.2.3 Elektronenmikroskopische Auswertung

Die Untersuchungen zum ultrastrukturellen Aufbau der Oberflache dschiedenen
Parasitenlarven und der reifen Eier der unterschiedlichen Raasegn wurden mit
dem Raster-Elektronenmikroskop Leo 1530 Gemini von der Firma Zeiss durchgefihrt.

Zur Dokumentation der Ergebnisse wurde eine Digitalkamera verwextsethlie3end
wurden die angefertigten Aufnahmen an einem Personalcomputer ausgexdrfir
die Prasentation elektronisch aufbereitet (siehe Abbildung 15).
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Abbildung 15 Zahlreiche Eier des Archiacanthocephdl&nmoniliformismit unterschiedlichem Rei-
fungsgrad. Zwischen den reifen bzw. unreifen Ei®urde nach geschlipften Larven des Parasiten
gesuchtG: reifes Ei, das an der Sollbruchstelle getffnetDetr Acanthor ist bereits ausgeschlipft,

R: reife Eier,U: unreife Eier

2.9 Datenanalyse

Die Auswertung bzw. Vermessung der licht- und elektronenmikroskopigtnieah-
men der Untersuchungsobjekte der entsprechenden Acanthocephalenartenasrfolgte
Personalcomputer mit der Analyse-Software SigmaScan Pro (Fa. SPB&¥cie

2.10 “Cathepsin L Proteinase” - Nachweis mittels SDS-Pag

Das Wort Cathepsin kommt aus der griechischen Sprache und bedgigkivee Ver-
dauung. Cathepsine sind unter anderem fiir den Abbau von Basalmembranbestandtei-
len, wie Azocasein, Collagen, Elastin und Laminin, verantwortlicAREETT &
KIRSCHKE, 1981; B\RETT et al., 1982; MsoON et al., 1986). Beim Menschen konnten
Cathepsine verstarkt bei invasiven und metastasierten Tumoteneirschiedlichsten
Organen gefunden werdenr{EDRICH et al., 1999). Aul3erdem wird angenommen,
dass Cathepsine an einer ganzen Reihe weiterer Krankheitspr@stesgporose, Alz-
heimer, rheumatische Arthritis) beteiligt sind.
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Bei den allermeisten Cathepsinen handelt es sich um lysosomadelytiethe Enzy-
me, die zur bedeutenden und mannigfaltigen Gruppe der Cystein-Prategediszen.
Unter den Cathepsinen sind vereinzelt auch Serinproteinasen (ztigp€ia G) oder
Aspartatproteinasen (z.B. Cathepsin D). Ausgiebige Struktur- und Semadysen
haben gezeigt, dass alle Cathepsine eine sehr ahnliche Aminogéareseowie ein
vergleichbares Faltungsmuster besitzevrRid et al., 1998).

2.10.1 Cathepsin L Proteinase

Bei der “Cathepsin L Proteinase” handelt es sich um eine CyBteieinase, die ein
Molekulargewicht zwischen 21-38 kDa besitabgdrHet al., 1988). Zahlreiche Proto-
zoen- bzw. Helminthenarten weisen die “Cathepsin L Proteinase” edietfationspro-
zesse durch das Wirtsgewebe effektiv unterstiitzt, aufriSet al., 1993; BLTON et
al., 1996; GIUNG et al., 1997; RCENZzA et al., 1997; IONG et al., 2000; BrK et al.,
2001; DALTON et al., 2003).

Bei der naheren Betrachtung dieser Parasitenarten zeigtalagshdie “Cathepsib
Proteinase” von allen Entwicklungsstadien der entsprechenden Rwadsiteausge-
schieden wird, wobei die grof3ten “Cathepsin L Proteinase”-Konzentrationen iarelen |
valen Parasitenstadien nachgewiesen werden konnten. AufRerdem hasaehit e
dieser Proteinase um ein Protein, das in infizierten Tieren hoch allergen ist.

Der Nachweis der “Cathepsin L Proteinase” erfolgte aus einem Zallistiduss. Die-
ser wurde mittels Sodiumdodecylsulfat-Polyacrylamid-Gelelektrophdf&38-Page)
aufgetrennt und durch “Western Blotting” auf eine Nitrocellulosemrambransferiert.
AnschlieBend wurde die “Cathepsin L Proteinase” tber eine Antikormirbg mit
nachfolgender Enhanced Chemiluminescense-Reaktion (ECL) detektiert.

2.10.2 Grundlagen der SDS-Page

Die Natriumdodecylsulfat-Polyacrylamidgelelektrophorese (SD&ePdient der Auf-
trennung von Proteingemischen in einem elektrischen Gleichstromfdidi @ad die
Wanderung geladener Teilchen in dem elektrischen Feld als grundledendsg zur
Trennung der komplexen Biomoleklle ausgenutzt. Die Auftrennung der Proteingemi
sche erfolgt in Polyacrylamid-Gelen, die 1959 voxviROND & WEINTRAUB erstmals

fur eine Elektrophorese eingesetzt wurden. Diese Gele zeiciwhetiusch eine beson-
dere chemische und mechanische Stabilitat aus.

Bei der Grundsubstanz dieser Gele handelt es sich um Polyaichytiam als Trager-
material fir die Gelelektrophorese das hdchste Auflosungsvermogeri ({8stHERT,
2002). Die Polyacrylamidkonzentration der Gele kann zwischen 3 % und a@iigtv
werden (ECHERT, 2002). Das Netzwerk der Gele wird durch radikalische Polymerisa-
tion des monomeren Acrylamids und des quervernetzenden bifunktionelldn N,N
Methylen-Bisacrylamids aufgebaut, wobei Proteine die gleichmafiigechiglaslieses
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Molekullnetzwerkes passieren kénnen und aufgrund der Siebeffekte des Rafjatr
Gels in der Reihenfolge der molaren Massen der einzelnen Prateliehtung der
Anode aufgetrennt werden EDHERT, 2002).

Um eine Auftrennung der Proteine zu erreichen, missen die Proteigkeidiee geo-
metrische Form sowie die gleiche Ladung aufweisen. Native Reotegsitzen eine
negative Ladung und wandern daher in einem elektrischen Feld zur Anodegiéhin.
Wanderungsgeschwindigkeit der einzelnen Proteine hangt von ihrer Ladung und ihre
GrofRe bzw. inrem Gewicht ab. Um eine Auftrennung ausschlief3lich nach dem Gewicht
der Proteine zu erreichen, werden die Proben mit SDS (Natriumdodecylseilts)zy,
welches stark negativ geladen ist. Durch die Beladung mit diasemnischen Deter-
genz werden die Eigenladungen von Proteinen so effektiv Uberdeckt,niasiscne
Mizellen mit konstanter Nettoladung pro Masseneinheit entstehersT®MEIER
1990). Pro zwei Aminosauren lagert sich ein Molekil SDS an. Dadurch grtiés
Protein stets ein gleiches Verhaltnis von Ladung zu Masse, da anegRiBzine mehr
SDS-Molekile angelagert werden kdnnen als an kleinareNINGER 1977; SRYER,
1988). Zudem werden durch die Anlagerung der SDS-Molekiile die untersdmgedlic
Form der Proteine ausgeglichen, da die Tertiar- und Sekundarstrukturen dwphlAuf
ten der Wasserstoffbriicken und durch Streckung der Proteine aufgetdsinwWs-
TERMEIER 1990). Eine Gro6fRRenanalyse bzw. Quantifizierung der aufgetrennten
Makromolekiile erfolgt durch den Vergleich mit im Gel aufgetragenandatrdprotei-

nen bzw. Standard-DNA-Molektlen bekannter GroRecfiERT, 2002). Die molaren
Massen der meisten Proteine werden bereits routinemafig dugtiP&ie auf 5 bis

10 % genau bestimmt QET & VOET, 1992).

Im Versuch wurde eine diskontinuierliche SDS-Page durchgeflhrt, d.h. das Polyacryla
midgel wurde nicht auf einmal gegossen, sondern es erfolgte eineldndtén ein
Sammelgel und ein Trenngel. Sammel- und Trenngel unterscheiden lsalbdatig-

lich ihrer Polyacrylamidkonzentration und ihres pH-Wertes. Die Rnotebe passiert
zunéchst ein Sammelgel mit groRer Polyacrylamid-Porenweite.EAnsatz kommen
dabei sowohl ein Sammelgelpuffer als auch ein Elektrophoresepufférekdider
Sammelgelpuffer Chlorid-lonen enthélt, die elektrophoretische Wandgesujsvin-
digkeit grof3er ist als die der Proteinprobe, enthalt der Elektroplporiése Glycin-
lonen, die eine geringere elektrophoretische Wanderungsgeschwindigkeiémeds

die Proteinprobe. Dadurch “stapeln” sich die Proteine entsprechemdseschwindig-

keit im Feldstarkegradienten zwischen lonen mit einer niedrigen umedt Bohen
Mobilitdt. Somit wird eine Vortrennung bzw. Aufkonzentrierung der Proteine
erzielt (CecHERT, 2002). Das Trenngel besitzt dagegen neben einer geringeren Poren-
weite eine hohere Salzkonzentration sowie einen hoheren pH-Werrgel¢h zum
Sammelgel. Wandern die Probenproteine nahezu gleichzeitig in das engpenggel

ein, wird eine sehr scharfe Bande des urspriinglichen Proteingemsdfezi unab-
hangig vom Volumen der aufgetragenen Probe erzielt. Im Puffersysteiirelengels
werden die Proteine dann aufgrund des Molekularsiebeffektes entsprebinend
Grol3e getrennt.




40 2 MATERIAL UND METHODEN

2.10.3 Eingesetzte Proben

Fur die gelelektrophoretischen Untersuchungen wurde ausschlief3lich dearsuige
“RiesenkratzerM. hirudinaceusrerwendet. Von den zur Verfigung stehenden Parasi-
tenarten war einzig dieser Archiacanthocephale gro3 genug, um die f€éinzymati-
schen Untersuchungen notwendigen Arbeitsschritte durchfiihrbar zu gestalten.

Zu Beginn des Versuches wurden drei verschiedene Kategorien vasudhiengsob-
jekten der Parasitenall. hirudinaceusfestgelegt, die auf das Vorhandensein von
“Cathepsin L Proteinase” Gberprft werden sollten:

» 1. Reife Eier des Acanthocephallsh hirudinaceus die bereits eine vollstandige,
aber inaktive Parasitenlarve, den Acanthoren, enthalten.

» 2. Aktivierte Acanthoren voM. hirudinaceusdie durch die modifizierte Methode
von EDMONDS (1966) zum Schlipfen stimuliert wurden.

» 3. Sowohl weibliche als auch mannliche Adulti Wdn hirudinaceusderen Korper
jeweils in Proboscis, mittlere Korperregion und Kérperende aufgeteilt wurden.

Alle Proben wurden vor Versuchsbeginn sorgfaltig mit physiologischer Ldgeng-
schen.

2.10.4 Gesamtprotein-Mengenbestimmung

Vor der Auftrennung der in den Proben enthaltenen Proteine mittelsP8§&Swurde
eine Gesamtprotein-Mengenbestimmung durchgefuhrt.

Je 0,5 Gramm homogenisiertes Probengewebe wurden mit 2,5 MifiB8r+ SDS in
einem 12 ml Polypropylen-Reagenzglas (Fa. Sarstedt, Nimbrechétztemobei die
SDS-Endkonzentration 2 % betrug. Die Aufbewahrung dieser Proben erfolgtenadahr
der Weiterverarbeitung bei etwa 4 °C in Eiswasser. Dies venté@ee zu starke
Erwarmung der Proben.

Die Zellen wurden anschlieend mittels Ultraschall (UltraBdhomogenisator
UW 2070, Fa. Bandelin Electronic, Berlin) jeweils 50 Sekunden lang aufipssen.
Daraufhin folgte fur 15 Minuten ein Zentrifugationsschritt bei 5000 ymah 4 °C. Der
Uberstand wurde in 2 ml Mikrorohrchen (Fa. Sarstedt, Nimbrechtjiiiogrdas Pel-
let verworfen. Aus diesem Uberstand wurde eine Gesamtprotein-Mentjiembeasg
mit dem “BCA Protein Assay Kit” der Firma Pierce durchgef. Dazu mussten 50
Teile “Reagenz A” mit 1 Teil “Reagenz B” (4 % CuSO4-Losung) zeeiArbeitslo-
sung vermischt werden, die einen Tag stabil ist und nur innerhalls degeenzten
Zeitraumes eingesetzt werden kann.

Fur die Proteinbestimmung wurden die einzelnen Proben 1:10 mit PBSSIXer-
dinnt und von diesen Loésungen je 25 ul in 96-Well-Platten (Fa. VWR) gegeblen
200 pl Arbeitslosung zupippetiert. Nach dem gleichen Verfahren wuitd8tamdard-
proteinldsungen bekannter Konzentration eine Eichkurve erstellt. &laeh Reakti-
onszeit von 30 Minuten bei 37 °C und einer Abkihlphase von 15 Minuten auf Raum-
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temperatur konnten die 96-Well-Platten (Fa. VWR) im Mikrotiterplattenre@diero-

plate Reader 550, Fa. Bio Rad, Berlin) ausgemessen werden. Die Extinktion der Probe-
l6sungen wurde bei 562 nm gemessen und mit den in der Kalibriergernadittelten
Werten der Standardproteinlésungen verglichen. Aus diesen Daten konnknotdie
inkonzentrationen in den eingesetzten Probelésungen ermittelt werdealiéidend
wurden alle Probelésungen so weit mit PBS + 2 % SDS verdinnt, dass sie eine einhei
liche Gesamtproteinkonzentration von 1 pg/ml enthielten. Nachdem die Probelésungen
auf diese Gesamtproteinkonzentration eingestellt worden waren, ertbhégt8DS-

Page.

2.10.5 Durchfiihrung SDS-Page

Die Gele fur die SDS-Page wurden selbst hergestellt. Zunacindew die Trenngele
gegossen. Dazu wurde Acrylamid, Wasser, Puffer und 10 % SDS m €irebenbe-
cher vermischt und anschlieend 10 %ige APS-Losung und TEMED zugegeben.
Ammoniumperoxodisulfat (APS) und das tertiare Amin N,MINTetrametherthylen-
diamin (TEMED) fungieren dabei als Radikalstarter, wodurch die Raigation aus-
geldst wird. Bis zum Ausharten der Gele wurden diese mit Wasser Uberschichtet.

AnschlieBend erfolgte die Mischung der Sammelgele. Das uUbersthidMasser
wurde abgegossen und die Sammelgellésung mit APS und TEMED verniseint
wurden die Sammelgele aufgegossen und die Kdmme fiir die Probentasche-
steckt. Nachdem auch die Sammelgele ausgehartet waren, konnten die Kémmte entfer
werden und die Gele waren einsatzbereit.

Zur Probenvorbereitung mussten die Zellaufschlisse aufgetaut und jeirb@jn
2 ml Mikror6hrchen (Fa. Sarstedt, Nimbrecht) pipettiert werden. Nachitegleiche
Menge Probenladepuffer zugegeben worden war, erfolgte eine Denatuderump-
teine durch finfmindtiges Erhitzen (100 °C) der Proben im Wasserbad.

Die ausgehérteten Gele wurden in die Laufkammer eingeset&@d aufpuffer ein-
gefullt. AnschlieBend wurden in die erste Tasche der Gele SeikiRPmarker
(Perfect Stain, Fa. Bio Rad, Minchen) gegeben, in die Ubrigen Tasel&nhyjl der
abgekuhlten Probelésungen. Ein Proteinmarker ist ein Gemisch ausodecimieder-
molekularen Standardproteinen, deren Molekulargewicht genau bekannt isttdEr w
auf die Gele aufgetragen, um den zu detektierenden Proteinen ineehéspies Mole-
kulargewicht zuordnen zu kénnen. Zur Absicherung der Ergebnisse wurde gbde Pr
l6sung doppelt aufgetragen. Aul3erdem liefen auf jedem SDS-Gel Proben von
Rinderleber als Positivkontrolle mit, die hachgewiesenermal3ethé@sinL Protei-

nase” enthalten (8TH et al., 1993).

Die Auftrennung der Probenlésungen erfolgte flr 75 Minuten bei konstanten 170 Volt.
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2.10.6 Grundlagen “Western Blotting”

Zur besseren Handhabung wurden die elektrophoretisch aufgetrennteimeProie
Hilfe des Western-Blot-Verfahrerdurch elektrischen Strom aus den Tragergelen auf
stabile, aber dinne Nitrocellulosemembran (Fa. Bio-Rad Labomatdvénchen)
transferiert. Die Transferzeit betrug etwa eine Stunde. Agmbeielle Oberflache der
Nitrocellulosemembran binden die Proteine Uber hydrophobe Wechselwirkungen.

2.10.6.1 Durchfiihrung “Western Blotting”

Die Tragergele, eine Nitrocellulosemembran und zwei dicke Filtergafiter Bio Rad
Laboratories, Minchen) wurden in Blotpuffer gelegt und darin fiir zehn bhraguili-
briert. Auf eine Bio-Rad “Semi Dry Blotting Cell” wurde anselfdiend als unterste
Lage eines der mit Blotpuffer vollgesogenen Filterpapiere ptaziel darauf die Cel-
lulosemembran. Auf der Membran wurden die verwendeten Gele angeondhitre
Abmessungen mit Bleistift angezeichnet. Das zweite Filtegpapirde aufgelegt und
vorhandene Luftblasen mit einer Rolle unter leichtem Druck heranlkg&lach dem
Schliel3en des Deckels erfolgte der Blotvorgang bei 20 Volt fur 75 MinDterch den
angelegten Strom wandern die Proteine in Richtung Anode. Durch Bindudg an
Nitrocellulosemembran erfolgt eine Immobilisierung der aufgetrennten RPeofeabel
beeinflusst die Porengrd3e der Nitrocellulosemembran ihre smdmfiOberflache: je
kleiner die Poren sind, desto groR3er ist die Bindekapazitat.

Die auf die Nitrocellulosemembranen Ubertragenen Proteine sind nach de
“Western Blotting” nicht sichtbar. Ihre Detektion erfolgt mit fdilvon spezifischen
Antikdrpern, an die ein spezielles Enzym gekoppelt ist. Zum Eirksate bei dieser
Untersuchung ein monoklonaler “Anti-Cathepsin L Antikorper” (C2970, Fa. Sigma).
Wenn diese Antikdrper das “Cathepsin L Protein” auf der Membrameeke binden

sie daran. Ungebundene Antikorper werden durch mehrmaliges Waschen entfernt.

Die verwendeten Tréagergele wurden anschlieRend verworfen, die Meialirathe
GelgroRen zugeschnitten und fur 90 Minuten in-Blgermilch in TBS-T in Petri-
schalen auf einem Wippschuttler geblockt. Dabei erfolgte eine Adsédt von nicht
verwendeten Proteinbindungsstellen durch Milcheiweil3e. AnschlieRend wdiglen
Membranen dreimal fur jeweils zehn Minuten mit TBS-T geweschnd der Puffer
zwischen den einzelnen Waschschritten stets ausgetauscht. Dandehzwuden in
Folie eingeschweil3ten Membranen jeweils 5 ml der primarerk@perlésung gegen
“Cathepsin L Proteinaserl:600 verdinnt in Magermilchpulver in TBS-T gegeben.
Uber Nacht erfolgte auf dem Wippschiittler bei 10 °C die Inkubation. nichsten
Morgen folgten drei Waschvorgdnge mit TBS-T. Darauf wurden die Mearahra
zusammen mit der Losung des sekundaren Antikorpers gegen Mausimmunglobuline
(P0447, Fa. Dako A/S, Danemark) in Folien eingeschweifl3t und fir 90 Minuten bei
Zimmertemperatur inkubiert. Die Antikdrper waren dabei 1:2000 verdim®o-
Magermilchpulver in TBS-T. Der sekundare Antikoérper dockt in dieseuh@sn den
zuvor gebundenen primaren Antikoérper an, da dieser aus Mausen gewonnen wird.
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2.10.7 Detektion durch die Enhanced Chemiluminescence (ECOechnik

Die Proben wurden erneut dreimal mit TBS-T gewaschen. Anschliéi®ante mit der
Detektion begonnen werden. Dazu wurde die Enhanced Chemiluminesc&ice (E
Technik angewendet, die ein am sekundaren Antikdrper gebundenes Enzym, die Meer-
rettichperoxidase, vorraussetzt. Die Meerrettichperoxidase ast8ubstrat Luminol
uber eine Oxidationsreaktion um, wobei Licht emitiert wird. Dagierte Licht kann
mit Hilfe eines Filmes einwandfrei detektiert werden. Dalieil \@er verwendete Film
an den Stellen geschwarzt, an welchen das gesuchte Protein undwscmiter Anti-
korper auf der Membran gebunden ist. Der Schwarzungsgrad des verwdFitiaten
ermdglicht eine semiquantitative Mengenabschatzung des Gehaltes ayeslerhten
Protein innerhalb der einzelnen Proben durch den Vergleich des Schwiradlegs
mit dem Schwarzungsgrad von Proben bekannter Proteinkonzentration (Stawtdardpr
inldsung).

Fur die Detektion wurde das “ECL plus Kit” von Amersham (Arhams Pharmacia,
Buckinghamshire, UK) eingesetzt. Dazu wurden die gewaschenen Membrdinen
einem Gemisch aus gleichen Teilen der Reaktionslosungen 1 und E@kespfus
Kits” (Fa. Amersham Pharmacia, Buckinghamshire, UK) Uberschichtet, wedei |
Membran standig mit ausreichend Losung bedeckt war. Nach Ablauf viddidrtgen
wurden die Membranen aus dem Reaktionsldsungsgemisch entnommen umerauf e
dunnen Plexiglasscheibe angeordnet. Daraufhin wurden alle Membratels higus-
halts-Frischhaltefolie vollstandig bedeckt und méglicherweise vorhandétidasen
vorsichtig mit dem Fingerriicken von den Membranen entfernt. Anschliefdertk
die Haushalts-Frischhaltefolie auf der Rickseite der Plexigispimgeschlagen. In
einer Dunkelkammer wurde die Plexiglasplatte in eine Rontgegtkadsineingelegt
und ein Hyperfilm (Fa. Amersham Pharmacia, Buckinghamshire, UK) aufgelegt.

Nach einer geeigneten Belichtungszeit von mehreren Minuten konnteyderfitn
entnommen, entwickelt und fixiert werden. Dabei wurden von jeder Membrarerae
verschieden lange Belichtungen angefertigt, von denen die mit den am hestkarez
nenden Banden weiterverwendet wurde. AnschlieRend wurden die Hyperilroeky

net. Nach der Trocknung erfolgte die Kennzeichnung und Beschriftung der
Markerbanden.

2.10.8 Berechnung des Probengehaltes an “Cathepsin L Proteinase”

Die belichteten Filme wurden mittels eines Durchlichtscan(@f9600, Fa. Epson)
mit 300 dots per inch digitalisiert. Anschlie3end wurden die Schwarguandgs der ein-
zelnen Banden der jeweiligen Proben mit Hilfe des Computerprograritse¢Scan
V4.0” (Fa. BioSciTec, Marburg) errechnet. Die ermittelte Scawdg einer Bande ist
dabei proportional zu der in der Probe enthaltenen Enzymkonzentration.
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Fur die densitometrische Vermessung der einzelnen Banden wurdellmamyede
Bande ein Rechteck von konstanter Grol3e gelegt. Die exakt gleiche Gridiezeé
nen Rechtecke ist unverzichtbar, damit die Schwarzungsgrade ddriegesen Ban-
den bzw. Gele auch miteinander verglichen werden kénnen. Die Softwal8cda
V4.0 (Fa. BioSciTec, Marburg) summierte alle Schwarzungsgmaderhalb eines
jeden Rechteckes auf.

Um eine Vergleichbarkeit der Ergebnisse der unterschiedlichem @gzehntieren zu
kénnen, musste weiterhin der Schwéarzungsgrad der einzelnen Bandeneatdste
BezugsgrofRe normiert werden. Als solche wurde die Positivkontratleeneet, die
auf alle Gele aufgetragen wurde und stets mitlief. Deshalb vaunachst ein Mittel-
wert aus den gemessenen Schwérzungsgraden aller Positivkontrollddetgeb
AnschlieBend wurde der fir jedes einzelne Gel charakteristiScheiarzungsgrad
durch den Mittelwert aller gemessenen Positivkontrollen dividient,den Faktor zu
erhalten, um den die einzelnen Gele vom Mittelwert der Rhkeitirollen abweichen.
Um vorhandene Intergelvariationen des Schwarzungsgrades zu minimiarelen
alle anderen Messwerte des entsprechenden Gels mit diessimeten Faktor multi-
pliziert. Die dadurch erhaltenen Werte wurden anschliel3end durch dgneehenden
Wert der jeweiligen Negativkontrolle dividiert, so dass eventustiagel-variationen
keinen Einfluss auf die Vergleichbarkeit der einzelnen Probendaten hatten.

Der Mittelwert der Kontrollgruppe wurde als 100%-Enzymkonzentrafestgelegt.
Auf diesen Wert wurden die Enzymkonzentrationen aller anderen Vegsuppsn
bezogen und als prozentuale Differenz graphisch dargestellt. Um déabsggé&rgeb-
nisse zu erhalten, wurden die Ergebnisse der Doppelbestimmungengidraagnen
Proben gemittelt.
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3 ERGEBNISSE

3.1 Die Eihtllen des ArchiacanthocephaleM. moniliformis

Die infektiosen Eier des Archiacanthocephai&mmoniliformissind von ovaler Gestalt
und 55-70 um x 45-55 um grof3. Die inaktiven Acanthoren des Archiacanthoaephale
arten M. moniliformis werden von vier verschiedenen Eihulleg-Bg umhdllt, die
durch granulare Zwischenraume-G, voneinander getrennt sind (siehe Abbildung 16,
17d-e, 25, 28). Diese Gesamtheit der EihullgrEEdes Archiacanthocephalévi.
moniliformisist deutlich dicker als die Gesamtheit der EihullgrEzder Eoacanthoce-
phalenarten sowie die der meisten Palaeacanthocephalenarten.

Alle Angaben zur Gréf3e bzw. Dicke der untersuchten Archi-, Palae-Eodanthoce-
phaleneier bzw. einzelner Eihillen von diesen stammen von Acanthocephaledieier
drei Tage bei 8 °C in physiologischer Losung gelagert wurden. Anschlieeddrw
die Parasiteneier mit Hilfe von allgemein Ublichen Laborverfafiiedie elektronen-
mikroskopische Untersuchung aufbereitet.

Bei der Eihulle E von M. moniliformishandelt es sich um eine hauchdiinne, sehr emp-
findliche Membran, die 240 nm dick ist (siehe Abbildung 17a-c). Diesenbtan ist
oberflachlich glatt und nahezu strukturlos. Nur duf3erst selten konntbraéanthoce-
phaleneier detektiert werden, die noch vollkommen von der Eihyllerigeben waren
(siehe Abbildung 17a). Die meisten Eier dn moniliformiswiesen entweder tber-
haupt keine Eihulle fauf oder nur sehr kleine Reststiicke, die stellenweise noch auf3en
auf der Eihllle Evorhanden waren (siehe Abbildung 17b). Dies deutet darauf hin, dass
sich die Eihulle Eabldst, sobald die Eier vav. moniliformisins Freie gelangt sind.

Durch die verletzliche Eihille{Eschimmert eine massive Eihtllg &es Archiacantho-
cephalenM. moniliformishindurch, die 6.5 um dick ist und im Gegensatz zu der des
EoacanthocephaleR. ambiguuseinen dreischichtigen Aufbau besitzt. Nach aul3en
wird die Eihdlle B von einem durchbrochenem Geflecht 2.0 um dicker Wulste abge-
schlossen, die ein Eindringen von Fremdkdrpern erschwert und gleicliieitigstli-

che Eihllle B zusammenhalt (siehe Abbildung 17b, 18c, 19). Daran schlief3t sich der
mittere Teilbereich von £an, der durchschnittlich 3.7 um dick ist und als “Damm-
schicht” fungiert. Diese mittlere Schicht vop Besteht aus einem verzweigten, fein-
gliedrigem “Geastel”, das einer etwa 0.8 um dicken inneren chailst von &
entspringt (siehe 18a-b). Diese strukturlose, innere Schicht schiseBihdille & nach
innen eben ab (siehe Abbildung 18a, 18b, 18e).
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Das Charakteristikum der Eihulle, Ber Archiacanthocephaléh. moniliformisundM.
hirudinaceusist die Ausbildung eines exakt vorbestimmten “Schlipfpunktes”, durch
den die aktivierte Parasitenlarve die EihlllesEets verlasst (siehe Abbildung 17a, 17e,
18c-e). Dieser “Schlupfpunkt” entsteht dadurch, dass sich die EiBjilla diesem
Bereich weitlaufig Gberlappt (siehe Abbildung 17a, 18@)isE daher nicht vollkom-
men geschlossen, sondern die beiden tUberlappenden Bereichg samitegen sich
eng aneinander (siehe Abbildung 18c-e, 20a). In der Regel ist der Scinlkipéplange
geschlossen bis die Archiacanthocephaleneier von einem geeigneten Zwiscbewirt
aufgenommen wurden (siehe Abbildung 17a, 21). Im Magen-Darm-Trakt des Zwi-
schenwirtes beginnt die Eihulle, Bufgrund der osmotischen Verhaltnisse aufzuquel-
len. Dadurch weichen die tberlappenden Bereiche yaut®matisch auseinander und
der “Schlupfpunkt” 6ffnet sich (siehe Abbildung 20a-b).
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Abbildung 16 Lichtmikroskopische Aufnahme eines infektiosen Abacephaleneis voll. monili-
formis A: apikal,Ac: Acanthor,C: caudal E;: aulRerste Eihiille,: zweitaul3erste Eihlll&s: drittau-
Rerste EihllleE,: innerste EihllleGy: auRerster granularer Zwischenrau®y, zweitaullerster

granularer Zwischenraurtig: drittauf3erster granulérer Zwischenrauin Haken am apikalen Pol des
Acanthors
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Abbildung 17 Rasterelektronenmikroskopische Aufsicht auf dieliithvon reifen Eiern des Archia-
canthocephalell. moniliformis
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Legende Abbildung 17 a) Apikaler Pol eines reifen Eis mit der Sollbruclisteer Eihllle, dem soge-
nannten Schlupfpunkb) Caudaler Pol eines reifen Eis, dessen aulRersidid&gich grof3tenteils abge-
I6st hat. c) Detailaufnahme der beiden &uR3ersten Eihlllen uad E. d) Aufgebrochenes
Archiacanthocephalenei (der Acanthor ist geschjig} Aufgebrochenes Acanthocephalenei: der
Acanthor ist noch nicht geschlipft und wird von &ghnille B noch vollstandig umschlosse Auf-
sicht auf die Sollbruchstelle der Eihllg, zergrof3erter Ausschnitt der Abbildung 178): auf3erste
Eihulle, E,: zweitaul3erste Eihullegs: drittaul3erste EihilleS: Schltpfpunkt der Eihdlle bzw. Soll-
bruchstelle

Innerhalb der Eihdlle Ehat der Acanthor, der noch von der Eihtllg &d E
umschlossen wird, ein wenig Spiel, so dass der Acanthor vor Bestimgien, denen

die Acanthoren bei der Verbreitung der Eier durch Windbden ausgesetzt soidjtges

ist (siehe Abbildung 17d-e). Bei der drittdul3ersten Eihtjleda M. moniliformishan-

delt es sich um eine stabile Eihulle, die von ihrer Struktur an Hihnereire#dr(siehe
Abbildung 17d-f). Die Eihulle Edes Archiacanthocephal&h moniliformisist durch-
schnittlich 1.3 um dick (siehe Abbildung 17f). Ist der Acanthor ausdjgsit, bleibt

ein kreisrundes Loch in der drittau3ersten Eihije&iick, das von dem Acanthoren
vermutlich durch eine aktive Verwendung der zahlreichen apikalen Haken erzeugt wird
(siehe Abbildung 17d).

Die innerste Schutzschicht des inaktiven AcanthorsMomoniliformiswird von der
Eihullle E; gebildet, die sich aufgrund der kompakten Lagerung des Acanthors im reifen
Ei eng an den Acanthoren anschmiegt (siehe Abbildung 20c). Dabeinnserdehl die
zahlreichen, kleineren Korperstacheln als auch die grof3en Hakepilatea Pol des
Acanthors von der relativ diinnen Eihullg &@nschlossen (siehe Abbildung 20c, 21,
22, 23). Abbildung 22b widerlegt eindeutig, dass es sich dabei um Fixierongs-
Schrumpfungsartefakte handelt. Die Eihilleviirde im Fall eines Fixierungs- bzw.
Schrumpfungsartefaktes zwar auf3en auf der Korperoberflache (eafidichlider api-
kalen Haken bzw. Korperstacheln) anliegepwiEirde die Haken und Korperstacheln
jedoch nie ringsherum umschliel3en.

Dem Acanthor gentigen daher wahrend des Schlupfvorganges geringste Bewegungen
mit den apikalen Haken bzw. den weiter hinten angeordneten Kdorperataamedtie
innerste Eihdlle Emechanisch zu zerrei3en, zumal der Acanthor im inaktiven Zustand
die grol3en, apikalen Haken durch seitliches Umklappen eng an den Kérpgr anle
(siehe Abbildung 20c, 25c). Sobald der Acanthor aktiviert wurde, rickitgm die
Haken rings um den apikalen Pol des Acanthors auf. Durch diese Anderung der Hake
stellung kommt es zu einer deutlichen VergroRerung des Durchmesseapiki@en

Pol des Acanthors, die bereits die innerste EihljlenEchanischen Belastungen aus-
setzt (siehe Abbildung 23, 24, 41, 43, 44, 45). Wenn die zentralen Hakenp&0e im
Gradwinkel seitwarts vom Acanthor abgespreizt sind, ragen dienldpikeen weit Uber

den Korper der Acanthoren hinaus (siehe Abbildung 24, 45b-c, 62a).
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Abbildung 18 Rasterelektronenmikroskopische Aufnahmen der EHglldes Acanthocephalen
M. moniliformisund ihr Schlipfpunkt
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Legende Abbildung 18: a)Blick auf die Innenseite der Eihulle, Eines aufgebrochenen Eis.

b) Detailaufnahme der Wandstruktur der Eihille & Aufsicht auf den Schlipfpunkt der Eihullg.E
d) Aufsicht auf den Schltpfpunkt der Eihille Bnd ihre Uberlappunge) Blick von innen auf den
Schlitipfpunkt der Eihdille £A: Au3en,E,: die auRerste Eihlll&,: zweitaulRerste Eihdlld;, Innen,

S: Schltpfpunkt bzw. Sollbruchstelle der Eihullg E

—

Abbildung 19 Querschnitt durch die Eihulle,Eles Archiacanthocephaléh moniliformis
A: AulBenseiteE,: zweitaulerste Eihdllé, Innenseite
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Abbildung 20 Der Acanthor vorM. moniliformisim Bezug zum reifen Acanthocephalenei
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Legende Abbildung 20:a) Detailaufnahme (REM) zum Strukturaufbau der Salthstelle der Eihul-
len E,.. Der Schlupfpunkt hat sich bereits etwas gedffisthandelt sich um eine Ausschnittsvergrolie-
rung von Abbildung 21b) Rasteraufnahme eines unreifen Eis (U) und einésirdis (R). Aus dem
reifen Acanthocephalenei ist der Acanthor beredtsclipft. Da die Eihiillen F£, maximal gequol-
len sind, ist der Schlipfpunkt weit getffnet Rasterelektronenmikroskopische Aufsicht auf eifese
aufgebrochenes Ei vadl. moniliformis in dem der ungeschlipfte, kompakt gelagerte Awanein-
deutig zu erkennen isAc: Acanthor,C: caudaler PolE,: zweite Eihllle Eg: dritte Eihllle,H: Haken,

K: KérperstachelR: reifes Ei,S: Schlipfpunkt bzw. Sollbruchstelle der Eihiilg, unreifes Ei

Abbildung 21 Rasterelektronenmikroskopischer Blick von innendiafleere Eihille Evon

M. moniliformis Die Sollbruchstelle der Eihille,Est noch nahezu vollkommen geschlossenapi-
kal, C: caudal E,: zweitauRBerste Eihlll&s: drittinnerste EihllleE,: innerste EihtlleNH: Negativ-
abdruck der apikalen Haken des Acanthors in deeiisten Eihllle NK: Negativabdruck der
Korperstacheln des Acanthors in der innersten EHg, S: Schltpfpunkt
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Abbildung 22 Rasterelektronenmikroskopische Detailaufnahmendasithors vori. moniliformis
der teilweise noch von den Eihullen-E, umschlossen wirch) Die Korperstacheln des Acanthors in
der Nahe seines caudalen PblsBlick auf die leere Eihdille FEvon innen. Der Acanthor ist geschlupft.
aK: abgebrochener Korperstachgl,apikal, Ac: Acanthor,C: caudal E,: zweitaul3erste Eihulle,

E,: innerste EihllleK: Korperstachel des AcanthotsE: Korperfalte des AcanthorblK: Negativab-
druck der Korperstacheln des Acanthors in der steerEihille
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Abbildung 23 Rasterelektronenmikroskopischer Blick von innenaiafleere Eihtlle Ein der Nahe
des apikalen Pols des Acanthoks.apikal,C: caudal E4: innerste EihllleNH: Negativabdruck der
apikalen Haken des Acanthors in der innersten Ehl

H I3umI

Abbildung 24 Lichtmikroskopische Aufnahme eines geschliipftenriloars von
M. moniliformisvon vorne AC: Acanthor H: Haken
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3.2 Die Eihullen des ArchiacanthocephaleM. hirudinaceus

Die Gesamtheit der Eihlllen;#, des Archiacanthocephalé. hirudinaceusweist

den gleichen Aufbau wie die Gesamtheit der EihullgiEfEdes Acanthocephalevl.
moniliformis auf. Dies ist nicht verwunderlich, da beide Acanthocephalenarten einen
terrestrischen Entwicklungszyklus besitzen und zur Gruppe der Arotiiacaphalen
gehoren.

Auch der Acanthor vomM. hirudinaceusist von vier verschiedenen Eihullen-E,4

umgeben, die durch vier verschiedene granuléare Zwischenray@g Getrennt sind
(siehe Abbildung 25). Im inaktiven Zustand hat der Acanthor sowohl dialapi
Haken als auch die zahlreicheren Kdrperstacheln eng an den Korpgarfgiehe
Abbildung 25c).

Die infektiosen Eier vorM. hirudinaceussind 80-100 pm x 50-60 um grof3. Die
Eihdlle E von M. hirudinaceusist 170 nmdunn, oberflachlich glatt und strukturlos
(siehe Abbildung 26a, 28a). Unter nattrlichen Bedingungen I6st sich dideHiivon

den dbrigen Eihdllen EE, ab, sobald die Parasiteneier ins freie Umgebungsmilieu der
terrestrisch lebenden Endwirte gelangen. Bei denitro-Experimenten war die
Eihllle E meistens selbst dann nicht mehr auffindbar, wenn die Parasiteieier

aus der Leibeshohle der Adulti in physiologische Losung bzw. Fixans Ubesfifrt
den.

Solange die Eihllle £noch vorhanden ist, ist die Eihulle, Bicht gequollen. Die
Waulste der duf3ersten Schicht vog $ind noch dicht zusammengepresst, so dass sie
eine geschlossene Schicht bilden (siehe Abbildung 26a). Erst durdufdgellen der
Eihtlle entsteht das charakteristische durchbrochene Erscheindndsbifiuf3ersten
Teilschicht von k& (siehe Abbildung 26b-f, 27a-b, 28a-b).

Die Eihille & umgibt den Acanthor mit viel Spiel, um ihn vor Erschitterungen zu
schutzen (siehe Abbildung 25b). Die zweitaul3erste EihyllistEebenfalls dreischich-
tig aufgebaut und stellt die massivste der vier verschiedeneridgiluidr (siehe Abbil-
dung 28b). Die Eihille fist insgesamt 5 um dick. Nach auf3en ist die Eihijledn

M. hirudinaceuswie beiM. moniliformis,von einem durchbrochenen Geflecht dicker
Wulste abgeschlossen (siehe Abbildung Abbildung 26b-f, 27a-b). Die mi8lehicht
von E, wird wiederum von einem feingliedrigen, verzweigten “Geastel” debildas
durch seine Struktur einwirkende Krafte aufnimmt und groR3flachigeitesiehe
Abbildung 28a, 28b, 28d). Die mittlere Schicht ist 2.20 um dick. Auf der Iniiense
wird die Eihtlle B von einer geschlossenen, glatten Schicht abgeschlossen, die keiner-
lei Struktur aufweist und 770 nm dick ist (siehe Abbildung 28a-b).

Wie beiM. moniliformis, hat auch die Eihtlle Evon M. hirudinaceuseinen vorbe-
stimmten “Schliipfpunkt” ausgebildet, der wiederum durch Uberlappung vor- Bere
chen der gesamten Eihulle, Eentsteht (siehe Abbildung 26a-f, 27a-b). Dieser
“Schlupfpunkt” verlauft beidseitig von der Eispitze 34 um weit in Rict&mmitte
(siehe Abbildung 26, 27a-b). Die Eihlle, Bberlappt sich ungefahr 2.3 um (siehe
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Abbildung 26d). Durch Quellen der Eihlllg En Magen-Darm-Trakt eines geeigneten
Zwischenwirtes, wie z.BP. americana weichen die Uberlappenden Bereiche der
Eihdlle B im Lauf der Zeit auseinander und geben den Acanthoren, der noch von den
Eihdllen &-E4, umgeben ist, frei (siehe Abbildung 26d-f, 27b, 28a, 28c). Aus diesen

Eihdllen befreit sich der Acanthor mittels seiner massiven, kgmkBlaken (siehe
Abbildung 29).

Abbildung 25 Lichtmikroskopische Aufnahme eines infektiosen Abacephaleneis voll. hirudi-
naceusdessen aul3erste Eihlllg &ch bereits abgeldst haf) Acanthor vonM. hirudinaceusgder von
den Eihillen E-E, umschlossen isDie Eihillen §-E, sind bereits aufgequolleh) Querschnitt durch
ein infektioses Ei voM. hirudinaceusc) Acanthor vonM. hirudinaceusder von den Eihlllen £,
umschlossen istA: apikal, Ac: Acanthor,C: caudal,E,: zweitaul3erste Eihilles: drittaul3erste
Eihdlle, E4: innerste EihllleH: Haken am apikalen Pol des Acanthd{B; Korperfalten.
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Abbildung 26 Rasterelektronenmikroskopische Aufsicht auf dielifghvon reifen Eiern des Archia-
canthocephaleM. hirudinaceus
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Legende Abbildung 26:a) Reifes Ei, das noch von allen vier EihilleplE, umgeben ist. Die Eihil-
len E-E, sind noch ungequollerb) Blick auf den apikalen Pol eines reifen Eis, dasaalRerste
Eihulle E sich abgel6st hat. Der Schlupfpunkt der EihtlEmbch vollkommen geschlossen, obwohl
die Eihulle & begonnen hat aufzuqueller). Reifes Ei, das von den Eihullen-E, umhiillt ist. Der
Schltpfpunkt der Eihdllen ist geschlossdhDetailreicher Blick auf den apikalen Pol eines. BElgr
Schlupfpunkt der Eihille £st am Aufreil3en, da die Eihtille,Enehr und mehr aufquille) Blick auf
die zweitauRerste Eihllle,E) Aufsicht auf den apikalen Pol eines Eis. Der Sgfdiinkt des Eis ist
geoffnet. Die Eihulle Eist maximal gequollerk;: aulBerste Eihullég,: zweitaul3erste Eihiille,

S: Schlupfpunkt der Eihille bzw. Sollbruchstelle

Abbildung 27 Rasterelektronenmikroskopische Aufnahme des Sahliifites der Eihtlle £

a) Unaktiviertes Acanthocephalenei. Der Schliipfpuskhoch vollkommen geschlossen, obwohl die
Eihulle E fehlt. b) Unaktiviertes Acanthocephalenei, das langereidgtiysiologischer Losung gela-
gert wurde. Die aul3erste Eihullg Eat sich vollkommen abgeldst. Der Schliipfpunkbisteits etwas
gedffnet, da die Eihllle Fgequollen istE,: zweitauRerste Eihulle&: Schltipfpunkt

Bei der drittdul3ersten Eihullg;Hes Archiacanthocephaléh hirudinaceushandelt es
sich um eine stabile, geschlossene Hillle, die eine leicht uneberf&€ieebesitzt und
durchschnittlich 1 pm dick ist (siehe Abbildung 28c, 34e-g).
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Abbildung 28 Rasterelektronenmikroskopischer Blick auf die HigilE-E5 der Eihdille von
M. hirudinaceus
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Legende Abbildung 28:a) Aufnahme eines reifen Eis mit getffnetem SchllipkiuDer Acanthor ist
mitsamt den Eihdllen £E4 entwichenb) Detailaufnahme der Bruchkante der Eihtllg &ie gequol-
len ist.c) Acanthor, der noch vollstandig von der Eihiillg ingeben ist. Der Acanthor ist mit der
Eihulle aus dem Schliipfpunkt der Eihlle Berausgerutschtl) Detailaufnahme der Beschaffenheit
der Eihtlle k. e) Detailaufnahme der Struktur der Eihlllg. B Blick ins Innere einer aufgebrochenen
Eihulle E. Der von der Eihllle Fumgebene Acanthor befindet sich nicht mehr im tengg) Detalil
der Bruchkante der EihlllesEE;: aul3erste EihulleE,: zweite Eihllle E5: dritte Eihdlle,S: Schlupf-
punkt bzw. Sollbruchstelle der Eihille

Abbildung 29 Die innerste Eihllle fEvon M. hirudinaceus aus welcher der Acanthor bereits
geschlupft ist. Auf der AuBenseite der Eihlllg EBngen Reste der Eihulley.EE3: zweitinnerste
Eihdlle, E4: innerste EihllleS: Schlupfpunkt des Acanthors

3.3 Die Eihullen des Eoacanthocephalel. ambiguus

Die fur den Gammaride. tigrinus infektiosen Eier vorP. ambiguusbesitzen eine
ovale bis langliche Form, die flr viele Eoacanthocephaleneier chassikch ist. lhre
durchschnittliche Lange betragt 48 um und die durchschnittliche Bi&iiem. Wie bei
den meisten Acanthocephalenarten ist der ungeschliipfte Acantheifem Acantho-
cephalenei von vier verschiedenen EihlllgrlHz umschlossen, die sich in Aufbau und
Struktur unterscheiden (siehe Abbildung 30, 31, 32, 33). Die einzelnen Eibiiltkn
durch granulare Zwischenraume-G4 voneinander getrennt (siehe Abbildung 30a,
30c). Infektidse Eier vorP. ambiguusweisen eine charakteristische Ringelung auf
(siehe Abbildung 30a-b, 31). Diese Streifung bzw. Ringelung wird durch dereéauf3er
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Teil der Eihtlle & hervorgerufen, der sich durch die dinne Eihulle hihdurch
abzeichnet (siehe Abbildung 31b-e). Nach dem Abstreifen omeESchwindet die
Ringelung durch Quellung und Langsstreckung der Eihille E
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Abbildung 30 Lichtmikroskopische Aufnahmen von infektiésen Eides Eoacanthocephalen

P. ambiguusa) Reifes Ei des Eocanthocephalnambiguusin dem sich noch der inaktive Acanthor
befindet.b) Charakteristische Ringelung eines reifen Eis Roambiguusc) Die &ulerste Eihtlle E
hat sich abgel6st. Der Acanthor ist noch von dériillgn B-E, umgebenA: apikal,Ac: Acanthor,

C: caudalH: apikale Haken des AcanthoR, typische Ringelung eines reifen Eis i@nambiguus

Bei der Eihulle E handelt es sich um eine etwa 25 nm dicke, strukturlose Membran,
die eine glatte Oberflache besitzt und sich rasch von der tbrigéheEE,-E, ablost.

Bei den meisten im Rasterelektronenmikroskop untersuchten Eoacafthleceiern
konnte die Eihtlle Edeshalb nicht mehr aufgespurt werden (siehe Abbildung 31b-d).
Dabei konnte keinerlei Unterschied zwischen Acanthocephaleneig¢gedtlt, die

aus der Leibeshohle der Adulti vén ambiguudgirekt in ein Fixans tberfiihrt wurden,
und Eiern, die vor der Uberfiihrung in das Fixans mehrere Wochen in oysoier
Losung gelagert waren. Vor ihrer Ablosung liegt die Eihdlle in ihresa@ntheit direkt

auf dem auBBeren Teil der Eihiillg &uf.

Im Gegensatz zu den Archiacanthocephaleneiern weist die zweit&uRiexdle & des
Eoacanthocephaldh ambiguuskeinen Schlipfpunkt auf, sondern ist aus einem auf3e-
ren und einem inneren Teil aufgebaut (siehe Abbildung 31b). Bei dem aul3erepyTeil E
der Eihllle B handelt es sich um dinne Bander bzw. Faden, die durchschnittlich
0.16 pm dick und auf der gesamten Eilange nahtlos um den inneren;Tégr Eweit-
aulersten Eihulle aufgewickelt sind (siehe Abbildung 31). Dabeidrgéullere Teil
E,;dem inneren Teil & der Eihllle zunachst kompakt an. Durch ein leichtes Aufquel-
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len 16st sich der fadenférmige EihillentedFder wie die Eihtlle Eeine vollkommen
strukturlose und glatte Oberflache aufweist, mit der Zeit von dexeren Teil g ab

und treibt frei umher (siehe Abbildung 31). Sobald die EihlllenfaderEygauf ein
beliebiges Objekt treffen, wickeln sie sich um dieses herum und verankern dadurch da
Ei an diesem Objekt (siehe Abbildung 31c-d, 32b). In einem schmaletheremt
Bereich der Acanthocephaleneier bleiben die beiden EihullentgjlenBl E; stets mit-
einander verbunden (siehe Abbildung 31d).

Bei dem inneren Teil & der Eihllle B handelt es sich um eine stabile Schicht, die
durchschnittlich 0.2 um dick ist und eine geschlossene Hullschicht um charthdr

und die beiden inneren Eihullery-E, bildet. Die Oberflache vonJjist von zahlrei-
chen groReren oder kleineren halbkugeligen Auswiichsen bzw. “Noppen” gekennzeich-
net, die einen durchschnittlichen Durchmesser von 0.29 um besitzea Adbildung
31b, 31e, 32). Im Gegensatz dazu ist die Innenseite der EiliiNelkommen struk-
turlos und eben (siehe Abbildung 33a-b). Die Eihuljeldesitzt eine sehr grofl3e Spro-
digkeit. Durch den intensiven Einsatz der Mundwerkzeuge der Zwischemwird die
Eihille B lokal zerstort. Aufgrund der Sprodigkeit dieser Hullschicht zsstt von
dieser Stelle ein glatter Sprung tber die gesamte Lange bzte Besi Acanthocepha-
leneis (siehe Abbildung 33a-c). Zum Vorschein kommt die weiternirgelegene
Eihulle E;. Bei der Eihtille § handelt es sich um eine 15 nm diinne, elektronendichte
Membran, die eine glatte, strukturlose Oberflache besitzt (sibidd&ing 35). Die
Eihille B ist im infektiésen Ei nicht prall angespannt, sondern kennzeichnedigich
einen sehr unregelmafigen Verlauf viarft zahlreiche kleinere Falten und macht einen
aulerst “schrumpeligen” Eindruck (siehe Abbildung 33). Die Eihijldi& vermutlich
dem Schutz des Acanthors vor bakteriellem Abbau dient, wird von deantifar
mechanisch zerstort. Der aktivierte Acanthor \R\)nambiguusbefreit sich aus der
Eihllle B durch den Einsatz seiner grol3en, apikalen Haken (siehe Abbildung 33c).
Ubrig bleibt die leere Eihulle £ aus welcher der Acanthor véh ambiguusausge-
schlipft ist (siehe Abbildung 34).

Die innerste Eihtlle Evon P. ambiguuskonnte leider nicht mit Detailvergrof3erungen
dokumentiert werden.
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Abbildung 31 Rasterelektronenmikroskopische Aufsicht auf dieliEghvon reifen Eiern des Eoacan-
thocephalerP. ambiguusa) Blick von auf3en auf ein infektidses Ei, das nochkeanmen von der
Eihulle E; umschlossen wird) Die Eihille & ist ungequollen und schnurartig um das restliche E
herumgeschlunger) Zahlreiche infektiose Eier, die sich mit Faden dequollenen, abgeldsten
Eihllle B an Siliciumoxidstticken verankert habehDetailaufnahme von verankerten Eiern.

e) Detailaufnahme der aufgelagerten Eihulle &e noch nicht aufgequollen if;: auBerste Eihille,
Eoa auBBerer Teil der zweitauRersten Eihillg,; innerer Teil der zweitaul3ersten Eihdille
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Abbildung 32 Detailaufnahme von reifen Eiern vén ambiguusdie im Begriff sind sich mit abgelds-
ten Faden der Eihullean anderen Objekten zu verankexyDie Eihille B fangt gerade an sich von
der Eihtille i abzulésenb) Die Eihulle B hat sich fast vollstandig vorgabgeldstc) Detailaufnahme

des inneren Teilesjvon der zweitauRersten Eihullg.BE,5 auerer Teil der zweitaul3ersten Eihdlle,
E,i: innerer Teil der zweitaul3ersten Eihtille
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Abbildung 33 Rasterelektronenmikroskpische Aufnahmen von deiillldes Eoacanthocephalen
P. ambiguusvahrend der Schllipfprozesse des AcantrarBie Eihiille &; ist durch die Einwirkung
der Mundwerkzeuge vo8. tigrinusaufgebrocherb) Blick auf die Eihulle &. c) Der Acanthor durch-

bricht die Eihulle 5 mit seinen apikalen HakeBy aul3erer Teil der zweitduf3ersten Eihlle,
E,;: innerer Teil der zweitaul3ersten Eihilg: drittauRerste Eihdlle
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Abbildung 34 Blick auf die Eihllle B von zwei verschiedenen Eiern, aus denen der Aoamntn

P. ambiguudereits ausgeschlupft ist) Die Eihllle B; ist durch die Einwirkung der Mundwerkzeuge
von G. tigrinusaufgrund ihrer Sprodigkeit aufgebrocheh Quer aufgebrochene EihillgE

E,a aul3erer Teil der zweitauBBersten EihilHg; innerer Teil der zweitaul3ersten Eihdille

Vereinzelt konnten in den Darmen des Amphipo@ertigrinus derin-vitro mit P.
ambiguusinfiziert wurde, Eihullenbruchstiicke von dem Eoacanthocephalembi-
guusgefunden werden. Bei den Bruchstticken handelte es sich um die Bruchstticke von
zwei verschiedenen Eihillen: den inneren Teil der EihijJjesd die Eihdille & (siehe
Abbildung 35). Deutlich ist der grof3e Unterschied im Aufbau der ines&ihille B;

und der dunnen EihlllegEzu erkennen. Nach wie vor hat die Oberflache der Eihille
E,; zahlreiche halbkugel&hnliche “Noppen” ausgebildet. Aufgrund der Festigeeit
Eihille E,; behalt diese ihre urspriingliche Form auch dann noch annahrend bei, wenn
der Acanthor bereits ausgeschlipft ist (siehe Abbildung 35a-b). Ekeuslich zu
erkennen, dass die Eihtllg En Gegensatz zur Eihulle,Fdem inaktiven Acanthoren
keinerlei Schutz vor mechanischen Beschadigungen bietet.
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Abbildung 35 Transmissionselektronenmikroskopischer Blick auftlienbruchstiicke des Eoacan-
thocephale®. ambiguusm Darm vonG. tigrinus a) Querschnitt durch die leeren Eihulleg BEnd E.

b) Aufgrund ihrer Sprodigkeit springt die Eihlllg;Ewenn die Zwischenwirte mit inren Mundwerk-
zeugen auf sie einwirken) Detailaufnahme der beiden Eihulleg; End E. d) Detailaufnahme eines
einzelnen kugelférmigen Auswuchses der Eihlljje Ey4: aul3erer Teil der zweitauRersten Eihille,
E,i: innerer Teil der zweitau3ersten Eihtlg: drittduRerste Eihdlle
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3.4 Die Eihtlle der Palaeacanthocephala

Im Gegensatz zu den Archi- und Eoacanthocephalenarten sind die infelgiéseler
Palaeacanthocephalen haufig von spindelférmiger Gestalt (siehe Ablaudg, 40).
Da die Eier der Palaeacanthocephalen im Gewasser deutlidgeyen mechanischen
Belastungen ausgesetzt sind als die Eier der terrestrischkiméanthocephalen, besit-
zen die Eier dieser aguatischen Acanthocephalenarten eine wenigeeriaisglle als
M. moniliformisundM. hirudinaceus

Bei der Eihllle & der untersuchten Palaeacanthocephalen@iteanae, A. lucii, E.
gadi, P. laevisund P. botulushandelt es sich ebenfalls um eine dinne, strukturlose
Membran, die sich rasch abldst, sobald die infektiosen Eier ins Wasser gel@ngjte
Abbildung 36, 37, 38a-e, 39a, 40b-d). Die Eihulle &eren Oberflache stets vollkom-
men eben verlauft, ist b&i. gadi90 nm dick und bdP. laevis70 nm (siehe Abbildung

37, 40).

Die Eihtlle g gibt dadurch die Eihulle Hrei. Wie die infektiosen Eier des Eoacantho-
cephalenP. ambiguus besitzt die Eihllle k£ der Palaeacanthocephalen keinen
“Schlupfpunkt”, so dass sich der Acanthor bei diesen Acanthocephateaageroll-
kommen geschlossenen Eihillen befreien muss (siehe Abbildung 37d, 38f, 39a).

Diese zweitaulRerste Eihtlle, Eler Palaeacanthocephalen ist bei allen untersuchten
Parasitenarten zweigeteilt. Der auf3ere Teil der EihilleeSteht stets aus langen, dun-
nen Faden (“Fibrillen”), die bei den einzelnen Acanthocephalenaaigmeinem unter-
schiedlichen Wickelungsschema um den inneren Teil der Einjithei@mgeschlungen

sind (siehe Abbildung 36¢c, 36e, 37c, 38a-b, 39a). Wahrend die “Fibrillen” bei manchen
Acanthocephalenarten regelméaRig um die restliche Eihille aufgdivgikd (siehe
Abbildung 38a-e, 39a), weisen sie bei anderen Acanthocephalenarten einniaiiege

ges Wickelungsschema auf (siehe Abbildung 37c, 40a-d). Die “Fibrillen” kbane
weder um das gesamte Ei herumgeschlungen werden (siehe Abbildung 3&9a38e,
oder auch nur an den beiden Eispitzen vorhanden sein (siehe Abbildung 36a, 36e, 37c
d).

Bei allen Palaeacanthocephalenarten dienen diese “FibrilleNet@ankerung der Eier

an Nahrungspartikeln der Zwischenwirte und I6sen sich deshalb im gréigenteils
rasch von der tbrigen Eihtlle ab (siehe Abbildung 36¢, 36e, 37d, 38c, 39f). Teilweis
sind einzelne “Fibrillen” an ihrem Ende verstarkt, um eine primddueerfunktion aus-
tben zu kénnen (siehe Abbildung 39b). Durch die auf diesen einzelnen veFanker
Eihullenfaden einwirkenden Krafte wird im Lauf der Zeit auchrdstliche Umwicke-
lung von der Ubrigen Eihllle abgeldst, so dass sich die Acanthocephataraieehr
Eihtllenfaden gleichzeitig an Nahrungspartikeln der Zwischenwirtenkern konnen.

Die Eier erlangen somit einen deutlich besseren Halt an den Nahrungspartikeln.

Die Eihullenfaden von Ebesitzen beP. laeviseinen Durchmesser von 450-750 nm,
bei P. botuluseinen Durchmesser von 330-500 nm, Begadieinen Durchmesser von
circa 100 nm und bé\. ranaeeinen Durchmesser von 460-680 nm.
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Abbildung 36 Lichtmikroskopische Aufnahmen des Palaeacanthodeplfa laevis, A. ranaend
A. lucii. a) Infektitses Ei des Palaeacanthoceph&elaevis b) Der Acanthor vorP. laevis der noch
von den Eihillen BEE, umgeben ist, ist zur Halfte aus der zerstortenili§te, herausgerutscht.
c) Infektidses Ei vorA. ranae d) Infektiéses Ei vorA. lucii, dessen vier Eihullen,EE, noch vorhan-
den sinde) Die Eihtlle F hat sich bereits vom Ei des Acanthoceph&etucii abgeldstAc: Acan-

thor, Eq: aulRerste Eihllles,: zweitaul3erste Eihllldsg: drittaul3erste Eihlllég,: innerste Eihtlle,
H: Haken,KS: Korperstachel
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Abbildung 37 Die Ultrastruktur der Eihiille des Palaeacanthockpiia. laevis

a) Die dulRerste Eihulle £b) Blick auf die &ul3erste Eihulle;Ec) Blick auf eine Eispitze, deren
aullerste Eihulle Faufgerissen isd) Die aufgerissene Eihllle;Eibt den Blick auf die darunterlie-
gende Eihtlle Efrei. e) Detailaufnahme der Eihllle,E=,: aul3erste Eihullé,: zweitaulRerste Eihdlle
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Abbildung 38 Die Eihille des Palaeacanthocephdafemotulus.

a) Die Eihulle & vonP. botulus b) Die Eihille B besitzt ein fadiges Erscheinungsbity.AuRere
Teile der Eihiille E16sen sich vom ubrigen Ei aty) Detailaufnahme der Eihille,Ee) Blick ins Innere
der leeren Eihulle £f) Die Eihllle &. E,: zweitaul3erste Eihtllé&s: drittaulierste Eihdlle
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Abbildung 39 Rasterelektronenmikroskopischer Blick auf die Hinides amphibischen Palaeacan-
thocephalerA. ranae a) Die Eihille & des Acanthocephaleh ranae b) Detailaufnahme der Eihlle
E, vonA. ranae Ey: zweitauRBerste Eihulle
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Abbildung 40 Die Eihllle des Acanthors vda gadiundA. anguillae
a) Infektioses Ei vork. gadi.b) Detailaufnahme der Eihiille;ivon E. gadi c) Die Eihille g ist
aufgerissend) Detaillierter Blick auf die aufgerissene Eihtillg. E) Infektioses Ei vorA. anguillae

f) Einzelner Faden von,Eder unter der Eihille fhervorkommtE;: aulRerste Eihdille,
E,: zweitaulRerste Eihdlle
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Der innere Teil der Eihtlle Eist vollkommen geschlossen und dient dem mechani-
schen Schutz der inaktiven Acanthoren (siehe Abbildung 37d, 38d). Bei daeafal
canthocephaler®. botulusbesitzt dieser innere Teil der Eihille, wie bei dem Eo-
acanthocephaleR. ambiguussowohl auf der Innenseite als auch auf der Aul3enseite
eine strukturlose, ebene Oberflachenbeschaffenheit (siehe AbbB&dreg). Wahrend
des Schlupfprozesses flgt der Acanthor Rohotulusdieser Eihille Evermutlich mit
seinen apikalen Haken eine kreisrunde Offnung zu, durch die er in das Damsieime
nes Wirtstieres entweicht (siehe Abbildung 38e).

Einzig vonP. botuluskonnte die Eihulle g die einen stabilen Eindruck macht,
rasterelektronenmikroskopisch dokumentiert werden (siehe Abbildung 38fihrizie
ste Eihulle i konnte leider bei keiner untersuchten Palaeacanthocephalenaitfenit H
von REM aufgespurt werden.

3.5 Die Uberlebensfahigkeit der Acanthoren im reiferEi

Zur Untersuchung der Uberlebensfihigkeit von Acanthoren im Acanthoceghalene
wurden infektiose Acanthocephaleneier der beiden Archiacanthocepteheiva
moniliformis und M. hirudinaceussowie des Eoacanthocephal®n ambiguusbei
unterschiedlichen Temperaturen (8 °C bzw. 18 °C) in physiologischengdgelagert.

Die Acanthoren aller drei untersuchten Acanthocephalenarten (ieerlahter den
gegebenen Bedingungen uber viele Monate in den Acanthocephaleneidwanr@en
stets auch noch nach Ablauf des Testzeitraumes erfolgreich ektiag somit zum
Schlupfen stimuliert werden. Bei keiner Parasitenart konnte eimkdsder Schllpf-
rate erkannt werden.

Die inaktiven Acanthoren der Archiacanthocephaiénmoniliformisund M. hirudi-
naceuskonnten, wenn die physiologische Losung wochentlich vollstdndig ausgetauscht
wurde, bei 8 °C noch nach 24 Monaten und die inaktiven Acanthoren des Eoaeanthoc
phalenP. ambiguusnach 8 Monaten erfolgreich zum Schlipfen stimuliert werden
(siehe Tabelle 1). Uber die maximale Uberlebensdauer dmreohenden Acanthoren
kann keine Aussage getroffen werden, da die infektiosen Eier desuottegn Acan-
thocephalenarten nicht in unbegrenzten Mengen zur Verfiigung standen. Deshalb muss-
ten die Experimente zur Uberlebensfahigkeit der Acanthoren ben@c¢iC Ablauf von

8 bzw. 24 Monaten abgebrochen werden. Die bei 18 °C gelagerten Acanthonephale
eier waren bereits nach vier bzw. sechs Monaten aufgebrauelke lier bzw. sechs
Monate Uberlebten die Acanthoren v@nambiguusindM. moniliformisbzw. M. hiru-
dinaceusbei 18 °C problemlos.

Ein Einfluss der Temperatur auf die Uberlebensdauer der Acantkonnte nicht fest-
gestellt werden. Die Acanthoren aller drei untersuchten Acanthoesainen zeigten
unabhangig voneinander sowohl bei 8 °C als auch bei 18 °C jeweils einnstienei
mendes Schlupfverhalten.




76 3 ERGEBNISSE

Tabelle 1:Untersuchungen zur Uberlebensfahigkeit von inaktikeanthoren verschiedener
Acanthocephalenarten im infektiosen Acanthoceplealen

Die Uberlebensdauer von inaktiven Acanthoren,
die in physiologischer Lésung gelagert sind,
Verwendete Acanthocephalenart
betragt bei 8 T betragt bei 18 C
... Monate ... Monate
M. moniliformis >24 > 6
M. hirudinaceus > 24 >6
P. ambiguus >8 >4

3.6 Die Stimulation der Acanthoren zum Schlipfen

Die Acanthoren sind bei ihrer Aktivierung noch von den EihullgfEEumgeben. Die
Aktivierung der Acanthoren findet in der Regel kurz nachdem dienrdéifeanthoce-
phaleneier von geeigneten Zwischenwirten gefressen wurden, statt.

In aufwendigen Versuchsreihen konnten die Acanthoren von drei verschiedesien A
thocephalenarten, darunter sowohl Archi- als auch Eoacanthocephalgimaxiiero
zum Schlipfen stimuliert werden. Im Gegensatz dazu konnten die Acamignoderer
zur Verfigung stehender Eo- bzw. Palaeacanthocephalenartemsi(, A. anguillae,

A. ranae, Echinorhynchus gadi, P. laevis, P. bofulnstz umfangreicher Versuche
nicht zum Schlupfen bewegt werden.

Diese Untersuchungen zur Schltpfstimulation der Acanthoren zeigendidasarven
der Acanthocephalen sehr spezielle “Schlipf-Stimuli” zu ihddrverung bendtigen.
Die aus der Literatur bekannte Methode vasmBNDS (1966) zur Stimulation von
Acanthoren vorM. moniliformiszum Schlipfen erzielte bei alleiniger Anwendung bei
keiner einzigen untersuchten Parasitenart den gewinschten Erficighigeenartigste
Versuche die Milieubedingungen des Magen-Darm-Trakts von geeignetech&wnis
wirten zu imitieren und Acanthoren zum SchlUpfen zu aktivieren, h&eererlei
Erfolg (siehe Tabelle 2). Selbst Versuche die Acanthorebealden Archiacanthoce-
phalenM. moniliformisund M. hirudinaceusddurch Trocknen und anschlieRendes Wie-
derbefeuchten der reifen Eier zum Schlipfen zu stimulieren schlugen fehl.

Die Methode von BEMONDS (1966) wurde in verschiedenen Testreihen stark variiert
und modifiziert, bevor Acanthoren zum Schlipfen stimuliert werden konkist die
mechanische Bearbeitung der infektiosen Acanthocephaleneier, dimaiekiEng der
Mundwerkzeuge der entsprechenden Zwischenwirte auf die Eihille iminiétdnmbi-
nation mit der “Schlipfmethode nacbMoNDs (1966)” flihrte bei den Acanthocepha-
lenartenM. moniliformis M. hirudinaceusund P. ambiguuszu einer Aktivierung der
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noch von Eihullen umgebenen Acanthoren (siehe Tabelle 2). Alle eandéer-
suchsansatze konnten die Acanthoren nicht aktivieren, so dass unteBddnegun-
gen kein einziger Acanthor zum Schlipfen stimuliert werden konnte (sieheelapell

20 Minuten, nachdem die Acanthoren einem geeigneten “Schltipf-Stimulus’satge
waren, konnten bereits die ersten vollstandig geschlipften Acanthorgedeynder
drei genannten Acanthocephalenarten gefunden werden (siehe Abbildung 41, 45, 46).

Die geschlipften Acanthoren bewegten sich frei im Medium der Prol@éSeamher.
Selbst sechs Stunden nach der Stimulation schltipften noch Acandlierairei Para-
sitenarten aus. Dagegen konnte nach acht Stunden kein einziger Acartihdreme
Schlupfen beobachtet werden, d.h., die Acanthoren der Archiacanthocddhatemni-
liformis und M. hirudinaceussowie des Eoacanthocephanambiguusschlipfen in

der Regel zwischen 20 Minuten und sechs Stunden, nachdem die Acanthoceghalenei
von einem geeigneten Zwischenwirt gefressen wurden.

Tabelle 2: Untersuchung zur Aktivierung von Acanthoren dedkeai Archiacanthocephalenartish
moniliformisundM. hirudinaceusund des Eoacanthocephalnambiguugiurch spezielle “Schltpf-

Stimuli”.
Aktivierte Acanthoren konnten nach ... Stunden
p y auBerhalb der Eihillen E ,-E, beobachtet werden /
Schlipf- o
. R Tem- aktivierte Acanthoren waren nach ... Stunden gerade
Stimulus . -
peratur dabei zu Schlipfen
0.33 2 4 6 8 24 48 72
Methode nach 10<C - - - - - - - -
EDMONDS (1966) 18 <C - - - - - - - -
25<C - - - - - - - -
30C - - - - - - - -
Mechanische Ein- | 10 T - - - - - - - -
wirkung mit Pistill 18 C - - - - - - - -
bzw. Mdérser 25T - - - - - - - -
30C - - - - - - - -
Mechanische Ein- | 10 T - + + + - - - -
wirkung + 18 C + + + + - - - -
Methode nach 25T + + + + - - - -
EDMONDS (1966) 30 C + + + + - - - -
Ultraschall + 10T - - - - - - - -
Methode nach 18 <C - - - - - -
EDMONDS (1966) 25T - - - - - - - -
30 C - - - - - - - -
Verdauung mit 10 C - - - - - - - -
Trypsin 18 C - - - - - - - .
25<C - - - - - - - -
30C - - - - - - - -
+: Aktivierte Acanthoren auf3erhalb oder innerhalb der Eihillen E;-E, konnten beobachtet werden.
- Unter den genannten Bedingungen konnten keine aktivierten Acanthoren detektiert werden.
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Tabelle 2: Untersuchung zur Aktivierung von Acanthoren dedkeai Archiacanthocephalenartish
moniliformisundM. hirudinaceusund des Eoacanthocephafnambiguusiurch spezielle “Schltpf-
Stimuli”.

Aktivierte Acanthoren konnten nach ... Stunden
auf3erhalb der Eihdllen E 4-E4 beobachtet werden /

S_chlupf; Tem- aktivierte Acanthoren waren nach ... Stunden gerade
Stimulus . -
peratur dabei zu Schlupfen
0.33 2 4 6 8 24 48 72
Verdauung mit 10<C - - - - - - - -
Trypsin + 18 C - - - - - - - R
Methode nach 25T - - - - - - - -

EDMONDS (1966) 30C - - - - - - - -

TrocknenderEier 10 C - - - - - - - -
+ Wiederbefeuch- | 18 T - - - - - - - -

ten + 25<C - - - - - - - -
Methode nach 30<C - - - - - - - -
EDMONDS (1966)

Lagerung in 10T - - - - - - - -
Aqua.Dest. bzw. 18 C - - - - - - - -
Leitungswasser 25T - - - - - - - -
bzw. Teichwasser | 30 T - - - - - - - -
Lagerung in 10<C - - - - - - - -
Aqua.Dest. bzw. 18<C - - - - - - - -
Leitungswasser 25T - - - - - - - -

bzw. Teichwasser | 30 C - - - - - - - -
+ Methode nach
EDMONDS (1966)

Lagerung in einer | 10 C - - - - - - - -

Ldsung aus zer- 18 <C - - - - - - - -
kleinerten Einge- 25T - - - - - - - -
weiden von 30C - - - - - - - -

P. americanabzw.
verschiedenen
Gammaridenarten

+: Aktivierte Acanthoren auf3erhalb oder innerhalb der Eihillen E;-E, konnten beobachtet werden.
-: Unter den genannten Bedingungen konnten keine aktivierten Acanthoren detektiert werden.

Wahrend der gesamten Untersuchung konnten Acanthoren einzig durch die kombina
tion einer aulReren, mechanischen Einwirkung auf die infektiésen Acaplttadereier

mit einer sich daran anschlieenden chemischen Stimulatmvmo®s, 1966) zum
Schlupfen veranlasst werden. Das Vorhandensein von Licht hatte dabei keiressEinf
auf das Schltpfverhalten der Acanthoren Wbmoniliformis, M. hirudinaceusderP.
ambiguus Die Acanthoren dieser Acanthocephalenarten zeigten im Helleninwi
Dunkeln ein identisches Schltpfverhalten.

Auch die Temperatur hatte bei der angewendeten “Schlipfstimulaigbingde” kei-
nen gravierenden Einfluss auf die Schltpfgeschwindigkeit der Acanthoreiyon
moniliformisund M. hirudinaceussowie des EoacanthocephalnambiguusSowonhl
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bei 18 °C, als auch bei 25 °C oder 30 °C waren die ersten Acanth@reits nach
20 Minuten geschlupft (siehe Tabelle 2). Einzig bet@@auerte der Schlipfprozess
etwas langer. Bei einer Temperatur von 10 °C konnten erst nach Stweden
geschlipfte Acanthoren entdeckt werden.

Die Daten zum Einfluss des pH-Wertes (siehe Tabelle JjiaBchlupfrate der Acan-
thoren der unterschiedlichen Acanthocephalen sind statistisch nicldicitsge son-

dern beruhen auf dem Auszé&hlen der Schliipfrate von mehreren Einzelpedben |
Acanthocephalenart. Bei diesen Proben wurde eine klare Tendenz idiezdeit
Schlupfrate der Acanthoren vdvi. moniliformis, M. hirudinaceusind P. ambiguus
erkennbar, die eindeutig auf eine Abhangigkeit der Schltpfrate voncthenden pH-

Wert hindeutet (siehe Abbildung 48b). So waren bei pH-Wert 9 sechs Stunden nach der
Schlupfstimulation (mechanische Einwirkung + chemische Stimulati@ch
EDMONDS, 1966) circa 38 Prozent der Acanthoren der untersuchten Parasitenart
geschlupft, wahrend bei pH-Wert 3 nur funf Prozent der Parasitenlarven ausschlipft

Tabelle 3:Einfluss des pH-Wertes auf die Schlupfrate der Awaren.

Anzahl der geschlipften Acanthoren sechs Stunden na ch deren
Aktivierung

pH 3 pH 7.5 pH 9
M. moniliformis 2 7 16
(n =5 x40 Eier)
M. hirudinaceus 2 6 15
(n =5 x40 Eier)
P. ambiguus 2 9 16
(n =5 x40 Eier)

3.7 Die Eigenbewegung der Acanthoren

Das Bewegungsverhalten sowohl von bereits geschliipften als auch von esutidiinpf
Acanthoren vorM. moniliformis M. hirudinaceusundP. ambiguusvurde am Lichtmi-
kroskop ausgewertet. Dabei wurde visuell beobachtet, dass der Acdathemzige
Stadium im Entwicklungszyklus der Acanthocephalen ist, das sich nach seineeAktivi
rung kontinuierlich in einer Eigenbewegung (Schltupfen - Aufspiren der Damthwa
Penetration der Darmwand) befindet. Andere Stadien im Entwicklungszyder
Acanthocephalen sind entweder gar nicht zur Bewegung fahig oder besielgemur
sparlich.

Sowohl die aktivierten Acanthoren der beiden Archiacanthocephlenoniliformis

bzw. M. hirudinaceusals auch die aktivierten Acanthoren des EoacanthocepRalen
ambiguusbeginnen noch im Acanthocephalenei mit der Ausfiihrung von stereotypen
Bewegungszyklen. Die Bewegung des Acanthors umfasst dabei Kontraktiomen de
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gesamten Korpers als auch eine aktive Bewegung der grol3en apikalenhEkepe
sowie der kleineren caudalen Kdorperstacheln (siehe Abbildung 40, 41, 4Did3).
massiven Haken am apikalen Pol des Acanthors kdnnen einerseits valstadds
Vorderende des Acanthors invaginiert, andererseits aber auch volisgratiiniert
werden (siehe Abbildung 40a, 40d, 41b, 42c, 43b, 43d). Im Gegensatz zu den apikalen
Haken werden die kleineren Korperstacheln nicht invaginiert bzw. eeayisondern

im Zusammenspiel mit den Korperkontraktionen bzw. dem Einstiulpen oder Ausstilpen
der spitzen Haken eng an den Kérper des Acanthors angelegt odetbgespreizt
(siehe Abbildung 40d, 42d, 43c).

Durch dieses Ein- bzw. Ausstulpen der apikalen Haken vollfihrt dantAor mit den
spitzen Haken effektive Schneide- bzw. Sdgebewegungen, die wahrendyssisner

ten Existenz fir den Acanthor von grof3ter Bedeutung sind. Der Acantheit Isath
durch diese Bewegungen der apikalen Haken zuné&chst aus den beiden inneren Eihtllen
Es-E4 und arbeitet sich spater in die Leibeshohle seines Wirtstiereiehe Abbil-
dung 44). Gleichzeitig zu den Hakenbewegungen fuhrt der Acanthor Beweguitgen m
den caudalwarts gelegenen Koérperstacheln und seinem gesamten iHitigsledie

mit den Bewegungen des apikalen Acanthorpols antagonistisch intenag\&ibrend

die beiden Retraktormuskeln fir die Bewegung der apikalen Haken veraittwsirid
(siehe Abbildung 41c), sind die subepithelialen Langsmuskelstrdnge sowatik fir
Bewegung des hinteren Koérperabschnittes des Acanthors als auch Alvspasizen

bzw. Anlegen der Korperstacheln verantwortlich. Kommt es zu &aetraktion der
subepithelialen Muskulatur wird der gesamte Hinterleib des Aoasin Falten gelegt
(siehe Abbildung 40c, 41a, 43a-c). Aulderdem flihrt eine Kontraktion der swepit

len Muskulatur zum Abspreizen der zahlreichen Kérperstachelme(gibbildung 41a,

c, 43d, 45c-d).
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Abbildung 41 Lichtmikroskopische Aufnahmen von der Bewegungsgjiit der apikalen Haken von
M. hirudinaceus
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Legende zu Abbildung 41 a)Die Haken des Acanthors sind vollstandig ausgestibs Hinterende
des Acanthors ist kontrahielt) Der Acanthor hat begonnen die apikalen Haken zagmieren, wobei
er gleichzeitig seinen apikalen Durchmesser veering) Der Acanthor hat die Haken bereits zum
groRten Teil invaginiertd) Der Acanthor vorM. hirudinaceushat die apikalen Haken fast vollstéandig
invaginiert.A: apikal,Ac: Acanthor,C: caudal CS: zentrales Syncytium mit zentraler Kernmasse,

H: apikale Haken des Acanthot6$s: Korperstacheln

a)

Iguml C

Abbildung 42 Lichtmikroskopische Aufnahmen geschlupfter AcangmovonM. hirudinaceus

a) Die Haken des Acanthors sind vollstéandig ausgpstii) Die Oberflache des kontrahierten Hinter-
leibes des Acanthors wirft zahlreiche FalteyDer caudale Acanthorpol ist nach beiden Seitexilftg
beweglich A: apikal,C: caudal,CS:zentrales Syncytium mit zentraler Kernmass$eHaken,

KF: Korperfalten KS: KorperstachelR: Retraktormuskel
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Abbildung 43 Lichtmikroskopische Bewegungsstudie des AcanthorsiW. moniliformis

a) Jeder Bewegungszyklus beginnt mit einer riickwarispteten Bewegung des caudalen Pols.

b) Durch Kontraktion der Retraktormuskulatur verkidet Acanthor seine Korperlangg.Der Durch-
messer des apikalen Acanthorpols ist verringhrElektronenmikroskopische Detailaufnahme eines

abgespreizten Korperstacheds.apikal, Ac: Acanthor,C: caudalH: apikaler HakenKF: Kdrperfalte,
KS: Kdrperstachell: Lipid
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Abbildung 44 Der Acanthor vonM. moniliformis zerstort mit seinen apikalen Haken die beiden
innersten Eihillena) Detailaufnahme eines einzelnen, apikalen Hakienklaken, der dabei ist die

Eihulle &3 mechanisch zu beschadigés: drittaul3erste Eihllleyl: Haken,P: Plasmamembran,
R: RetraktormuskulatuiSK: Sekretvesikel
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Abbildung 45 Rasterelektronenmikroskopische Bewegungsstudiddasthors vorM. moniliformis

a) Der Acanthor, dessen Hinterleib stark kontrahigrthat die apikalen Haken ausgestilpt und nach
hinten umgeklapptb) Die apikalen Haken sind abgespreizt, der Acantieginnt sich zu strecken.

c) Der Acanthor beginnt die Haken zu invaginierdphDie apikalen Haken sind beinahe vollstandig
invaginiert, wobei der Hinterleib zu grol3en Teilpgstreckt istA: apikal,C: caudalH: apikale Haken
des AcanthorF: Korperfalten KS: Kdrperstacheln
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Abbildung 46 Lichtmikroskopische Aufnahmen des geschlupften Avars vonP. ambiguus.

a) Der Acanthor kann seine Gestalt aktiv verandeymer Acanthor weist eine ovale Gestalt auf.
c) Die subepitheliale Muskulatur auf der linken Seliigs Acanthors ist kontrahiert.

d) Aufgrund der Kontraktion der Retraktormuskeln ist &interleib des Acanthors von

P. ambiguuwerdickt.A: apikal,C: caudalH: apikale Haken des Acanthors
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Durch das antagonistische Zusammenspiel der Retraktormuskulatur usubédpithe-
lialen Muskulatur kommt es zu einer Verdnderung der gesamten Kdrpeder
geschlipften Parasitenlarve (siehe Abbildung 41, 43, 45, 46).

Da sich die stereotypen Bewegungszyklen der Acanthorenvivamoniliformis, M.
hirudinaceus und P. ambigukaum unterscheiden, wird der BewegungszyklusMon
hirudinaceusbeispielhaft naher erlautert.

Der gesamte Bewegungszyklus vigh hirudinaceusdauert bei 20 °C ungefahr 9-12
Sekunden, d.h., der Acanthor fuhrt durchschnittich sechs Bewegungszyklen pro
Minute durch. Jeder Zyklus beginnt durch Entspannung der subepithelialen Langsmus
kulatur mit einer rickwartsgerichteten Bewegung des caudalenhfrpots, wodurch

die abgespreizten Koérperstacheln tiefer in das Darmwandgewelmndgsechenden
Zwischenwirtes hineingepresst werden. Dadurch wandert auch dese&yncytium

im Acanthor nach hinten. Noch wéahrend sich das Hinterende des Acanthdorsckiiss
beginnt die Parasitenlarve durch Kontraktion der beiden zentral angemndRetrak-
tormuskeln die spitzen Haken des apikalen Pols zu invaginieren fsibiidung 42c,

43a). Circa eine Sekunde spéter sind die Retraktormuskeln vollstérdrghiert und
somit die apikalen Haken komplett in das Vorderende des Acanthorstgipgésiehe
Abbildung 41d, 43c). Eine weitere Sekunde spater beginnt der Acanthor dexeror
Haken wieder auszustilpen, d.h., es kommt zu einer Entspannung der Retraktormusku-
latur. Dies flhrt dazu, dass das zentrale Syncytium des Acantlawglie zentrale
Kernmasse enthalt, im Acanthor nach vorne rutscht. Gleichzeitigemt Ausfahren

der apikalen Haken vollfiihrt der Acanthor eine Vorwéartsbewegung, wodieicapi-

kale Pol des Acanthors gegen das Darmwandgewebe seines Watgeeréft wird.

Sind die apikalen Haken vollstéandig ausgefahren, wird der caudale PAtaethors
durch Kontraktion der subepithelialen Muskulatur nachgezogen (siehe Abbildung 41a
42a-b).

Im Darmlumen seines Wirtstieres stofRen die Acanthoren unapléssi apikalen
Haken ein und wieder aus, d.h., die Acanthoren vollfiihren mit ihrer apikal\eB
rung bzw. ihrem gesamten Korper stereotype Bewegungszyklen. Duremalalés-
sige, stereotype Wiederholen eines derartigen Bewegungsablaufes arbeitewsidh s
die Acanthoren voM. moniliformis, M. hirudinaceuals auch vorP. ambiguusn das
Hamocoel eines entsprechenden Wirtstieres vor.

Bei diesem Bewegungsverhalten der Acanthoren handelt es sich unodeetiback-
System”, d.h., die Parasiten besitzen keinerlei Sensoren, mit dendre Darmwand
ihres Wirtstieres detektieren kénnten. StoRen die Acanthoren imlraen zufallig
auf einen Widerstand, fuhren sie weiterhin vollig identische Beweguykigs durch.
Durch diesen permanenten Einsatz der spitzen, massiven Hakegt geliden Acan-
thoren im Lauf der Zeit diesen Widerstand lokal zu brechen. Eere#\canthoren erst
einmal gelungen eine kleine Offnung in das Widerstand leist&ijekt zu reilRen,
erweitern sie diese Offnung solange bis es ihnen gelingt hindurchzhumieDeshalb
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penetrieren die Acanthoren, solange sie leben, alles Hartarmlidmen ihrer Wirts-
tiere, selbst die leeren Eihtllen bereits geschlipfter Acagh@iehe Abbildung 47a-

Abbildung 47 Verschiedene Acanthoren v hirudinaceusbei dem Versuch leere Eihiller Eu
penetrierena) Acanthor, der die apikalen Haken gerade invagiriat.b) Acanthor, der die Haken
vollstandig evaginiert hat) Acanthor, der die Eihille Emit seinen Haken bearbeitet.

A: apikal,Ac: Acanthor,C: caudal E,: zweitaul3erste Eihill¢: apikale Haken des Acanthors

3.7.1 Der Schlupfablauf von Archi- und Eoacanthocephalen im Vergleh

Wahrend des Schlipfvorganges befreien sich die Acanthoren aller Acatthlecer-
ten im Magen-Darm-Trakt eines entsprechenden Zwischenwirtedeaugerbliebenen
Eihdllen B-E,.

Nachdem die Larven vol. moniliformis M. hirudinaceusund P. ambiguusaktiviert
worden sind, beginnen die Acanthoren dieser Parasitenarten noctkantiguierlich
stereotype Bewegungszyklen durchzuflhren. Diese Bewegungszyklen umfasgsn bere
alle Elemente, die auch spater beim Umherwandern im Darmvadesh&nwirtes bzw.

bei dessen Darmwandpenetration zum Einsatz kommen.

Aufgrund der kompakten Lagerung der Acanthoren in den Acanthocephaleneiern kon-
nen sich die Acanthoren in diesen jedoch nicht ganz ausstrecken (sielduAyliBa,

49c, 49f, 53a). Deshalb gelingt es den Acanthoren aller untersuchten Acanthocephalen-
arten im Lauf der Zeit durch standiges Kontrahieren und Elongierea desamten
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Parasitenkorpers im Zusammenspiel mit einem gleichzeitigeneBgzibzw. Ausfah-
ren der zahlreichen apikalen Haken die beiden inneren EihlleB,jHokal zu zersto-
ren. AnschlieRend kriechen die Acanthoren durch diese selbsterzedfyteng®n in

den Eihtllen ins Freie bzw. in das Darmlumen ihres Wirtekds#dbildung 49f, 50b-
e, 51d).

Da die Eier der Archiacanthocephalenarten im Gegensatz zu ddiz\EoPalaeacan-
thocephalen einen “Schlupfpunkt” besitzen (siehe Abbildung 49a-b, 50), konnten
Unterschiede im Ablauf des Schllipfprozesses festgestellt werden.

Sind die infektibsen Archiacanthocephaleneier in den Magen-Darm-dirsdd geeig-
neten Zwischenwirtes der entsprechenden Acanthocephalenart gelangt, loeginnt
Eihldlle E, aufzuquellen und im Lauf der Zeit 6ffnet sich der “Schllipfpunkt” der
Eihllle E (siehe Abbildung 48a-e, 51a). Bei den beiden Archiacanthocephhlen
moniliformis bzw. M. hirudinaceusschltipfen die Acanthoren, die die EihullegB,
bereits im Eiinneren mit ihren apikalen Haken zerstdrt haberifraie” Acanthoren
durch den Schlupfpunkt der aufgequollenen EihujlenEdas Darmlumen des entspre-
chenden Wirtstieres (siehe Abbildung 50a-d). Zurtick bleibt die leerel€&ifsikhe
Abbildung 49f, 51d). Es ist aber auch mdglich, dass die Acanthoren diesghdoa:
phalenarten zufallig aus dem aufgequollenen “Schlupfpunkt” der Eiggltetschen,
wenn die Acanthoren noch vollstandig von den beiden EihtlleanB E, umgeben
sind (siehe Abbildung 48, 49). AulRerhalb der EihGiBebEfreien sich die Parasitenlar-
ven dann von den restlichen Eihllleg-l,;, die sie noch umgeben (siehe Abbildung
47, 48e-f, 49e, 50, 51c). Zuriick bleibt die leere EihtjdEw. E,;, die ein kreisrundes
Loch aufweist (siehe Abbildung 50f). Es kann aber auch passieren,idassdden
Eihdllen &-E4 umgebenen Acanthoren der Archiacanthocephédlemoniliformisund

M. hirudinaceusnur ein Stuck weit aus dem “Schlupfpunkt” herausrutschen und sich
dann nacheinander aus diesen Eihtllgb®wv. E, befreien (siehe Abbildung 50e, 51b).

Im Gegensatz zu den Acanthoren der Archiacanthocephalen besit#gardies Eoa-
canthocephale. ambiguuskeinen “Schllpfpunkt’, so dass die Eihille #on P.
ambiguusnicht im Magen-Darm-Trakt eines Zwischenwirtes aufquslelie Abbil-
dung 52a-b). Zudem ist die Eihllle, Hes Eoacanthocephal® ambiguusdeutlich
diinner als die aufRerst massive EihliledEr Archiacanthocephalévl. moniliformis
und M. hirudinaceus Noch wahrend die aktivierten Acanthoren \Rxnambiguuss/on
der vollstéandig geschlossenen Eihtlleuingeben sind, zerstdren die aktivierten Acan-
thoren mit Hilfe ihrer spitzen, apikalen Haken die EihtllenbEw. E, (siehe Abbil-
dung 52c). Die Eihtlle £von P. ambiguusst zu diesem Zeitpunkt vermutlich durch
die Einwirkung der Mundwerkzeuge des Zwischenwirtes bereits lekaltrt worden
(siehe Abbildung 52b). Aufgrund der Sprodigkeit der Eihiljezieht sich von dieser
Stelle ein Sprung Uber die gesamte Lange bzw. Breite des Acapitiabeaeis, d.h., bei
dem Eoacanthocephal® ambiguusersetzt die Einwirkung der Mundwerkzeuge von
G. tigrinusdie Ausbildung eines “Schlupfpunktes”.
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Die Eihulle B; bricht aufgrund dieser mechanischen Einwirkung auseinander, wobei
sie in ihrer Mitte stets von der EihulleZzusammengehalten wird. Der Acanthor von
P. ambiguuskann somit nicht zuféllig, noch vollstandig von den EihullepEz
umschlossen, aus der Eihtillg Binausfallen (siehe Abbildung 53b-c).

Die Acanthoren vorP. ambiguusentweichen somit stets als “freie” Larven aus der
Eihille B, da siedie Eihlllen &B-E, moglicherweise durch eine Kombination von
mechanischen und enzymatischen Prozessen lokal zerstdren (siehe Abbildung 53c).
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Abbildung 48 Der Schlipfprozess des Acanthors Winhirudinaceusa) Verschiedene Stadien im
Schlipfprozess des Acanthors Mdn hirudinaceusb) Geschlupfte Acanthoren vavi. hirudinaceus
und Acanthocephaleneier verschiedenen ReifungsgradeAcanthor,E,: zweitaul3erste Eihdille,

Ej: drittaul3erste Eihllleil: Haken,R: reifes Acanthocephalendi; unreifes Acanthocephalenei
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Abbildung 49 Lichtmikroskopische Aufnahmen des SchlupfprozessesAcanthoren des Archiacan-
thocephalem. hirudinaceusa) Der Schlupfpunkt der Eihlllejist fast noch vollsténdig geschlossen.
b) Die Eihulle B beginnt aufzuquellerc) Der Schlipfpunkt 6ffnet sich im Lauf der Zeit immmeehr.

d) Der Acanthor rutscht zusammen mi-E, aus dem Schliipfpunkt vom,Ee) Der Acanthor hat,
umschlossen von den Eihiillen-E,4, die Eihllle B fast vollstandig verlassef). Aul3erhalb von E
schliipft der Acanthor aus den Eihillegr,. A: apikal,C: caudal E,: zweitau3erste Eihulle,

Es: drittaul3erste EihllleE,: innerste Eihille
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a) Infektitses Ei.
b) Der Schlupfpunkt de:
Eis ist noch geschlossen.
c) Der Schlupfpunkt quillt
auf.

d) Ez rutscht aus den
Schlupfpunkt.

e) E3.

f) Leere Eihllle B.

. B E»: zweitauBerste Eihdlle
Es: drittaul3erste Eihtlle,
S: Schlipfpunkt

Abbildung 50 Aufnahmen des Schlupfprozesses von AcanthorerMdrirudinaceus
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Abbildung 51 Lichtmikroskopischer Blick auf schlipfende Acantaiodes Archiacanthocephalen
M. hirudinaceusa) Der Acanthor beginnt seine Eihulle zu verlasdégrder Acanthor hat sich bereits
aus den Eihllen £E, befreit.c) Der Acanthor schlipft als freie Larve aus der Hén@, heraus.

d) Acanthor beim Verlassen von.Ee) Schliupfender Acanthor, der gerade die EihUfev&rlasst.

f) Leere Eihulle & mit gedffnetem Schltipfpunk@c: Acanthor,CS:zentrales Syncytium,

E,: zweitduRerste Eihillds: drittaul3erste Eihdlleil: Haken,S: Schltpfpunkt
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Abbildung 52 Der Schlupfprozess des Archiacanthocephifermoniliformis a) Leere Eihille &
von M. moniliformis,deren Schlupfpunkt geoffnet idt) Acanthor, der dabei ist die EihlllgE, zu
zerstorenc) Acanthor, der dabei ist die zerstorte EihlljezE verlasserd) Rasterelektronenmikrosko-
pischer Blick auf ein leeres Ei vavl. moniliformis Der Acanthor hat die Eihiillesbereits durch ein
kreisrundes Loch verlassehc: Acanthor,E,: zweitaul3erste Eihlll&s: drittaul3erste Eihllle,

E,: innerste EihillleH: Haken,S: Schlupfpunkt der Eihille £
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Mdoglicherweise unterstitzen die Acanthoren verschiedener Acanthocepteiena
beim Schlipfen die mechanischen Penetrationsprozesse ihrer Hakétbnpeadsta-
cheln durch die Ausscheidung von proteolytischen Enzymen, wie z.B. Cathdfrain
teinase oder Chitinase (siehe 3.8). So konnte aktivierten AcanthorenMvon
hirudinaceusder Besitz von Cathepsin L Proteinase zweifelsfrei nachgeweselen.

Die aktivierten Acanthoren voll. hirudinaceusweisen dabei interessanterweise eine
deutlich héhere Konzentration an Cathepsin L Proteinase autatsadliiven Acantho-
ren oder die Adulti (siehe 3.8).
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Abbildung 53 Aufnahmen des Schlipfprozesses von Acanthoren desaBthocephaleR. ambi-
guus.a) Lichtmikroskopische Aufnahme eines aktivierten Attamen vonP. ambiguusder noch voll-
standig von der Eihille Fumgeben istb) Rasterelektronenmikroskopischer Blick auf Eiemehe
Eihille E, durch mechanische Bearbeitung lokal zerstorcjsEin aktivierter Acanthor ist dabei die

Eihulle B3 mit seinen apikalen Haken zu zerstorgo. Acanthor,E,: zweitaulerste Eihille,
Es: drittauf3erste Eihulleyl: Haken
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3.8 Ausstattung des ArchiacanthocephaleM. hirudinaceus mit
Cathepsin L Proteinase

Die Cathepsin L Proteinase wurde mit Antikbrpern detektiert, die gegen die
Cathepsin L Proteinase aus der Maus richten. Da diese Antildirpleran die Cathep-

sin L Proteinase des Archiacanthocephderhirudinaceusbinden, muss die Cathep-

sin L Proteinase voM. hirudinaceusin weiten Bereichen eine hohe Struktur- und
Sequenzhomologie mit der Cathepsin L Proteinase der Maus aufweisen. Hinzy kommt
dass auch in den Kontrollansatzen (Rinderleber) immer Cathepsotdirfase nachge-
wiesen werden konnte (siehe Abbildung 54, 55).

Insgesamt konnte die Cathepsin L Proteinase in verschiedenen Entwiskduaings

von M. hirudinaceusfestgestellt werden. Es zeigte sich, dass sowohl die Acanthoren
(siehe Abbildung 54) als auch die Adulti (siehe Abbildung 55) Morhirudinaceus
unterschiedlich hohe Konzentrationen dieses proteolytischen Enzyitebgsiehe
Tabelle 4, 5). Die unterschiedlichen Konzentrationsangaben an Gathepoteinase

der entsprechenden Entwicklungsstadien wurden durch einen Vergleich desrdensi
trischen Auswertung des Schwarzungsgrades der jeweiligen CatHepBanden
erzielt (siehe 2.10.8).

Es konnte erstmals nachgewiesen werden, dass die unaktiviertathédtea in den
infektibsen Acanthocephaleneiern Mdn hirudinaceusm Vergleich zu den aktivierten
Acanthoren vonM. hirudinaceuseine um 91 Prozent geringere Konzentration an
Cathepsin L Proteinase aufweisen (siehe Abbildung 54).

Bei den inaktiven Acanthoren vdyl. hirudinaceuswurde daflir eine Konzentration
von inaktivem Pro-Cathepsin L von durchschnittlich 87 Prozent dese@sh L-
Gehaltes der aktivierten Acanthoren vgn hirudinaceusfestgestellt (siehe Tabelle
4). Bei den Probenextrakten der infektibsen Eier Morhirudinaceuskonnten somit
deutliche Banden im Bereich von 37 kDa beobachtet werden, die bei a@nRiter
aktivierten Acanthoren kaum mehr detektiert werden konnten (siehe Abbildung 54)
Die Konzentration an Pro-Cathepsin L Proteinase der aktiviert@amtAoren betrug
nur 2 Prozent der Pro-Cathepsin L Proteinase-Konzentration der ued&hvAcan-
thoren (siehe Tabelle 4). Diese Beobachtung lasst sich daktitem, dass die
Cathepsin L Proteinase in den Acanthocephaleneiern in der Foes sthwereren,
inaktiven Proenzymes vorliegt, das durch Proteolyse gespalten und leictieere,
aktive Cathepsin L Proteinase umgewandelt wirshi{® & GOTTESMANN, 1989),
sobald der Acanthor aufgrund von entsprechenden Schlisselreizen zum Scsiidpfe
muliert wurde. Diese inaktive Pro-Cathepsin L-Form des Enzynist Wwei dem Tre-
matodenr. hepaticaein Molekulargewicht von 39 kDa auf ¢vD et al., 1994).

Die detektierte Cathepsin L Proteinase wbnhirudinaceusbesitzt im Gegensatz zur
inaktiven Pro-Cathepsin L-Form ein Molekulargewicht von 26 kDa (sfddt@ldung
54, 55), das mit dem Molekulargewicht bisher untersuchter Cathepsintéirfasen
verschiedener anderer Tierarten UbereinstimoggBHet al., 1988).
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Kontrolle nfektitse Ei aktivierte Acanthoren
(Rinderleber) Infextiose Eier (schlipfend + geschlipft)

Abbildung 54 Die enzymatische Ausstattung des AcanthorsMohirudinaceusnit der
proteolytischen Cathepsin L Proteinase

Tabelle 4: Prozentuale Konzentration von Cathepsin L Proteimasv. Pro-Cathepsin L Proteinase
in aktivierten und unaktivierten Acanthoren destacanthocephaleM. hirudinaceus

Konzentration in Prozent an

M. hirudinaceus _ _ Pro-Cathepsin L
Cathepsin L Proteinase .
Proteinase
aktivierter Acanthor (schlupfend + 100 2
geschlupft)
unaktivierter Acanthor 9 87

Zu beachten:Bei der Auswertung wurde die Cathepsin L Proteridsnzentration der aktivierten
Acanthoren als 100 Prozent angenommen.
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Abbildung 55 Die enzymatische Ausstattung der adulten Parad#srArchiacanthocephalen
M. hirudinaceusmit der proteolytischen Cathepsin L Proteinase

Tabelle 5: Prozentuale Konzentration von Cathepsin L Proteitesv. Pro-Cathepsin L Proteinase
in verschiedenen Kérperabschnitten des adultenidcahthocephalell. hirudinaceus

Konzentration in Prozent an

M. hirudinaceus . . Pro-Cathepsin L
Cathepsin L Proteinase .
Proteinase
Proboscis 100 0
Medialer Kérperabschnitt 34 0
Caudaler Korperabschnitt 16 0

Zu beachten:Bei der Auswertung wurde die Cathepsin L Protaridenzentration der Proboscis als 100
Prozent angenommen. Diese Cathepsin L Proteinasgdftration entspricht 61 Prozent der Cathepsin L
Proteinase-Konzentration der aktivierten Acanthoren
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Sowohl bei den mannlichen als auch bei den weiblichen adulten WivoweM. hiru-
dinaceuskonnte die grof3te Konzentration von Cathepsin L Proteinase in den Pro-
boscis-Proben detektiert werden (siehe Abbildung 55). Die untersuPhtden des
medialen bzw. caudalen Kdrperabschnittes der adulten Acanthocephtiéandiaen
durchschnittlichen Gehalt an Cathepsin L Proteinase von 34 bzw. l6nPuaee
Cathepsin L-Gehaltes der Proboscis-Proben (siehe TabelleieSXobzentration des
Cathepsin L-Gehaltes der Proboscis-Proben wiederum entsprach éhtRtez Kon-
zentration des Cathepsin L-Gehaltes der aktivierten Acanthorendehmaximale
Konzentration an Cathepsin L Proteinase in den AdultiMohirudinaceusentspricht
nur 39 Prozent der Cathepsin L-Konzentration der aktivierten Acanth@iehe
Tabelle 4, 5).

Aufgrund dieser biochemischen Untersuchungsergebnisse liegt die Verrmatheg
dass der aktivierte Acanthor vivh hirudinaceusm Darm seiner Wirststiere die prote-
olytische Cathepsin L Proteinase sezerniert und dadurch chemisamedmanische
Destruktion der Darmwand der Zwischenwirte, z.B. des in diesertAgkgerimentell
verwendeten Kongo-Rosenkaférsmarginataunterstitzt (siehe Abbildung 54).

Die Cathepsin L Proteinase wird aufgrund dieser ErgebnissBealstrationsenzym
betrachtet, das die Darmwandpassage des Acanthors effektiv enzymatisstiitzter

3.9 Experimentelle Laborhaltung

3.9.1 Infektionsversuche mit Zwischenwirten von verschiedenen
Acanthocephalenarten

Die Infektionsversuche mit den AcanthocephalendteambiguusE. gadi E. truttae

P. botulusundP. laevisdienten nicht der Ermittlung der Parasitierungsrate von Zwi-
schenwirten, sondern der ultrastrukturellen Untersuchung von geschlipéethéien

im Darmlumen bzw. in der Darmwand des entsprechenden Zwischenviidgsisalb
wurden die infizierten Amphi- und Isopoden, lange bevor die Entwicklung voma-Cyst
canthen stattfinden konnte, getotet.

Leider konnten bei der Untersuchung von Semi- bzw. Ultradliinnschnitten dae Dar
der entsprechenden Amphipoden- und Isopodenarten im Licht- bzw. Elektroneamikros
kop nur einige geschlupfte Acanthoren bzw. Reste der Eihille desrtoaosphalen

P. ambiguusm Darm vonG. tigrinusaufgespirt werden (siehe 3.3 und 3.10).

Es wurde kein einziger Acanthor entdeckt, der gerade die Darmwarmatdesechen-
den Zwischenwirtes penetrierte.
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3.9.2 Parasitierungsrate vorP. americana mit dem Acanthocephalen
M. moniliformis

Wahrend der Infektionsphase konnte bei den eingesetzten 100 Versuchsbieien
americanaein deutlich unterschiedliches Fral3verhalten beobachtet werden. Bie mei
ten der isolierten Schaben frafen die angebotene, aber mit infekéiGaathocepha-
leneiern kontaminierte Nahrung vollstandig bzw. beinahe vollstandig &dge Oiere
wurden in der Gruppe déVWiel-Fresser”, die 72 Tiere umfasste, zusammengefasst.
Eine deutlich kleinere Anzahl von Tieren fral3 dagegen die angeboténengaur zu
kleinen Teilen auf. Diese Tiere wurden in die Gruppe ‘Yenig-Fresser’, die

28 Tiere umfasste, eingeteilt.

Insgesamt waren 89 % aller eingesetzten Schaben mindestens miitfiglchmonilifor-
misinfiziert. Bei den als Zwischenwirt des Archiacanthoceph®emoniliformisein-
gesetzten Schaben war eine unterschiedlich starke Infektiomsitalté moniliformis
zu beobachten.

Die grol3ere Gruppe déviel-Fresser” wies eine durchschnittliche Parasitierungsrate
von 11 Cystacanthen pro Schabe auf, wahrend die Schaben der kleineren deruppe
“Wenig-Fresser” mit 3 Cystacanthen pro Schabe deutlich schwacher infiziert war
(siehe Tabelle 6). Die Gruppe der “Wenig-Fresser” besgpt @he durchschnittliche
Infektionsrate, die nur 29 Prozent der durchschnittlichen Infektionsratérdppe der
“Viel-Fresser” entspricht.

Tabelle 6: Daten zur experimentellen Infektionsintensitat Yoramericananit M. moniliformis.

Infektionsintensitéat

Infektionsintensitéat

der Gruppe der Gruppe
“Viel-Fresser” “Wenig-Fresser”
n (P. americana) 72 28
Xmax 23 11
Xmin 0 0
Standardabweichung sd 5 2
Mittelwert X 11 3

3.9.3 Parasitierungsrate vorR. norvegicus mit dem Acanthocephalen
M. moniliformis

Die 20 adulten Ratten waren zu 100 % mit dem Acanthocephalemoniliformisinfi-
Ziert.

Obwohl jeder Ratte 20 infektiose Cystacanthen oral zusammeGloubse-Losung
appliziert wurde, schwankte die Befallsintensitat der Rattérdem Acanthocephalen
M. moniliformis zwischen mindestens 3 und maximal 14 Parasiten pro Ratte (siehe
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Tabelle 7). D.h., 15 Prozent bis maximal 80 Prozent der 20 Cystacadihenon den
einzelnen Ratten oral aufgenommen wurden, entwickelten sich im @e8 Versuchs-
tieres weiter zum adulten Parasiten.

Die mittlere Befallsintensitat der Ratten mit dem eintgsea Acanthocephalen lag bei
8 Parasiten pro Ratte (siehe Tabelle 7). Durchschnittlichiekdlten sich in jedem
Versuchstier 41 Prozent der verflitterten Cystacanthen weiter zumradiiten (siehe
Abbildung 12).

Tabelle 7: Daten zur Befallsintensitat von experimentell irdizten Ratten miM. moniliformis.

Infektionsintensitét
von R. norvegicus mit
M. moniliformis (n)

Infektionsintensitét
von R. norvegicus mit
M. moniliformis (%)

n (R. norvegicus ) 20 -
Xmax 14 80

Xmin 3 15
Standardabweichung sd 4 18
Mittelwert X 8 41

Abbildung 56 Geoffneter Darm einer Ratte, die experimentellaeiin Acanthocephalen
M. moniliformisinfiziert worden istA: adulte Exemplare voll. moniliformis

3.10 Die Gestalt und Morphologie der Acanthoren

Die Aufgabe des Acanthors besteht darin, dass er, nachdem er nochsaimedemen
Eihdllen umschlossen vom Zwischenwirt oral aufgenommen wurde, innenhgéb a
messener Zeit vom Darmlumen seines Wirtstieres in dessaodo@&l gelangt. Zwi-
schen Darmlumen und Hamocoel befindet sich die massive Darmwasd de
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Zwischenwirtes als Barriere, die der Acanthor in dem ihm arfiidung stehenden
Zeitraum Uberwinden muss. Zwischen Darmlumen und Hamocoel befintetlisic
massive Darmwand des Zwischenwirtes als Barriere, didckrthor in dem ihm zur
Verfligung stehenden Zeitraum Uberwinden mussL(MMs & JONES 1994).

Um diese Aufgabe erfolgreich erflillen zu kénnen, ist der Acanthorimeit Reihe von
unterschiedlichen morphologischen Kérper- und Funktionsmerkmalen ausgediattet
ihm sowohl eine aktive Bewegungsfahigkeit verleihen als auch eine ztgigea#enetr
der Darmwand eines geeigneten Wirtstieres ermdglichen.

3.10.1 Uberblick uiber den geschlipften Acanthor

Sobald die Acanthoren vad. moniliformis M. hirudinaceusund P. ambiguussich
vollstandig aus ihren Eihillen befreit haben, relaxieren sich die thcgem dieser
Parasitenarten und nehmen dadurch in Richtung ihrer LAngsachse deuBidifdarzu.
Die geschlupften Acanthoren vaw. moniliformis sind durchschnittlich 65 pm x
30 pum, vonM. hirudinaceu®90 pm x 50 pm und voR. ambiguus87um x 12 um grof3
(siehe Abbildung 57, 58, 59). Dies entspricht Beimoniliformis einem Verhéltnis
(Korperlange/Korperbreite) von 2.2, bdi hirudinaceusvon 1.8 und belP. ambiguus
von 3.2.

Im Vergleich dazu sind die ungeschliipften Acanthoren in den reifen Acapthaen-
eiern, die beM. moniliformis55-70 pm x 45-55 pum, béi. hirudinaceus80-100 pm x
50-60 um undP. ambiguust8 um x 18 um grof3 sind, aul3erst kompakt gelagert. Das
Verhéltnis (Eilange/Eibreite) der Acanthocephaleneier betrad¥lbeioniliformisl.2-

1.3, beiM. hirudinaceusl.6-1.7 und beP. ambiguug2.7. Dabei ist zu beachten, dass
sich die GroRenangabe bei den reifen Acanthocephaleneiern auf den Umifangede
ren Eihulle § bzw. E bezieht. Die Acanthoren weisen im Acanthocephalenei jedoch
einen viel geringeren Durchmesser als die EihtjldEv. E auf, da sie sich erst im
Inneren der innersten Eihtlle, Befinden. D.h., die geschlipften Acanthoren dieser
Parasitenarten sind in den Acanthocephaleneiern kompakt gelagert.

Die geschlupften Acanthoren der untersuchten AcanthocephaleMartaaniliformis

M. hirudinaceusundP. ambiguussind von langlich-ovaler bis spindelférmiger Gestalt
und weisen einen runden Querschnitt auf (siehe Abbildung 57, 58, 59, 61a-bgnd/ahr
der Durchmesser des Acanthors bei den beiden Archiacanthocephatemiliformis

und M. hirudinaceusam apikalen Pol am gréf3ten ist und caudalwarts kontinuierlich
abnimmt (siehe Abbildung 57, 58), weist der Acanthor von dem Eoacanthaaephal
ambiguusvom apikalen Pol bis zum caudalen Pol einen nahezu gleichmaRigen Durch-
messer auf (siehe Abbildung 59).

Aufféalligstes Merkmal der geschlupften Acanthoren sind die sebBayr, spitzen
Haken, mit denen der apikale Pol der Acanthoren bewehrt ist. Je ©aathAcepha-
lenart unterscheidet sich die Bewehrung der Acanthoren in der AnzaHhaden und
ihrer Anordnung (siehe 3.10.2, Abbildung 57, 58, 59). Diese massiven Haken sind
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sowohl bei den beiden Archiacanthoceph&emoniliformisbzw. M. hirudinaceusls

auch bei dem Eoacanthocephalerambiguusn vier Reihen angeordnet, die den api-
kalen Pol des entsprechenden Acanthors spiralig umgeben (siehde Palaeif

Seite 134). Die Haken der einzelnen Hakenreihen, die stets “in Retdw” “auf
Licke” ausgerichtet sind, kdbnnen von den Acanthoren der untersuchten Acanthocepha-
lenarten aktiv bewegt werden (siehe Abbildung 57a-c, 60b-c). Der Acatghordie
Haken entweder eng an seinen Korper anlegen (siehe Abbildung 57a, 58b, 68E ode
mehr oder weniger weit vom Koérper abspreizen (siehe Abbildung 57b-c, 58a, 59).
Hinzu kommt, dass der Acanthor durch Kontraktion bzw. Dehnung der beideal zent
gelegenen Retraktormuskeln in der Lage ist seinen apikalen Pol tdsangrof3en
Haken vollstandig zu invaginieren bzw. zu evaginieren. Mit Hilfe diegekalen
Haken bohren sich die Acanthoren der untersuchten Acanthocephalenartieh,\&ien!

ein moderner FralRkopf von Untertagemaschinen, durch die Darmwandritspree
chenden Zwischenwirte (Amphipoden, Isopoden, usw.).

Ein weiteres ins Auge stechendes Merkmal der untersuchten Acamtsietlen zahl-
reiche Stacheln (n > 100) dar, die bis auf den apikalen Pol tUber semtga Korper

der Acanthoren vom. moniliformis M. hirudinaceusund P. ambiguusverteilt sind
(siehe 3.10.3, Abbildung 57, 58, 59). Diese Korperstacheln sind deutlich kleiner und
weniger massiv als die apikalen Haken, denen sie zahlenmaRigibveeiégen sind.

Alle Korperstacheln vo. moniliformis M. hirudinaceusund P. ambiguuskénnen,

wie die apikalen Haken, von den entsprechenden Acanthoren aktiv bewegt werden.
D.h., die Acanthoren sind in der Lage die Kdrperstacheln entwedeneimga Korper
anzulegen oder sie weit von diesem abzuspreizen. Sowohl die Haleerclaldie Kor-
perstacheln der Acanthoren sind bereits im infektiosen Acanthoeaghabllstandig
ausgebildet (siehe 3.1, 3.2, 3.3, 3.4).

Die Bewegung der apikalen Haken bzw. der zahlreichen Korperstacirelnden
Acanthoren vorM. moniliformis,M. hirudinaceusund P. ambiguugdurch eine ausge-
pragte Muskulatur ermdglicht. Die Muskulatur der Acanthoren diesanthocepha-
lenarten besteht sowohl aus zwei zentral gelegenen Retrakkaisttdngen als auch
zehn bzw. zwdlf subepithelial gelegenen einzelnen Muskelstrangen fislildung
61c). Obwohl diese zwei unterschiedlichen Kompartimente des Muyskeins der
Acanthoren nicht miteinander in Verbindung stehen, interagieren siedugcst diese
Interaktion der beiden Muskulaturuntereinheiten wird die effektive Beng der
Haken, Stacheln und des gesamten Kérpers der Acanthoren bewirkt 3siobve u.
4.7.4.1). Wahrend der Vorderleib der Acanthoren in der Regel in- bzw. evagimagr
kann der Hinterleib der Acanthoren kontrahiert werden und weist dann zahltethe
Einfaltungen der Oberflache auf.

Durch Kontraktion der subepithelialen Muskulatur kommt es je nach @dewsphase

im mittleren bzw. caudalen Bereich der Acanthoren Mormoniliformis M. hirudi-
naceusund P. ambiguuszur Ausbildung von zahlreichen schmaleren oder breiteren
Korperfalten, die quer zur Langsachse der Acanthoren verlaufen fMibiidung 57,

58, 59, 3.10.5). Da dadurch die Korperoberflache der Acanthoren im caudajer-Kor
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bereich zahlreiche tiefe und relativ symmetrische Einfaltungenesstf stellen diese
Korperfalten neben den apikalen Haken bzw. den kleineren Korperstaahehaeak-

teristisches Merkmal der geschlipften Acanthoren aller untersuBbsnthocephalen-
arten dar. Hinzu kommt, dass eine derartige Bewegungsfahigkeit adefalen

Kdrperabschnittes der Acanthoren bisher nur von dem Acanthor des Eoaegphid

len P. ambiguudekannt ist (RITzE, 1998).

Eine ventrale oder dorsale Lagebeziehung von gefundenen Strukturen kananm Ac
thor nicht angegeben werden. Wie die Adulti der Acanthocephalen, siddaieho-

ren vonM. moniliformisund M. hirudinaceusbilateralsymmetrisch aufgebaut (siehe
Abbildung 57, 58, 69b, 104a). Im Gegensatz dazu sind die Acanthorel. \ambi-
guusradiarsymmetrisch aufgebaut (siehe Abbildung 59, 89, 90). Bei den Acanthoren
der untersuchten Acanthocephalenarten liel3en sich ultrastrukturedl Kemenzellen

oder sensorischen Organe nachweisen. Ebensowenig besitzt der Acarghdued-

bzw. After6ffnung, da er aufgrund seines hohen Glykogengehaltes wahrend seiner
gesamten Lebensphase keinerlei Nahrung zu sich nehmen muss (siehe Abbildung
100b-c).

Unter der gesamten Oberflache der untersuchten Acanthoren ventastfark verastel-
tes Kanalsystem (siehe 3.10.5). Dieses Kanalsystem vernetzhtiieichen Krypten,
die die Oberflache der Acanthoren durchbrechen, miteinander und bittletdaein

fusioniertes Kryptensystem aus (siehe Tabelle 12 auf Seite 167).aRi;en dieses
fusionierten Kryptensystems sind mit zahlreichen elektronendichemu@rbzw. Vesi-
keln angeflllt. Die Krypten des fusionierten Kryptensystems dieneBdgensatz zu
den Adulti der Acanthocephalen der Ausscheidung von SekretvesikelrGanula

und nicht der Aufnahme von Nahrstoffen.

Sowohl die Acanthoren voll. moniliformisals auch vorM. hirudinaceussowie von
P. ambiguussind aus drei verschiedenen Syncytien aufgebaut (siehe Abbildung 61b-c,
94, 95). Apikal liegt das Frontalsyncytium und medial das Zentralsymey#rontal-
und Zentralsyncytium werden von dem Epidermalsyncytium eingebettetuclasias
Epithel des Acanthors bildet. Deutlich kann die ausgebildete Gemsehen zwei
unterschiedlichen Syncytien erkannt werden (siehe Abbildung 94, 95a, Di@a).
Matrix aller drei Syncytien ist durchgéngig elektronenhell. Wahrend@edasalsyncy-
tium der untersuchten Acanthoren reich an kondensierten NucleigkNyelche die
zentrale Nucleusmasse verkdrpern (siehe Abbildung 94), enthajpidasneale Syncy-
tium grol3e Mengen an Glykogen (G), zahlreiche “Schleimvesikel’),(SNtochond-
rien (M), Lipidtrépfchen (L) und dekondensierte Nuclei (dN). Wahrendhdenthoren
von M. moniliformis M. hirudinaceusundP. ambiguushur 2-5 dekondensierte Nuclei,
die 2.6-4.1 um grof3 sind, besitzen, sind deutlich mehr kondensierte Nuclei (2&-40)
handen (siehe Tabelle 8). Die kondensierten Nuclei weiselGeiifie von 1.3-4.0 um
auf.

Die elektronenlichten, dekondensierten Nuclei stellen eine Diffezeung der konden-
sierten Nuclei des Zentralsyncytiums dar (siehe Abbildung 94, 95a, 97b, 9Bj&X®.
kondensierten Nuclei sind auR3erst polymorph und erscheinen durch Aufknaulung der
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enthaltenen DNA als elektronendicht. Im Gegensatz dazu besitzefekionenlich-
ten Nuclei immer einige periphere Chromatin- bzw. Heterochromaagammlungen.
Das nahe dem apikalen Pol des Acanthors gelegene Frontalsyncytidwaténoren
von M. moniliformis M. hirudinaceusund P. ambiguusenthalt sowohl sehr viele elek-
tronenlichte als auch elektronendichte Vesikel bzw. Granula (Siabelle 8 auf
Seite 107). Unter den Vesikeln befinden sich zahlreiche Sekret; (S&fjleim-" sowie
ovoide bzw. kugelige Dottervesikel (DV). Die elektronenlichten, relajrof3en
“Schleimvesikel” (SV) enthalten vermutlich Mucopolysaccharidee Biucopolysac-
charide durften als eine Art “Gleitmittel” wahrend der Dammgpassage von den
Acanthoren ausgeschieden werden, um eine besonders niedrige Reibung zwischen
Darmwand und Acanthoroberflache zu erzielen.

Tabelle 8:Kenndaten zu inneren Strukturen der geschlipfteankoren (alle Angaben in um).

M. moniliformis  [M. hirudinaceus  B. ambiguus
Anzahl kondensierter Nuclei (kN) 34 40 20
Durchmesser kondensierter Nucleus 1.3-3.0 22-40 15-25
Anzahl dekondensierter Nuclei (dN) 4 5 2
Durchmesser dekondensierter Nucleus 3.2-38 3.6-4.1 26-3.1
Durchmesser “Schleimvesikel” (SV) 0.1-4.0 04-23 0.3-1.2
Durchmesser intrasyncytiale 0.08-0.15 0.09-0.18 0.11-0.20
Verdichtung
Durchmesser Dottervesikel (DV) 05-25 0.3-0.8 08-24
Durchmesser Sekretvesikel (SK), der 0.064 - 0.98 0.050 - 0.088 0.024 - 0.026
sich im Lakunensystem des Acanthors
befindet
Durchmesser Sekretvesikel (SK), der 0.055-0.073 - 0.022 - 0.028
sich aul3erhalb des Acanthors tiber
Ausfuhrgangen des fusionierten Kryp-
tensystems befindet
Durchmesser Lipidtropfen (L) 0.2-0.3 0.1-0.18 05-1.7
Alle Angaben zu dem fusionierten Kryptensystem der Acanthoren sind in Tabelle 12 auf
Seite 167 zusammengestellt.
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Abbildung 57 Rasterelektronenmikroskopische Aufnahmen von gépfiein Acanthoren des Archia-
canthocephaleM. moniliformis,die unterschiedliche Hakenstellungen aufweisgriGeschlipfter
Acanthor, der die Haken an seinem Vorderende aggk#d.b) Geschliipfter Acanthor, der die Haken

an seinem Vorderende etwas abgespreizich&eschlipfter Acanthor, der die Haken an seinem Vor
derende vollstandig abgespreizt hat.

A: apikal,C: caudal H: Haken KF: Korperfalte KS: Kérperstachel
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Abbildung 58 Rasterelektronenmikroskopische Aufnahmen von gépétein Acanthoren des Archia-
canthocephaleM. hirudinaceusa) In-vitro-geschlipfter Acanthor, dessen apikaler Pol nadksli
zeigt.b) In-vitro geschlupfter Acanthor, dessen apikaler Pol nachisezeigt.

A: apikal,C: caudal H: Haken KF: Korperfalte KS: Kérperstachel
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Abbildung 59 Rasterelektronenmikroskopische Aufnahme von eiirenitro-geschlipften Acantho-
ren des Eoacanthocephanambiguus. Aapikal,C: caudal H: Haken KF: Korperfalte,
KS: Koérperstachel
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Abbildung 60 Graphische Darstellung eines charakteristischem#hoas vorP. ambiguus

a) Gesamter Acanthob) Detail des apikalen Pols des Acanthajdie apikalen Haken des Acanthors
sind abgespreizt) Detailzeichnung der Korperfalten im mittleren Konpereich.e) Detailzeichnung
des caudalen Acanthorpoks. apikal,C: caudal H: Haken,KF: Korperfalte KS: Kérperstachel
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Abbildung 61 Der Querschnitt geschliipfter Acanthoren ist nahegisrund.

a) Rasterelektronenmikroskopischer Blick auf den cird®ol eines Acanthors vav. hirudinaceus
b) Transmissionselektronenmikroskopischer Quersctuaiith einen Acanthor vad. moniliformis.
¢) Transmissionselektronenmikroskopischer QuerscHniith einen Acanthor vda. ambiguus

C: caudal,cS: zentrales SyncytiunD): Desmosom¢dN: dekondensierter Nucleugdy: Dottervesikel,
eS:epidermales SyncytiunkN: kondensierter Nucleu&F: Korperfalte KS: Koérperstachel,

L: Lipidtropfen,R: Retraktor-MuskelSG: SyncytiengrenzeSM: subepithelialer Muskelstrang
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3.10.2 Die apikalen Haken des Acanthors

Bereits das erste Larvalstadium der Acanthocephala besitAfoedlerende, das mit
mehreren Reihen von spiralig angeordneten Haken bestlckt ist (siedke Baauf
Seite 134). Diese grofRen Haken, die bei den AcanthoretMvanoniliformisund M.
hirudinaceus‘in Reihe” stehen und bei den Acanthoren Yorambiguus auf Licke”,
stellen das charakteristischste Merkmal aller Entwicklundsstader Acanthocephalen
dar. Sowohl die apikalen Haken als auch die kleineren Kdrperstachelnesim infek-
tiocsen Acanthocephalenei bereits vollstdndig ausgebildet (siehe AbbR0uag, 25a,
31c, 30, 36b, e, 44, 51b, 57d).

Im Gegensatz zu den adulten Tieren verwenden die Acanthore.vimmoniliformis

M. hirudinaceusundP. ambiguushre spitzen Haken aber nicht, um sich in der Darm-
wand ihrer Wirtstiere festzusetzen, sondern setzen sie zunachstuokatchanischen
Beschadigung bzw. Zerstorung der beiden inneren Eihtjdsy Esiehe Abbildung 44,
47, 48, 51, 96a) und anschlieRend der Darmwand ihres ZwischenwirtBshejrohne
ihre beweglichen Hakenreihen wéren die untersuchten Acanthoren wetlar liage
sich nach ihrer Aktivierung rasch genug aus ihren Eihillen zu befreiem kdooten
sie die massive Darmwand eines Zwischenwirtes aktiv tberwinden.

Die mechanische Arbeit, die die frontalen Haken leisten, wirdAd=mthoren durch

die funktionelle Kombination der apikalen Bewehrung mit dem ausgekdingelusku-
latursystem der Acanthoren ermoglicht. So sind die beiden zentraufesrden
Retraktormuskelstrange fur die Invagination bzw. Evagination des apikanthor-

pols verantwortlich. Der direkte Kontakt zwischen den beiden Retrakskelstran-
gen und den Haken der Acanthoren ist jedoch minimal. Einzig am apiRaleder
Acanthoren stehen die beiden “zentralen Hakenpaare” (siehe Abbit@yrtyta, 69)

der Archiacanthocephaléh. moniliformisundM. hirudinaceuszw. die 10 Haken der
vordersten Hakenreihe des EoacanthocepHalembiguusnit den Retraktormuskeln

in direktem Kontakt. Dort inserieren die beiden Retraktormuskelstrig@mgreTonofila-
mente am Acanthorepithel und somit an der apikalen Basis der b&eetralen
Hakenpaare” voM. moniliformisundM. hirudinaceuszw. der vordersten Hakenreihe
von P. ambiguugsiehe Abbildung 67, 73, 74, 78). Moglicherweise inserieren kleine
Teile der Retraktormuskulatur in der cytoplasmatischen Zone detréken Haken-
paare” (siehe Abbildung 74). Trotz dieser minimalen Muskelkontakteapialen
Haken bewirkt jede Kontraktion bzw. Dehnung der Retraktormuskulatur, dass die
frontalen Haken eine “Sage-" bzw. “Schneidbewegung” durchfiihren. Datirdest

sich die Position der apikalen Haken wéhrend die Acanthoren ihre rhythmischen, stere-
otypen Bewegungszyklen durchfiihren zwischen den Stellungen “vollstandig-invagi
niert” und “vollstandig evaginiert”, d.h., bei einer vollstandigen Kontraktomay
Retraktormuskulatur sind die apikalen Haken vollstandig invaginiert urelrieivoll-
standigen Relaxation der Retraktormuskulatur sind die Haken vollstandiqieviag
(siehe Abbildung 57, 62, 64a, 69). Die Acanthoren kénnen somit ihre apikalen Haken
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aktiv und aul3erst flexibel einsetzen. Sie sind aufgrund von cytoplashestiSaomun-
gen sogar in der Lage ihre Haken aufzurichten oder lateral umzuklégipbe Abbil-
dung 20, 62a-b, 63a, 64a-b, 65d).

Gleichzeitig andert sich auch die Richtung, in der die Hakenspitaganzele nach
Phase des Bewegungszyklusses kdnnen die Spitzen der einzelnen apikafeeritake
weder nach vorne zeigen (siehe Abbildung 62b, 64a) oder sie sind nach caisdalwar
umgeklappt (siehe Abbildung 64b, 65, 70, 72, 73, 75b, 77, 78, 79). AulRerdem sind die
Haken wahrend ihres Bewegungsablaufes entweder eng an den Korperaddsors
angelegt (siehe Abbildung 63b, 65b-c, 69b, 72b, 77b, 79a-b) oder mehr oder weniger
weit von ihrem Korper abgespreizt (siehe Abbildung 62a, 64b-c, 65a, 71d, 70b, 72a,
79c).

Bei den apikalen Haken der Acanthoren handelt es sich um m&sbikele, die in
ihrer GroRRe stark variieren (siehe Tabelle 9 auf Seite 134)oddiken Archiacanthoce-
phalenarteM. moniliformisundM. hirudinaceudesitzen zwei “zentrale Hakenpaare”
(siehe Abbildung 62, 64a, 69), die die gro3ten Haken dieser Parasitedandttgilen.
Alle Ubrigen Haken dieser Acanthocephalen sind deutlich kleiner &l dier riesigen
“zentralen Haken”. Der Acanthor des EoacanthocephHalembiguudesitzt dagegen
keine zentralen Hakenpaare, so dass die apikalen Haken diesehoteghalenart
keine derartig gro3en Differenzen in ihrer Gro3e aufweisen (siehdédabbi77). Im
Gegensatz zu den beiden Archiacanthocephalen nimmt die Ladnge déeraplliien
des Acanthors vo. ambiguuscaudalwarts jedoch deutlich zu (siehe Abbildung 77
und Tabelle 9 auf Seite 134). BRi ambiguussitzen somit die kleinsten Haken in der
vordersten Hakenreihe und die grof3ten Haken in der hintersten HakgsretiesAb-
bildung 59, 60, 77).

Die robusten Haken der untersuchten Acanthoren Mormmoniliformis M. hirudi-
naceusund P. ambiguusverden intrazellular durch Ausstilpung der apikalen Plasma-
membran und der sie unterlagernden intrasyncytialen Verdichtung ge(sldae
Abbildung 67, 68, 72a, 73, 74). Zur Stabilisierung der Haken bildet die die &lasm
membran unterlagernde intrasyncytiale Verdichtung an der Basis #enteme Art
“Widerlager” aus und wolbt sich mehr oder weniger weit in das Cytoalages ent-
sprechenden Acanthors hinein (siehe Abbildung 67, 68). Um die apikalen Haken
besonders widerstandsfahig zu machen, findet eine kappenférmige Sklenotslie-

ser spitzen Haken statt. Die Sklerotisierung der Haken ist am iapgkalen Pol am
starksten ausgepragt und nimmt in Richtung ihrer Basis bzw. nach irmab (siehe
Abbildung 67, 68, 72a, 73, 79c-e). Diese sklerotisierte Zone ist bei derhAoamtvon

M. moniliformis0.39-0.44 um, bei den Acanthoren Wdn hirudinaceud).13-0.32 um
und bei den Acanthoren vdh ambiguud0.39-0.59 um dick. An diese sklerotisierte
Zone der Haken schliel3t sich eine Zone an, die von ihrer Beschafféahiitrasyncy-
tialen Verdichtungszone entspricht. Die Basis dieser Haken isllbridrei untersuch-
ten Acanthocephalenarten durch einen kegelférmigen, cytoplasmahaltigdaeiech
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gepragt (siehe Abbildung 67, 68a, 72, 73, 74, 76, 78, 78b). Das Cytoplasma der Haken
steht Uber eine zentrale Offnung in der Hakenbasis mit dem Ubrigepl&rna der
Acanthoren in direktem Kontakt (siehe Abbildung 67, 68a, 73, 74, 78b).

Die den apikalen Pol der Acanthoren dominierenden Haken besitzen sowalanbei
Acanthoren vorM. moniliformis als auch den Acanthoren vih hirudinaceussowie

den Acanthoren voR. ambiguusine langlich-ovale Basis, mit der sie am Acanthore-
pithel ansetzen. Von ihrer Basis aus verlaufen die robusten Haken aller dréigdeant
phalenarten mehr oder weniger stark gekrimmt (siehe Abbildung 62a, 6365689,

70, 72b, 73, 75a, 77, 78, 79). Dadurch weisen die Haken eine sichelférmige bzw. enter-
hakenférmige aufRere Gestalt auf, wodurch die Spitze der Haken bparerty
Retraktormuskulatur stets caudalwérts zeigt. Um die Darmwand@wsshenwirtes
besonders effektiv zerstéren zu kénnen, verjlingen sich die apikalen Haken in Richtung
ihrer Spitze deutlich und laufen an ihrem massiven Ende &ul3grszgpDer Quer-
schnitt der Haken ist stets nahezu kreisrund (siehe Abbildung 76, 79b).

Sowohl in einigen apikalen Haken als auch einigen Korperstachelredamelektro-
nendichte Matrix (Lipid?) angereichert (siehe Abbildung 79b). Diegeti@uf einen
Kanal hin, der zentral durch die Haken bzw. Kérperstacheln verfai$&chlich ist die
gesamte Spitze der apikalen Haken jedoch bei allen untersuchten Aeammassiv
gebaut und weist keinerlei Kanal zur Ausscheidung von Enzymen, Sekrgtgbaw.
Schmierstoffen auf (siehe Abbildung 62b, 64c, 66, 71, 72b, 75b, 79b). Daflr sind Kryp-
ten des fusionierten Kryptensystems eindeutig in der eigentlichembiadis vorhan-

den (siehe Abbildung 67, 73a, 78, 79c). Auch in unmittelbarer Nahe der Hakanbia

die apikale Oberflache der Acanthoren \Mnmoniliformis M. hirudinaceusund P.
ambiguusdurch unzahlige Poren des fusionierten Kryptensystems durchbrochen (siehe
Abbildung 63b, 67, 68, 78 u. 3.10.5).

Die Acanthoren der beiden Archiacanthocephalen besitzen an ihreneapal
jeweils vier Reihen von kreisféormig angeordneten, massiven Hakenaulialeérts
ihre Grol3e deutlich verringern. D.h., die grof3ten Haken (“central B)atieser Acan-
thoren sitzen im Gegensatz zu den Haken des Acanthor®.vambiguudirekt am
apikalen Acanthorpol. Diese apikalen Haken sind zwischen 9.2 um undri3shg
(siehe Tabelle 9 auf Seite 134). Die 80-92 Haken der vier apikalen Hdleansitzen
bei den Acanthoren vad. moniliformisundM. hirudinaceusstets “in Reihe”.

Der Acanthor des Eoacanthocephakerambiguudesitzt in vier symmetrisch um den
apikalen Pol des Acanthoren angeordneten Reihen 76-80 “auf Licke” sitAakdn,

die fur die mechanische Zerstérung der Darmwand des Gamm&idigminusverant-
wortlich sind (siehe Abbildung 59, 60, 77 und Tabelle 9 auf Seite 134). rdent
Hakenpaare” sind bei dem Acanthor vBnambiguusnicht vorhanden (siehe Abbil-
dung 77). Dabei ist ein deutlicher Gré3enunterschied zwischen den Haken des-vorde
ten Reihe und den Haken der drei caudalwarts nachfolgenden Reihéeraueer. Die
vorderste Hakenreihe besteht aus 10 kleinen Haken, die durchsdhditlipm lang
und Uber weite Strecken 0.2 um breit sind. Die apikalen Haken dehnidteren Rei-

hen die sich in der Regel etwa 0.7-0.8 um Uber die Acanthoroberflache eysahe
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dagegen durchschnittlich 3.0 um lang und an ihrer Basis 0.5 um breiirddi@nteren
Hakenreihen besitzen normalerweise zwischen 21-24 Haken. Die Hakensailler
apikalen Haken des Acanthors véh ambiguusbesitzen einen durchschnittlichen
Durchmesser von 0.1 um (siehe Tabelle 9 auf Seite 134).

Abbildung 62 Rasterelektronenmikroskopische Aufsicht auf dasehbkwehrte Vorderende des
Acanthors vorM. moniliformismit unterschiedlichen Hakenstellunga) Vorderende des Acanthors
mit abgespreizten Hakeh) Vorderende des Acanthors mit eingezogenen Haken.

A: apikal,Eyy: aul3erer Teil der EihulleZH: Haken
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Abbildung 63 Rasterelektronenmikroskopische Aufsicht auf dasdiémende eines Acanthors von

M. moniliformis.a) Vorderende eines Acanthors viyh moniliformismit caudalwarts gerichteten,
angelegten Haket) Detailaufnahme einer Hakenbasis in der unmittelbatahe des apikalen Pols
eines Acanthors vol. moniliformis Deutlich sind die zahlreichen Krypten in Hakenadl erken-
nen.H: Haken KF: Kdrperfalte, KR: Krypte,KS: Kérperstachel
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Abbildung 64 Rasterelektronenmikroskopische Aufsicht auf dasdémende von geschlipften Acan-
thoren des Archiacanthocephaldnmoniliformis a) Acanthor mit vollstandig eingestilpten Haken.
b) Detailaufnahme von Haken und KérperstachejrAufsicht auf den Ubergangsbereich zwischen

Vorderende und Hinterleib, den sogenannten “Hatsblkt des AcanthordA: Apikal, H: Haken,
KR: Krypte, KS: Korperstachel
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Abbildung 65 Die Haken des Acanthors vadvi. moniliformisin rasterelektronenmikroskopischen
Aufsichten.a) Die Haken des Acanthors van. moniliformissind von beeindruckender Gréf3e und
kénnen aktiv bewegt werdelm) Hat der Acanthor die Haken angelegt, zeigen dieeHspitzen caudal-

wartsc) Detailaufnahme eines einzelnen AcanthorhaképBlick auf die kleinsten apikalen Haken.
H: Haken KR: Krypte
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Abbildung 66 Rasterelektronenmikroskopische DetailaufblickedieafHaken des Acanthors von
M. moniliformis.a) Aufblick auf einen einzelnen Haken von vorbg Seitlichen Aufblick auf einen

Einzelhakenc) Direkte Aufsicht auf die Spitze eines Acanthorhake) Aufsicht auf einen durchge-
brochenen HakemHS:abgebrochene Hakenspitt€¢, Haken,HS: Hakenspitze
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Abbildung 67 Transmissionselektronenmikroskopischer Langssclihitth den apikalen Pol des
Acanthors vorM. moniliformis A: apikal,C: caudal CY: cytoplasmatische Zone des basalen Hakenbe-
reichs,DV: Dottervesikel KR: Krypte, P: PlasmamembrasZ: sklerotisierte Zone der apikalen Haken
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Abbildung 68 Transmissionselektronenmikroskopischer Langsschoitth Haken bzw. Korpersta-
chel des Acanthors vavi. moniliformis a) Langsschnitt durch die Basis zweier apikaler Haken

b) Aufbau der Hakenbasis) Hakenlangsschnitt mit Muskulaturansady.Langsschnitt durch einen
einzelnen Haker: apikal,C: caudal CY: cytoplasmatische Zone des basalen Hakenbereichs,

H: Haken,KR: Krypte, M: MuskelansatzP: PlasmamembrargM: subepitheliale Muskulatur,

sZ: sklerotisierte Zone des apikalen Hake#ill: sklerotisierte Zone des basalen Haken,

TF: Tonofilamente als Anheftungsstrukturen
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Abbildung 69 Rasterelektronenmikroskopische Aufsicht auf derdgoen Korperbereich des
Acanthors vorM. hirudinaceusa) Seitlicher Blick auf den apikalen Pol eines gegpfien
Acanthorsb) Schrager Blick auf den apikalen Pol eines gesdétdiipAcanthors.

A: apikal,H: Haken KF: Korperfalte KS: Korperstachel
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Abbildung 70 Elektronenmikroskopische Detailaufnahmen der apikddaken des Acanthors von
M. hirudinaceusa) Rasterelektronenmikroskopischer Blick auf die gm@apikalen Haken.
b) Die vordersten Haken sind etwas abgesprizapikal,C: caudalH: Haken KS: Kérperstachel
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Abbildung 71 Rasterelektronenmikroskopische DetailaufnahmenSgéize der apikalen Haken des
Acanthors vorM. hirudinaceusa) Blick von hinten auf die Hakenspitze) Blick seitlich auf die
HakenspitzeA: apikal,C: caudalH: Haken HS: HakenspitzeKF: Kérperfalte, KR: Krypte
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Abbildung 72 Elektronenmikroskopische Detailaufnahmen einzelfsten des Acanthors von

M. hirudinaceusa) Transmissionselektronenmikroskopischer Langsstldoitch einen apikalen
Haken des Acanthors vavi. hirudinaceusb) Rasterelektronenmikroskopische Aufnahme der Haken-
spitze eines apikalen Hakers. apikal,C: caudal,CY: cytoplasmatische Zone des basalen Hakenbe-
reichs,H: Haken,P: PlasmamembrarsZ: sklerotisierte Zone der apikalen Haken
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Abbildung 73 Transmissionselektronenmikroskopischer Langssctuaitth Haken des Acanthors von
M. hirudinaceusa) Langsschnitt durch einen apikalen Haken des Acaiath) Ansatz der Retraktor-
muskulatur an einem zentralen Hakenpaar des Acenthoapikal,C: caudal DV: Dottervesikel,

KR: Krypte, P: Plasmamembrar: RetraktormuskulatuiSM: subepitheliale MuskulatugV: Vesikel

mit elektronenlichtem Inhalt, vermutlich Mucopolygsharide sZ: sklerotisierte Zone der apikalen
Haken,TF: Tonofilamente als Anheftungsstrukturén,Z-Scheibe
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Abbildung 74 Die Ansatzstelle der beiden RetraktormuskejruRd R, am apikalen Pol bzw. einem
zentralen Hakenpaar des Acanthors darhirudinaceusA: apikal,C: caudal DV: Dottervesikel,
eS:epidermales Syncytiuni$: frontales Syncytiumid: Haken,P: Plasmamembrar, 5. Retraktor-
muskulatur SV: Vesikel mit elektronenlichtem Inhalt, vermutlich khpolysaccharide,

TF: Tonofilamente als Anheftungsstrukturen
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Abbildung 75 Rasterelektronenmikroskopische Aufnahmen der agikelaken des Acanthors von
M. hirudinaceusa) Rasterelektronenmikroskopischer Blick von cau@almapikalb) Blick auf einen
Haken, dessen Hakenspitze fast vollstandig abghbroist.A: apikal,B: Bruchflache des Hakens,

C: caudal H: Haken,HS: HakenspitzeKF: Koérperfalte KS: Kérperstachel
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Abbildung 76 TEM-Detailaufnahmen der apikalen Haken des AcastionM. hirudinaceus
CY: cytoplasmatische Zone des basalen Hakenbereighsklerotisierte Zone der apikalen Haken
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Abbildung 77 Der apikale Pol des Acanthors vBnambiguusnit vier Reihen von symmetrisch auf
Lucke sitzenden apikalen Hakex).Die apikalen Haken sind abgespreizt.Die apikalen Haken sind

eng an den Kdérper angeledt. apikal,C: caudalH: Haken,KS: KérpstachelS: anhaftende Schmutz-
partikel
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Abbildung 78 TEM-BIick auf die apikalen Haken des Acanthors \Rnambiguusa) Langsschnitt
durch den apikalen Pol des AcanthdrsFrontales Syncytium des Acantho®Y: cytoplasmatische
Zone des basalen Hakenbereidd¥; Dottervesikel E,: zweitdul3erste EihulléS: frontales Syncy-
tium, H: Haken,K: Kanalsystem bzw. Lakunensystem des fusionierte/pténsystemsKR: Krypte,
L: Lipidtropfen,P: PeroxisomR: RetraktormuskulatuiSG: Syncytiengrenze5M: subepitheliale Mus-
kulatur,SV: Vesikel mit elektronenlichtem Inhalt, vermutlichugbpolysaccharide




3.10.2 DE APIKALEN HAKEN DES ACANTHORS 133

Abbildung 79 Transmissionselektronenmikroskopische Detailaufrexhrder apikalen Haken des
Acanthors vorP. ambiguusa) Langsschnitt durch einzelne apikale HakenMediane Hakenquer-
schnitte c)-e) Sklerotisierung der apikalen Hakek.apikal,C: caudal P: Plasmamembran,

R: RetraktormuskulaturSK: SekretvesikelSV: Vesikel mit elektronenlichtem Inhalt, vermutlich
MucopolysaccharidesZ: sklerotisierte Zone der Haken
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Tabelle 9: Kenngrof3en der apikalen Haken der Acanthoren dersuchten Acanthocephalenarten.

M. moniliformis  [M. hirudinaceus R ambiguus
Besitz von zwei “zentralen Hakenpaa- ja ja nein
ren” (“central blades”)
Anzahl der apikalen Hakenreihen 4 4 4
Anzahl der apikalen Haken 87 -92 80-83 76 - 80
Hakenanzahl der ersten Hakenreihe 4+6 4+6 10
Hakenanzahl der hinteren Hakenreihen 26 - 28 20- 26 22 -24
Vorkommen der gréf3ten Haken in der ... vordersten vordersten hintersten
apikalen Hakenreihe
Hakenlange der “zentralen Haken- 9.2-10.7/ 12.5-15.8/ -/
paare” bzw. der Haken der vordersten 5.4-6.2 6.3-7.0 1.7
Hakenreihe (in pm)
gesamte Hakenlange der hinteren 25-53 46-6.0 26-3.0
Haken (in pm)
Lange der Hakenbasis der hinteren 21-29 4.0-4.6 20-2.1
Haken (in um)
Durchschnittliche Hakenhdhe (in pm) 12-17 1.2-1.45 0.7-0.8
Durchmesser Hakenbasis 4.0-7.3 0.6-1.0 0.4-0.5
Durchmesser Hakenspitze (in um) 0.10-0.14 0.1-0.2 0.1
Sklerotisierung der Haken ja ja ja
Vorkommen einer cytoplasmatischen ja ja ja
Zone in der Hakenbasis
Hakenspitze massiv gebaut ja ja ja
Krypten in der Hakenbasis ja ja ja

3.10.3 Die Kdorperstacheln des Acanthors

Wahrend die Haken den apikalen Acanthorpol dominieren, stellen die kleiKér-
perstacheln, neben den Kdrperfalten, das markanteste Charakteridékugstlichen
Korperoberflache der untersuchten Acanthoren dar (siehe Tabelle 10 auf 8Sgite 15

Sowohl die Kdorperoberflache der Acanthoren der beiden Archiacanthoaepale
moniliformisund M. hirudinaceusals auch die Oberflache des Acanthors des Eoacan-
thocephalenP. ambiguusist mit zahlreichen kleinen Koérperstacheln Ubersat (siehe
Abbildung 80, 82, 83, 84, 86, 87, 89, 90). Diese schlie3en direkt an die Zone der apika-
len Haken an und sind selbst am caudalen Pol des Acanthors noch inAmnaBkl
vorhanden (siehe Abbildung 83, 87b, 90a, 91). Mit 300-310 Koérperstacheln besitzt der
Acanthor vonP. ambiguugleutlich weniger Kérperstacheln als die AcanthorenMon
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moniliformis und M. hirudinaceus die beide zwischen 440 und 500 Korperstacheln
besitzen (siehe Tabelle 10 auf Seite 150). Die Korperstachel®P vambiguusstehen
aufgrund ihrer geringeren Anzahl weniger dicht als die KorperstachelWyvamonili-
formisundM. hirudinaceus

Wie die apikalen Haken, werden die Korperstacheln der Acanthoren intrazeéilutér
Ausstllpung der oberflachlichen Plasmamembran und der sie unterlagermndsyni
cytialen Verdichtung gebildet (siehe Abbildung 81, 85, 88, 92). Wahrend die Kidrpers
cheln beiM. moniliformisund M. hirudinaceusin der Regel 2.2-4.3 um lang sind,
weisen sie beP. ambiguuseine Lange von 0.9-2.2 um auf (siehe Tabelle 10 auf
Seite 150).




136 3 ERGEBNISSE

Abbildung 80 Rasterelektronenmikroskopische Aufnahmen der Kétpeheln des Acanthors von

M. moniliformis a) Uberblick tiber den kontrahierten, mittleren Kérpendich eines geschliipften
Acanthorsb) AusschnittsvergrofRerung einzelner Kdrperstactidneng an den Koérper des Acanthors
angelegt sindA: apikal,C: caudal KF: Korperfalte KS: KérperstachelKR: Krypte,

ZB: Bereich zwischen zwei Kérperfalten
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Abbildung 81 Transmissionselektronenmikroskopische Aufnahmen Korperstacheln des Acan-
thors des Archiacanthocephalein moniliformis
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LegendeAbbildung 81: a) Langsschnitt durch einen Teilbereich des vord&@mpers des Acanthors.
b) AusschnittsvergrofRerung eines Korperstachels uarildung 81ac) Detailaufnahme eines Kérper-
stachelsd) Ansatz der subepithelialen Muskulately Angelegter Korperstachd). Abgespreizter Kor-
perstachelA: apikal,C: caudal CY: cytoplasmatische Zone des basalen Kérperstacleétbsry

D: DesmosomH: Haken KF: Koérperfalten KR: Krypte,KS: KérperstachelP: Plasmamembran,

SM: subepitheliale MuskulatugV: Vesikel mit elektronenlichtem Inhalt, vermutlichugbpolysaccha-
ride,Z: Z-Scheibe

Wie die apikalen Haken sind auch die kleinen Korperstacheln skiergtism ihnen
eine besondere Stabilitdt zu verleihen (siehe Abbildung 81, 85, 88, @2Rd3is der
zierlicheren Korperstacheln ist ebenfalls durch eine cytopléstha Kernzone
gepragt, auch wenn die intrasyncytiale Verdichtung unterhalb der Plasrbaanekeain
“Widerlager” bildet und sich nicht in das Acanthorcytoplasma hineinw(stehe
Abbildung 81, 88, 92).

Es besteht weder eine direkte Verbindung der Korperstacheln zu dektBetruskula-

tur noch zu der subepithelialen Muskulatur (siehe Abbildung 81, 88, 92). Dershoch
der Acanthor in der Lage die Korperstacheln durch Kontraktion bzw. Dehnuing de
subepithelialen Muskulatur aktiv zu bewegen. Diese BewegungsfahdgeKorper-
stacheln verleiht ihnen die Mdéglichkeit die mechanische Penetadirdnarmwand des
Zwischenwirtes effektiv zu unterstitzen. So stellt der AcantherKaérperstacheln
durch Kontraktion der subepithelialen Muskulatur weit vom Korper edingsAbbil-
dung 83a, 86a, 88, 92). Durch dieses Abspreitzen fungieren die zahlriitpansta-
cheln der Acanthoren als Widerhaken und verhindern bzw. minimieren das
Zuruckrutschen der Acanthoren wahrend der Darmwandpassage der Aganfuse
diesem Grund zeigen alle Kérperstacheln mit ihrer Spitze mmieichtung des cau-
dalen Acanthorpols. Sind die apikalen Haken eines Acanthors in demadreines
Zwischenwirtes fest verankert, entspannen die Acanthoren ihre s\édeat Musku-
latur und legen dadurch ihre Korperstacheln eng an den Acanthorkérdsiebe
Abbildung 83, 86b, 87, 90). Jetzt kann der Hinterleib der Acanthoren einfaohazac

gen werden, so dass eine schnelle Darmwandquerung erzielt wird.

Wie in einigen apikalen Haken ist auch in einigen Korperstachettiamelektronen-
dichte Matrix (Lipid?) angereichert (siehe Abbildung 81e-f, 85, 88, 92n@eh sind
die Korperstacheln, wie die apikalen Haken, bei allen untersuchterinrdcan massiv
und weisen keinerlei Ausfiihrgdnge in ihrer Kérperstachelspitz¢saife Abbildung
84f). Stattdessen besitzen sie zahlreiche Krypten im Berbreln Korperfalten, die
maoglicherweise fir die Sekretion von Enzymen, Sekretgranula und Sstuffear ver-
antwortlich sind (siehe Abbildung 80, 82, 83, 91, 83b und 3.10.5).

Die Korperstacheln der Acanthoren besitzen normalerweise eing, big@ngliche
Basis, womit sie an der Acanthoroberflache ansetzen. Sie waiskr Regel einen
geraden Verlauf auf und verjingen sich in Richtung ihrer Spitze (siehédiiyi82,

83, 84, 86b, 87b, 88, 89b-c, 90, 91, 92). Die Korperstacheln sind die erste cteit na
dem Schlipfen flexibel und biegbar, sie kdnnen jedoch auch brechen (siehe Abbildung
84, 87b, 89, 90a, 91).
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Abbildung 82 Elektronenmikroskopische Detailaufnahmen der K&taeheln, Korperfalten und
Poren des Acanthors vavi. moniliformis a) Rasterelektronenmikroskopische Detailaufnahme der
Poren des fusionierten Kryptensystems in unmittelbidorperstachelnéhb) Blick auf einige Korper-
stacheln, die in grof3er Anzahl Gber den gesamtateiigin Korper des Acanthors verteilt sind.

A: apikal,C: caudal KF: Korperfalte KR: Einzelne Krypte des fusionierten Kryptensystelfs; Kor-

perstachelV: Vesikel, der sich Uber einer Krypte des Kryptensyst befindetZB: Bereich zwischen
zwei Kdrperfalten
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Abbildung 83 Der caudale Pol des Acanthors vign moniliformis a) Rasterelektronenmikroskopi-
scher Uberblick iber den caudalen Pol des Acanthi@rsvon zahlreichen, beweglichen Korpersta-
cheln bedeckt isb) Detailaufnahme von angelegten Kérperstacheln azdigehdrigen Korperfalten.
A: apikal,C: caudalKF: Kdrperfalte, KR: Krypte des fusionierten Kryptensysterd§: Kérperstachel
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Abbildung 84 Rasterelektronenmikroskopische Detailaufnahmenkdgperstacheln des Acanthors
von M. moniliformis a) Detailaufnahme eines einzelnen Korperstachgl¥erbogener Korperstachel.
¢) Unterschiedliche Formen von Korperstacheln singloi. d) Charakteristischer Korperstachel.

e) Abgebrochener KoérperstachBl Blick auf die Spitze eines ausgewéhlten Kérpetrstbsc
aKS:abgebrochener Kdrperstach€F: Korperfalte KR: Krypte des fusionierten Kryptensystems,

KS: KorperstachelKSS:Kdrperstachelspitza/: Vesikel, der sich tber einer Pore befindet,
ZB: Bereich zwischen zwei Korperfalten
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Abbildung 85 Langsschnitt durch mehrere Korperstacheln des AcastvonM. moniliformis.

a) Detailaufnahme eines einzelnen Kdrperstachglslehrere Korperstacheln und Korperfalten sind
angeschnitterA: apikal,C: caudal CY: cytoplasmatische Zone des basalen Stachelbereichs,

KF: Korperfalte, KR: Krypte des fusionierten Kryptensysterf§: KérperstachelP: Plasmamembran
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Abbildung 86 Rasterelektronenmikroskopischer Blick auf die Kdspagcheln des Acanthors von
M. hirudinaceusa) Uberblick tiber den mittleren Kérperbereich des Wtbars.b) Detailaufnahmen
einiger Korperstachelm: apikal,C: caudal KF: Kdrperfalte KS: Kérperstachel
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Abbildung 87 Die Koérperstacheln des Acanthors vdn hirudinaceusa) Rasterelektronenmikrosko-
pische Detailaufnahme der Korperstacheln im vomé@rperdrittel des Acanthorb) Blick auf den

caudalen Pol des Acanthors vdn hirudinaceusA: apikal,C: caudalH: Haken,KF: Korperfalte,
KS: KorperstachelZB: Bereich zwischen zwei Kdrperfalten
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Abbildung 88 Langsschnitte durch verschiedene Kdrperstachelidgsacanthocephalen

M. hirudinaceusa) Korperstachel eines schlipfenden Acanthioy€inzelner Kérperstachel.

c¢) Mit Hilfe der Korperstacheln befreit sich der Atlaor aus der Eihdille £d) Detailaufnahme eines
einzelnen Korperstacheks) Abgespreizter Korperstaché\: apikal, AC: Acanthor,C: caudal,
CY:cytoplasmatische Zone des basalen KorperstachalherdN: dekondensierter Nucleus,

DV: Dottervesikel E5: drittaul3erste EihllleE,: innerste EihllleKF: Korperfalte, KR: Krypte,

KS: KorperstachelR: RetraktormuskulatuiSG: SyncytiengrenzeSM: subepitheliale Muskulatur,
SV:Vesikel mit elektronenlichtem Inhalt, vermutlich Bhypolysaccharide
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Abbildung 89 Die Korperstacheln des Acanthors v@nambiguusa) Blick auf den mittleren Korper-
bereich des geschlipften AcanthdrsDetailaufnahme mehrerer KdrperstachejKorperstachel mit
charakteristischer FormA: apikal,C: caudal KF: Korperfalte, KR: Krypte des fusionierten Krypten-
systemsKS: Korperstachel
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Abbildung 90 Der Kérper des Acanthors véh ambiguusgst ebenfalls von zahlreichen kleinen Kor-
perstacheln gekennzeichna}.Uberblick tiber den hinteren Kérperabschnitt dearilsors b) Detail-

aufnahme einer Korperfalte) Detailaufnahme einzelner charakteristischer Késterheln des
AcanthorsA: apikal,C: caudal KF: Korperfalte KS: Kérperstachel
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Abbildung 91 Rasterelektronenmikroskopischer Blick auf den c&mdRol eines Acanthors des Eoa-
canthocephaleR. ambiguugAusschnittsvergréRerung von Abbildung 90@).caudal KF: Korper-
falte, KR: Krypte des fusionierten Kryptensysteris: Korperstachel
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Abbildung 92 Transmissionselektronenmikroskopische Aufnahmen h@mgsschnitten durch ver-
schiedene Korperstacheln des AcanthorsRoambiguusa) Blick auf einen einzelnen Korperstachel,
der vom Korper abgespreizt wird) Ausschnittvergrof3erung von Abbildung 92aKdérperstachel.

d) Ansatz der Retraktormuskulata). Korperfalten mit KérperstachelA.: apikal,C: caudal,

CY: cytoplasmatische Zone des basalen StachelberelKheKorperfalte KR: Krypte des fusionierten

KryptensystemsKS: Kérperstachell: Lipidtropfen, SM: subepitheliale Muskulatuf,F: Tonofila-
mente als Anheftungstrukturen
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Tabelle 10:Kenndaten zu den Korperstacheln der geschlipftemthoren vorM. moniliformis
M.hirudinaceusund P. ambiguugalle Angaben, auRer der Anzahl der Korperstaglielpm).

M. moniliformis  [M. hirudinaceus R ambiguus
Anzahl der Kdrperstacheln 440 - 460 480-500 300 - 310
Lange des gesamten Kérperstachels im 2.22-252/ 2.73-3.21/ 1.3-2.2/
vorderen / mittleren / caudalen Korper- 2.74-3.64/ 2.51-3.41/ 0.9-1.9/
bereich 3.52-4.28 2.78-3.54 09-14
Lange der Korperstachelbasis im vor- 0.82-1.12/ 1.11-1.55/ 0.7/
deren / mittleren / caudalen Kérperbe- 0.94-1.46/ 0.96-1.22/ 0.4/
reich 1.23-1.83 1.18 - 1.67 0.4
Durchmesser Korperstachelbasis im 0.27-0.49/ 0.40-0.53/ 0.5/
vorderen / mittleren / caudalen Kérper- 0.44-0.59/ 0.36-0.58/ 0.3/
bereich 0.44 - 0.68 0.42 - 0.60 0.3
Durchmesser Korperstachelspitze im 0.08-0.14/ 0.07-0.10/ 0.10/
vorderen / mittleren / caudalen Kérper- 0.10-0.13/ 0.13-0.18/ 0.07/
bereich 0.10-0.14 0.15-0.19 0.07

3.10.4 Die Muskulatur des Acanthors

Die Muskulatur der Acanthoren vavi. moniliformis M. hirudinaceusund P. ambi-
guussetzt sich aus zwei unterschiedlichen Funktionseinheiten zusammédRetdak-
tormuskulatur und der subepithelialen Muskulatur (siehe Tabelle 15eitd 153).
Eine morphologische Verbindung zwischen diesen beiden unterschiedlichen Muskel
systemen besteht bei Larven der drei untersuchten Acanthocepledemaht. Dafir
existiert eine aul3erst bedeutende funktionelle Zusammenarbeit zwdehRetraktor-
und der subepithelialen Muskulatur. Einzig durch diese exakt aufeinabgestimmte
Interaktion der getrennten Muskelsysteme wird den Acanthoren éahgreiche Pene-
tration der Darmwand des entsprechenden Zwischenwirtes ermdgiehe 4.7.4.1).
Die Retraktormuskulatur bzw. die subepitheliale Muskulatur der Acash vonM.
moniliformis M. hirudinaceusund P. ambiguussetzen mit ihren Enden entweder tber
Desmosomen oder Tonofilamente an der intrasyncytialen VerdichtungcdeshAre-
pithels an (siehe Abbildung 95a). Sowohl Retraktor- als auch subegighdliskulatur
sind durch eine Plasmamembran vom Ubrigen Cytoplasma des Acarigeggemnzt
(siehe Abbildung 94, 95, 96, 98, 99, 100b-c, 103).

Die Retraktormuskulatur besteht bei allen untersuchten Acanthoseaveei zentral
verlaufenden Muskelstrdngen, die normalerweise einen rundlichen bzwn dYade-
schnitt aufweisen (siehe Abbildung 94, 99a). Am apikalen Pol destiAars fachern
sich die Retraktorstrange auf und inserieren am apikalen Paditerd~ront tGiber Tono-
filamente (siehe Abbildung 93, 94, 96b, 97, 103). Dadurch treten die beidekt&etra
strange mit den vordersten Haken in direkten Kontakt (siehe Abbildung 74).
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Madglicherweise ziehen kleinere Teile der Retraktormuskulatur incgérplasmati-
schen Bereich der Hakenbasis hinein und verankern die Muskulatun@reimdieser
Haken (siehe Abbildung 68c).

Vom apikalen Pol der Acanthoren aus durchziehen die beiden Retraktorstnisige

je nach Acanthocephalenart den Koérper der Acanthoren mehr odegeweveit in
Richtung caudaler Pol. Wahrend die beiden Retraktormuskeln den AcantHooales
canthocephaleP. ambiguusnahezu vollstandig vom apikalen Pol bis zum caudalen
Pol durchziehen (siehe Abbildung 61c, 121), inserieren die Retraktormuskelstrdnge der
beiden Archiacanthocephal&h moniliformisundM. hirudinaceusungeféhr ein Drit-

tel der Korperlange vom caudalen Pol entfernt im Epithel des eclsmden Acan-

thors (siehe Abbildung 42b). Wie bei den Helminthen ublich, handelt ebaiater
Retraktormuskulatur der Acanthoren um eine schréggestreifte Lasgslatur, die
regelmafig angeordnete Z-Scheiben besitzt (siehe Abbildung 93, 94, 103).

Die subepitheliale Muskulatur setzt sich Bé¢i moniliformis M. hirudinaceusaus
zwolf und beiP. ambiguusus zehn Langsmuskelstrdngen zusammen, die peripher lie-
gend direkt unter dem Epithel des Acanthors verlaufen und mehr odegjewspiralig
angeordnet sind (siehe Abbildung 94, 95, 98, 99, 100, 101, 102). Diese subepithelialen
Muskelstrange, die normalerweise einen gleichmafigen Durchmes$seisen (siehe
Tabelle 11), ziehen vom caudalen Pol bis weit in Richtung apikaledes entspre-
chenden Acanthors. Bei allen drei untersuchten Acanthocephalekamaoniliformis

M. hirudinaceusundP. ambiguuseicht die subepitheliale Muskulatur der Acanthoren
bis zu den hintersten apikalen Hakenreihen (siehe Abbildung 96a). D.h., einzg-i
dersten Bereich der untersuchten Acanthoren ist keine subepitiviialailatur vor-
handen (siehe Abbildung 93a, 97a-b, 100a, 103eu.zR, 1998). Im Gegensatz dazu

ist die subepitheliale Muskulatur im Gbrigen Korper grof3flachig vorhandehe(s
Abbildung 94, 95, 98, 99, 101, 102).

Die Muskelstrange der subepithelialen Muskulatur sind nur durch einemlschayto-
plasmatischen Bereich voneinander getrennt, so dass fast unter atategye®berfla-
che der Acanthoren eine kontraktile Muskelschicht existiemésfgobildung 94, 95a,
102). Dieses grof3flachige Vorkommen der subepithelialen Muskulaturgécimt es
den Acanthoren ihren mittleren bzw. caudalen Koérperbereich zuakderten. Die
simultane Kontraktion der zehn subepithelialen Muskelstrange fuhrt adbdeflache
der Acanthoren zur Ausbildung von charakteristischen und tiefen Kérperfsiedre
Abbildung 95b, 98, 100a, 101la-b und 3.10.5). Zwischen den einzelnen Kdorperfalten
befinden sich schmale Streifen (ZB), die eine glatte Oberflachenbeschéftarihei-
sen (siehe Abbildung 80b, 82, 89). Interessanterweise wird die QiberflionM.
moniliformis M. hirudinaceusund P. ambiguugyerade in diesen Bereichen zwischen
zwei Korperfalten aul3erst selten durch Ausfiilhrgdnge des fusionianptedsystems
durchbrochen.
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Die einzelnen subepithelialen Muskelstrange inserieren bei dersuctigzn Acantho-

ren sowohl mit Hilfe von Desmosomen als auch Tonofilamentenrantdesyncytialen
Verdichtung des Acanthorepithels (siehe Abbildung 95a, 98, 99b, 102). Die subepithel
ale Muskulatur weist weder zu den zahlreichen Kdrperstachelnzwoden apikalen
Haken eine direkte Verbindung auf (siehe Abbildung 81, 92).

Die subepithelialen Langsmuskelstrdnge setzten sich aus eingrhepegelegenen
kontraktilen Bereich und einem proximalen cytoplasmatischen Bereicmteeessan-
terweise nur in Querschnitten der Acanthoren zu erkennen ist, zusasietee Abbil-

dung 94, 95a, 98, 99, 102). Dieser proximale cytoplasmatische Bereich der
subepithelialen Muskelstrange ist stets reich an grof3en “8uohdsikeln”. Die subepi-
theliale Muskulatur der Acanthoren vibh moniliformis M. hirudinaceusundP. ambi-
guusbesitzt aulRerdem mehr oder weniger regelmalig angeordnete ZeBglugteine
einheitliche Orientierung und Form aufweisen (siehe Abbildung 95, 98, 99, 101c-d,
102). Alle Z-Scheiben der subepithelialen Muskelstrdnge sind radigercistet.

Diese Anordnung der Z-Scheiben deutet darauf hin, dass es sich bei der subepithelialen
Muskulatur um eine glatte Muskulatur handelt.
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Tabelle 11:Kenndaten zur Muskulatur der geschlipften Acanthgaie Angaben in um).

M. moniliformis M. hirudinaceus P. ambiguus
Durchmesser der Retraktor- 1.96 - 3.00 1.45-4.79 0.6-23
muskulatur
Breite der Z-Scheiben der 0.08-0.11 0.05-0.09 0.03-0.06
Retraktormuskulatur
Lange der Z-Scheiben der 0.3-15 0.6-1.7 0.3-0.8
Retraktormuskulatur
Durchmesser des kontrakti- 0.5-0.8 13-27 06-14
len Bereichs der subepitheli-
alen Muskulatur
Durchmesser des cytoplas- 1.76 - 2.65 0.92-1.78 0.43-0.83
matischen Bereichs der
subepithelialen Muskulatur
Breite der subepithelialen 4.8-6.0 29-7.9 25-3.1
Muskelstrange
Abstand zwischen zwei 09-14 0.1-4.2 04-1.0
subepithelialen Muskelstréan-
gen
Abstand der subepithelialen 0.06 - 0.51 0.29-1.3 0.2-0.5
Muskelstrange zur intrasyn-
cytialen Verdichtung
Breite der Z-Scheiben der 0.09-0.17 0.14-0.33 0.14-0.38
subepithelialen Muskulatur
Lange der Z-Scheiben der 0.67-1.7 0.44-1.3 0.18-0.32
subepithelialen Muskulatur
Durchschnittliche Anzahl der 38 38 20
Korperfalten (n)
Breite der Korperfalten 0.8-14 04-1.0 09-18
Tiefe der Korperfalten 0.7-1.2 0.8-1.3 05-21
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Abbildung 93 Die Retraktormuskulatur des Acanthors Mdn moniliformis a) TEM-Langsschnitt
durch den apikalen Pdd) Detailaufnahme der Retraktormuskula#yr apikal, C: caudal,DV: Dotter-
vesikel,KR: Krypte, R: RetraktormuskulatuiSV: Vesikel mit elektronenlichtem Inhalt, vermutlich
MucopolysaccharidelF: Tonofilamente als Anheftungsstrukturen der Retrakuskulatur,

Z: Z-Scheibe
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Abbildung 94 TEM-Querschnitt durch den mittleren Kérperbereiels dcanthors von
M. moniliformis cS:zentrales SyncytiumdN: dekondensierter Nucleus$: epidermales Syncytium,
kN: kondensierter Nucleu&S: KérperstachelR: RetraktormuskulatuiSG: Syncytiengrenze,

SM: subepitheliale MuskulatugV:Vesikel mit elektronenlichtem Inhalt, vermutlich Blypolysaccha-
ride,Z: Z-Scheibe




156 3 ERGEBNISSE

Abbildung 95 Die subepitheliale Muskulatur des Acanthors Whrmoniliformis.a) Querschnitt durch
Kdrperfalten des Acanthors) Langsschnitt durch das Korperende des Acantiorapikal,

C: caudalcS: zentrales SyncytiundN: dekondensierter NucleusS: epidermales Syncytium,

kN: kondensierter Nucleu&F: Koérperfalte,KS: KdrperstachelM: Mitochondrium,P: Plasmamemb-
ran, SG: SyncytiengrenzeSM: subepitheliale MuskulatugV: Vesikel mit elektronenlichtem Inhalt,
vermutlich Mucopolysaccharid@fF: Tonofilamente als Anheftungstrukturefi,Z-Scheibe
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Abbildung 96 Die Muskulatur des Acanthors vwh. moniliformis

a) Am apikalen Pol verlauft ein ringférmiger Muskeéstg.b) Detailaufnahme der Retraktormuskula-
tur des AcanthorsA: apikal, C: caudal E3: drittaul3erste Eihllled: Haken,KR: Krypte, P: Plasma-
membranR: RetraktormuskulatuiRM: ringformig verlaufender Muskelstrang am apikalen &es
Acanthors SM: subepitheliale MuskulatugV: Vesikel mit elektronenlichtem Inhalt, vermutlichulb-
polysaccharideZ: Z-Scheibe
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Abbildung 97 Die Retraktormuskulatur des Acanthors Wdn hirudinaceusa) Langsschnitt durch
den apikalen Pol des Acantho.Anheftungsstrukturen der Retraktormuskulatur aikaden Pol des
AcanthorsA: apikal,H: Haken KR: Krypte des fusionierten Kryptensysteris Retraktormuskulatur,

SV:Vesikel mit elektronenlichtem Inhalt, vermutlichudopolysaccharidelF: Tonofilamente als
Anheftungsstrukturen der Retraktormuskulatur
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Abbildung 98 Die subepitheliale Muskulatur des Acanthors wbrhirudinaceusa) Mehrere Muskel-
strénge der subepithelialen Muskulatur Detailaufnahme eines subepithelialen Muskelstrange

c) Die Anheftungsstrukturen der subepithelialen Mlskur. D: DesmosombDV: Dottervesikel,

KR: Krypte des fusionierten Kryptensysterd§: KorperstachelSM: subepitheliale Muskulatur,
SV:Vesikel mit elektronenlichtem Inhalt, vermutlichugbpolysaccharide,: Z-Scheibe
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Abbildung 99 Querschnitt durch den mittleren Kérperbereich deamhors vorM. hirudinaceus

a) Gesamter Querschnitt im Uberblidk) AusschnittsvergroRerung von subepithelialer Muatul
cS:zentrales SyncytiunD: DesmosomdN: dekondensierter NucleuBV: DottervesikeleS:epider-
males SyncytiumkN: kondensierter Nucleu&S: KorperstachelSG: SyncytiengrenzeSK: Sekretve-

sikel, SM: subepitheliale MuskulatuiSV: Vesikel mit elektronenlichtem Inhalt, vermutlich
Mucopolysaccharide: Z-Scheibe




3.10.4 DE MUSKULATUR DES ACANTHORS 161

Abbildung 100 Die Muskulatur des Acanthors des Eoacanthocephlembiguusa) Langsschnitt
durch einen geschlipften Acanthor venambiguusb) AusschnittsvergrofZerung von Abbildung 100a.
¢) AusschnittsvergrofRerung der subepithelialen MuglkiuleonP. ambiguusA: apikal,C: caudal,
eS:epidermales SyncytiunfiS: frontales SyncytiumG: Glykogen,H: Haken KF: Korperfalten,

kN: kondensierter Nucleu&S: KérperstachelKR: Krypte des fusionierten Kryptensystems,

L: Lipidtropfen,P: PlasmamembraisG: Syncytiengrenze5K: SekretvesikelSM: subepitheliale Mus-
kulatur




162 3 ERGEBNISSE

Abbildung 101 Die subepitheliale Muskulatur des Acanthors Yorambiguusa) Die subepitheliale
Muskulatur verlauft direkt unter der Oberflache demnthorsb) Die subepitheliale Muskulatur ver-
lauft vom caudalen Pol des Acanthors bis zum apik&lereich des Acanthors) Auffacherung der
subepithelialen Muskulatud) Detailaufnahme der subepithelialen Muskulatur.

H: Haken,KF: Korperfalte,L: Lipidtropfen,SM: subepitheliale Muskulatug,: Z-Scheibe
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Abbildung 102 Querschnitt durch den caudalen Bereich des AcastimmP. ambiguus
D: DesmosomDYV: DottervesikeleS: epidermales SyncytiunkKS: KorperstachelSM: subepitheliale
Muskulatur
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Abbildung 103 Die Retraktormuskulatur des Acanthors \Rwrambiguus
A: apikal,H: Haken K: Kanal des fusionierten KryptensystemRs Retrakturmuskulatur,
SK: SekretvesikelTF: Tonofilamente als Anheftungsstrukturéh,Z-Scheibe
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3.10.5 Die Oberflache und das fusionierte Kryptensystem des Acaruits

Die Oberflache der Acanthoren der beiden Archiacanthocephaleiartanniliformis
bzw. M. hirudinaceusund des Eoacanthocephalen ambiguuswird stets von einer
pentalaminaren Plasmamembraro(MMANN, 1993) gebildet, die intrasyncytial von
einer dicken Schicht aus verdichteter, amorpher Substanz unteneiger Diese
Schicht amorpher Substanz ist b&i moniliformisdurchschnittlich 73.5 nm dick, bei
M. hirudinaceus 80.4 nm und beiP. ambiguus90.4 nm (siehe Tabelle 12 auf
Seite 167). Durch Ausstiulpung dieser mehrschichtigen Plasmamembraxtratiel&-

lar eine glatte Oberflachenbeschaffenheit aufweist, und der debhe unterlagerten
Schicht aus amorpher Substanz werden bei allen untersuchterhdagtialenarten
sowohl die apikalen Haken als auch die kleineren Korperstachelnbddsgésiehe
Abbildung 67, 68, 72a, 73, 74, 81, 85, 116b). Wahrend die apikale Region der Acantho-
ren durch die spiralig angeordneten, spitzen Haken gepragt ist (siehe,3st0diy
caudale Region der Acanthoren durch zahlreiche kleinere Korperstacheln gatennze
net, die Uber den gesamten Hinterleib der Acanthoren verteilt Siglde( Abbildung
104, 110, 3.10.3).

Die Korperoberflache der Acanthoren ist nicht Uber die gesamigeange identisch
strukturiert (siehe Abbildung 104a, 110). Wéahrend die apikale Regionaderti#oren
von M. moniliformis,M. hirudinaceusund P. ambiguuseinige Langsfurchen und eine
relativ “schrumpelige” Oberflachenstruktur aufweist (siehe Ahlig 57, 58, 59, 63,
77,92, 110, 111), verandert sich die Gestalt des caudalen Kérperber#icies. Has
Erscheinungsbild des caudalen Korperbereichs der Acanthoren reichthjeBeae-
gungsphase der Acanthoren von einem vollkommen gestreckten Zustand loisrau ei
vollkommen komprimierten Zustand (siehe Abbildung 45, 58, 59, 63).

Diese Gestaltsveranderungen kommen durch Kontraktion bzw. Erschlaffuaghae
bzw. zwolf subepithelialen Langsmuskelstrange zustande, welche drghfcen von

P. ambiguuszw. M. moniliformisundM. hirudinaceusunmittelbar unter der Oberfla-
che vom caudalen Pol der Acanthoren bis weit in deren apikalercBeh@ichziehen
(siehe 3.10.4, Abbildung 61b-c). Eine Kontraktion der subepithelialen Muskelstrange
die lateral GUber Desmosomen an der intrasyncytialen Verdichtung piteelE der
Acanthoren inserieren, bewirkt die Ausbildung von zahlreichen Kérperf@@a8),

die quer zur Langsachse der Acanthoren verlaufen (siehe Abbildung 57, 58, 59, 61,
105, 106, 115). Die subepitheliale Muskulatur zieht jedoch unter den Kaitperin
gleichmafigem Abstand vorbei und inseriert nicht in diesen (sibhaédéing 106, 109,
114). Selbst bei erschlaffter subepithelialer Muskulatur vagesOberflache der Acan-
thoren im Bereich der Korperfalten keinen véllig ebenen Verlaufsarfdern ist von
zahlreichen kleineren Falten gepragt, die unregelméaRig verlaufeme (gibbildung

110, 118).
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Bei den gro3eren Einfaltungen der Oberflache der Acanthoren, den Korperfaten (si
Abbildung 104b, 105, 114), handelt es sich um relativ symmetrische Getigdbei

M. moniliformisdurchschnittlich 0.7-1.2 um tief und 0.8-1.4 um breit, Meihirudi-
naceus0.8-1.3 um tief und 0.4-1.0 um breit und Beiambiguug0.5-2.1 um tief und
0.9-1.8 um breit sind (siehe Abbildung 92 bzw. Tabelle 12).

Die Korperfalten der Acanthoren vavh. moniliformis M. hirudinaceusund P. ambi-
guussind unmittelbar unter der verdichteten Schicht aus amorpher Substanz von einem
fein verzweigtem Kanalsystem eines fusionierten Kryptensystduichzogen, das
zahlreiche elektronendichte Vesikel enthalt (siehe Abbildung 106b, 107, 10&820)2,
AuRRerdem ist innerhalb des Kanalsystems des fusionierten Kryptemsystn ausge-
pragtes Lakunensystem vorhanden, das als Reservoir fur die Sekedtbesik Gra-

nula dient (siehe Abbildung 103). Diese Sekretvesikel bzw. Granuteeweermutlich
wahrend der Darmwandpenetration von dem Acanthor tber seine Kryptehyrdie

das feinverzweigte, subepitheliale Kanalsystem miteinander zésietl, ausgeschie-

den (siehe Abbildung 67, 68, 71, 73, 78, 79, 82, 83, 84, 89, 91, 108, 113, 117b).

Die Acanthoroberflache weist gerade im Bereich der Korperfahbireiche Ausfihr-
gange dieses fusionierten Kryptensystems auf, die sogar noch irolBées caudalen

Pols der Acanthoren vorhanden sind (siehe Abbildung 86, 96, 120). Inteepasase

wird bei allen untersuchten Krypten der Durchmesser dieser Kryfenven innen

nach auf3en geringer. Diese auffallige Konstruktion der einzelnenefrgoiggeriert,

dass diese elektronendichten Vesikel von den entsprechenden Acanthoreneiber di
Krypten nach aufRen ausgeschieden werden. Wirden die Krypten der Aufnahme von
Stoffen dienen, sollte ihr Durchmesser von aul3en nach innen abnehmerdefule
missen die Acanthoren keinerlei Nahrstoffe aufnehmen, da sieyimtsdial grof3e
Energievorrate an Glykogen eingelagert haben (siehe Abbildung 117a). Aul3erde
konnten sowohl auf der Oberflache der AcanthorenRoambiguusals auch auf der
Oberflache der Acanthoren vdv. moniliformis Vesikel beobachtet werden, die von
ihrem Aussehen und ihrer Grof3e den elektronendichten Vesikeln im Lakatemsy
des fusionierten Kryptensystems entsprechen. Diese Vesikel konrgmuralfihrer
GroRe problemlos von den Acanthoren Uber die Krypten sezerniert wesidde (
Tabelle 10 auf Seite 150).

Bei allen drei untersuchten AcanthocephalenalMermoniliformis M. hirudinaceus
undP. ambiguusiahm die Anzahl der Krypten pro fimom apikalen Pol hin zum cau-
dalen Pol deutlich ab (siehe Tabelle 12). Im apikalen Bereich warekudfiihrgange
des Kryptensystems hauptsachlich in unmittelbarer Nahe zur Basis jedeserireat
kalen Hakens zu finden und dort besonders héaufig (siehe Abbildung 63b, 67, 68a-b, 71,
73, 78, 80). AulRerdem konnten Krypten direkt in der Basis der Haken bzw. &éarper
cheln der Acanthoren festgestellt werden (siehe Abbildung 67, 78, 80c, @2b). |
Gegensatz zu friheren Vermutungen verschiedener AcanthocephalenspeAalist-

ten weder bei den Acanthoren vibh moniliformisnoch bei den Acanthoren vadn.
hirudinaceusoderP. ambiguusn den Spitzen der apikalen Haken bzw. caudalen Kor-
perstacheln Ausfiihrgéange des Kryptensystems nachgewiesen werder3(s@2 u.
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3.10.3). Die Haken bzw. Korperstacheln der Acanthoren besitzen zwareicBihrer
Basis eine cytoplasmatische Zone, die Haken- bzw. Koérperstathetsgelbst sind
jedoch massiv aufgebaut (siehe Abbildung 66, 71, 75, 80).

Im mittleren bis caudalen Korperbereich der Acanthoren sindidielaen Krypten
zahlreich im Bereich der Kérperfalten flachig verteilt (siéliildung 67, 68, 71, 73,
78, 79, 82, 83, 84, 89, 91). Erstaunlicherweise befindet sich bei allersugitien
Acanthoren zwischen zwei Koérperfalten stets ein schmalerfétren welchem nur
sehr wenige Krypten des fusionierten Kryptensystems die Oberflachcdsthoren
durchbrechen (siehe Abbildung 71, 82).

Tabelle 12:Kenngrof3en der caudalen Kérperfalten bzw. Vertgilder Ausfiihrgange des fusionierten
Kryptensytems entlang der Langsachse der Acanthoren

M. moniliformis M. hirudinaceus P. ambiguus
Durchschnittliche 0.8-1.4 04-1.0 09-1.8
Korpefaltenbreite
(KF) (in pm)
Durchschnittliche 0.7-1.2 0.8-1.3 05-21
Korperfaltentiefe
(KF) (in pm)
Breite des Bereiches zwischen zwei 0.18 0.27 0.05
Korperfalten (ZB) (in um)
Anzahl der Krypten pro umz im 34 36 21
apikalen Korperbereich
Anzahl der Krypten pro um?im 26 27 17
mittleren Korperbereich
Anzahl der Krypten pro pm2 im 16 18 14
caudalen Korperbereich
Durchschnittlicher 30-80 40 - 63 18 - 48
Durchmesser der Krypten (KR)
(in nm)
Durchmesser der Sekretvesikel 64-95 50 - 88 24 - 26
(SK) (in nm)

Auffallig an der Oberflache der Acanthoren Wdnmoniliformis M. hirudinaceusund

P. ambiguusist aul3erdem, dass der Oberflache der Acanthoren stellenwekse di
“Tropfen” elektronendichten Materials anhaften, bei dem es si@nlodir um Lipid
handelt. Insbesondere im eingestllpten Bereich der Koérperfalten kommertige
Lipidreste haufig auf der Oberflache von geschlipften Acanthoren detekirden
(siehe Abbildung 92a, 100d, 101a-b, 119, 120).
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Im Gegensatz zu den Acanthoren der beiden Archiacanthocepaleroniliformis
undM. hirudinaceudesitzen die Acanthoren des Eoacanthoceptalambiguusine
auffallige Besonderheit. Vom apikalen Pol des AcanthorsRicambiguusis zu sei-
nem caudalen Pol verlaufen zahlreiche schmale Langsrillen bzw.faliegsdie bei
den beiden anderen Acanthocephalenarten nicht ausgebildet sind. DadistcHiave
Oberflache des Acanthors vén ambiguusdie sowohl die &ul3ere Plasmamembran als
auch die darunterliegende Schicht von amorphem Material umfas€uarschnitt
einen zickzackformigen bzw. kammartigen Verlauf auf (siehe Abbgdurbb-c, 116b,
117a, 119). Diese kammartige Anordnung von symmetrischen Einkerbungen in der
Oberflache des Acanthors véh ambiguus(REITzE, 1998) ist bei den untersuchten
Acanthoren einzigartig und bildet vermutlich eine Art ExoskelettGegensatz zur
Oberflache des Acanthors véh ambiguuwerlauft die Oberflache des Acanthors von
M. moniliformisund M. hirudinaceusm Querschnitt nahezu eben. Das erwdhnte Exo-
skelett des Acanthors védh ambiguuglient mit grof3er Wahrscheinlichkeit der Stabili-
sierung des Acanthors wahrend seiner Passage durch die Darmwarahtdeari@en

G. tigrinus
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Abbildung 104 Rasterelektronenmikroskopischer Blick auf die Oldetfe des Acanthors von
M. moniliformis a) Hinterende des Acanthois). Ausschnittsvergréf3erung der Oberflachenbeschaffen-

heit des Acanthor#\: apikal,C: caudal KF: Kérperfalte KR: Krypte des fusionierten Kryptensystems,
KS: Kérperstachel
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Abbildung 105 TEM-Langsschnitt durch die Kdrperfalten des AcanshonM. moniliformis
a) Die Korperfalten des Acanthoits) Detailaufnahme einiger KorperfaltelRF: Korperfalte,
SK: SekretvesikelSM: subepitheliale Muskulatur
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Abbildung 106 Detailaufnahmen der Korperfalten des Acanthors Momoniliformis a) Zwei Kor-
perfalten im Anschnittb) Detailvergréf3erung einer einzelnen KérperfatijeDetailvergrofRerung der
anderen Korperfaltdd: DesmosomDV: Dottervesikel KF: Korperfalte KR: Krypte des fusionierten

KryptensystemsSM: subepitheliale Muskulatu§V: Vesikel mit elektronenlichtem Inhalt, vermutlich
Mucopolysaccharid&;: Z-Scheibe
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Abbildung 107 Die Krypten in der Oberflache des Acanthors %brmoniliformis
a) Einzelne Krypte in der Oberflache des AcanthbjdMehrere Krypten, die Uiber ein Kanalsystem
miteinander verbunden sinBV: DottervesikelK: Kanal des fusionierten Kryptensystems,

KR: Krypte des fusionierten Kryptensyster8d/: subepitheliale MuskulatugK: Sekretvesikel,
Z: Z-Scheibe
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Abbildung 108 Das fusionierte Kryptensystem des Acanthors Momoniliformis.

a) Zahlreiche Krypten im Bereich der Korperfaltbh Detailaufnahme einzelner Krypten des
fusionierten KryptensystemkF: Korperfalte, KR: Krypte, KS: KorperstachelSK: Sekretvesikel,
ZB: Bereich zwischen zwei Korperfalten
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Abbildung 109 TEM-Detailaufnahmen der Dottervesikel des Acanthans M. moniliformis a) Der
Verlauf der Acanthoroberflachb) Die Eihille und die Korperstachel des Acanthdis: dekonden-
sierter NucleusDV: Dottervesikel E,: die innerste EihilleKS: KorperstachelSM: subepitheliale
Muskulatur,SV: Vesikel mit elektronenlichtem Inhalt, vermutlichulgbpolysaccharide]: Z-Scheibe
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Abbildung 110 Die Oberflache des Acanthors des Archiacanthocepihl hirudinaceus
A: apikal,C: caudal KF: Korperfalte KR: Krypte,KS: Kérperstachel
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Abbildung 111 Detaillierter Blick auf die Oberflache des AcanthopnM. hirudinaceus
a) Blick auf die Oberflache des apikalen PalsBlick auf die Oberflache im Bereich der Korperést
H: Haken,KR: Krypte, KS: KorperstachelZB: Bereich zwischen zwei Korperstacheln
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Abbildung 112 Das fusionierte Kryptensystem des Acanthors Momirudinaceus

a) TEM-Langsschnitt durch zwei Krypteh) Detailaufnahme einer einzelnen Kryptg Kanalsystem
des fusionierten Kryptensystem. Sekretvesikel im Kanalsystem des fusionierten kagpystems.
D: DesmosomH: Haken,K: Kanal des fusionierten Kryptensyster&: Krypte, SM: subepitheliale
Muskulatur,SK: SekretvesikelZ: Z-Scheibe
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Abbildung 113 Der apikale Pol des Acanthors vibh hirudinaceus
A: apikal,dN: dekondensierter NucleuBYV: DottervesikelfS: frontales Syncytiumid: Haken,
KR: Krypte des fusionierten Kryptensysterivg, Mitochondrium,SK: Sekretvesikel,

SM: subepitheliale MuskulatugV: Vesikel mit elektronenlichtem Inhalt, vermutlich
Mucopolysaccharide
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Abbildung 114 TEM-L&ngsschnitt im Bereich der Korperfalten desaAihors vorM. hirudinaceus
a) Die Korperfalten des Acanthoits) Detailaufnahmen einzelner Korperfalté&. Desmosom,

dN: dekondensierter Nucleud\: kondensierter NucleukF: Koérperfalte KS: Kérperstachel,

SM: subepitheliale Muskulatug§V:Vesikel mit elektronenlichtem Inhalt, vermutlich
MucopolysaccharideZ: Z-Scheibe
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Abbildung 115 Die Oberflache des Acanthors vBnambiguusa) Schrager Langsschnitt durch einen
Acanthor.b) AusschnittsvergroRerung einer Korperfaktg Querschnitt durch den apikalen Bereich
eines AcanthordA: apikal, C: caudal DV: DottervesikelfS: frontales Syncytiumi: Haken,

KF: Kérperfalte kN: kondensierte Kernd&KR: Krypte des fusionierten Kryptensystems,

KS: Korperstachell.: Lipidtropfen,SK: SekretvesikelSM: subepitheliale Muskulatur
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Abbildung 116 Die apikalen Haken des Acanthors i@nambiguusa) Detailaufnahme der konden-
sierten Kerne des Acanthors vBnambiguusb) Die Oberflache des Acantho@Y: cytoplasmatische

Zone des basalen Hakenbereidd¥; DottervesikelG: Glykogen,H: Haken K: Kanal des fusionier-

ten Kryptensystem&N: kondensierter KeriKR: Krypte des fusionierten Kryptensystems,

L: Lipidtropfen,M: Mitochondrium
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Abbildung 117 Die Oberflache des Acanthors vBnambiguusst von zahlreichen Poren eines fusio-
nierten Kryptensystem durchbrocha) Ausschnitt aus einem Querschnitt durch den apikKlk&per
eines geschlipften Acanthords).Stark vergréf3erte Detailaufnahme von zwei Kryptes fusionier-
ten Kryptensystem®S: epidermales SyncytiurfS: frontales SyncytiumG: Glykogen,H: Haken,

KR: Krypte, SG: SyncytiengrenzeSK: SekretvesikelSV: Vesikel mit elektronenlichtem Inhalt,
vermutlich Mucopolysaccharid®y: waschbrettartige Beschaffenheit der Oberflache
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Abbildung 118 Rasterelektronenmikroskopischer Blick auf die Olaetfe des Acanthors von
P. ambiguusa) Ausschnittsvergré3erung von Abbildung BY Detailaufnahme der Oberflache
im mittleren Kdrperbereich des Acanthofs.apikal,C: caudalH: Haken,KS: Korperstachel
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Abbildung 119 Der Acanthor vorP. ambiguuswveist auf seiner Oberflache eine dicke Lipidschich
auf, die jedoch nur noch stellenweise erhaltenigkbh istA: apikal,C: caudalKF: Kérperfalte,
L: Lipidtropfen, SM: subepitheliale Muskulatur
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Abbildung 120 Das fusionierte Kryptensystem des Acanthors Roambiguus

a) Mehrere Korperfalten, die von vernetzten Kanélen flisionierten Kryptensystems durchzogen
sind.b) AusschnittsvergroRerung vébbildung 120aK: Kanal des fusionierten Kryptensystems des
Acanthors KF: Korperfalte KR: Krypte, L: Lipidtropfen,SM: subepitheliale Muskulatur
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4 DISKUSSION

Bei dem Acanthor handelt es sich um das erste Larvenstadiumtimcklungszyklus
der Acanthocephalen. Obwohl dieses Parasitenstadium bei keiner einnigesuch-
ten Acanthocephalenart von besonderer Grol3e ist, hat der Acanthor desoehd
der Entwicklung des Parasiten vom infektiosen Ei hin zum adulten Wurm im @&s
Endwirtes eine ganze Reihe von lebenswichtigen Funktionen zu erflidshalb han-
delt es sich bei dem Acanthor um einen Organismus, der einzig daeaidlisiert ist
seine Aufgabe - das Erreichen des Hamocoels des entsprechendehenwirtes -
effektiv zu l6sen.

4.1 Die Eihulle der Acanthoren

Es handelt sich bei den infektibsen Acanthocephaleneiern um das Vergsstadium
dieser Parasitengruppe, das zusammen mit dem Acanthor eine beddidaden
Entwicklungszyklus aller Acanthocephalenarten spielt. Die in diedagitAgewonnen
Erkenntnisse zeigen eindeutig auf, dass es sich bei reifen Acapktiadeneiern um
auRerst stabile Gebilde handelt, die den Aufbau infektioser Eiditdgen Helmin-
then an Komplexitat weit UbertreffenARASCHEWSKI, 1989).

Der Acanthor im reifen Acanthocephalenei ist, wenn er vom weillieldelten Parasi-
ten ausgeschieden wird, stets von 4-5 verschiedenen Eihillen umgebesH{W
1971; SRANACK, 1972; MARCHAND, 1984A, 1984B:; 8IN, 1986; BTERSet al., 1991;
TARASCHEWSKI & PETERS 1992; TARASCHEWKSI et al., 1992; ARASCHEWSKI, 2000).

Bei vereinzelten Angaben lUber insgesamt nur drei Eihullen durfterearsi Fehlinter-
pretationen handeln @#&ms, 1965; SRANACK, 1972).

Die embryonierten Eier der verschiedenen Acanthocephalenartem stelchalige,
multifunktionelle Gebilde dar, die eine sehr unterschiedliche Fafmessen kdnnen
(TARASCHEWSKI & PETERS 1992; TARASCHEWSKI et al., 1992; WISTHEIDE & RIEGER,

1996; TARAsSCHEWSKI, 2000). Die infektiossen Acanthocephaleneier werden mit den
Féaces der Wirtstiere der adulten Acanthocephalen ausgeschieden angegeins
Freie (WHITFIELD, 1970; WLLIAMS & JONES 1994; WESTHEIDE & RIEGER, 1996;
TARASCHEWSKI, 2000). Dort bleiben sie flir Monate bis Jahre fir den entsprechenden
Zwischenwirt infektionsfahig (MkoL, 1985; SMUEL & BuLLOCK, 1981).

Die Acanthocephaleneier stellen das einzige Entwicklungsstadiuscdathocephala
dar, das in die Umwelt der Acanthocephalen gelangtk®l, 1985). Die Gesamtheit
der Eihullen B-E, der reifen Acanthocephaleneier stellt daher ein auf3eres ‘itonta
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Organ” der von diesen Eihtllen eingeschlossenen Acanthoren zu ihrer Umweégdar,
durch seine spezifische Form und seine besondere BeschaffenheitisEpes
Gewicht, Dicke der verschiedenen Eihullen, Ausbildung von fibrillarers&ten ein-

zelner Eihdllen, Einlagerung von Polysacchariden, usw.) eine 6kologischeheg

zu seinen Umgebungsbedingungen und den Lebens- bzw. Fressgewohnheiten der Zwi-
schenwirte aufweist (WRCHAND, 1984A; TARASCHEWSKI & PETERS 1992;
TARASCHEWSKI et al., 1992; ARASCHEWSKI, 2000). Entsprechend kommt der Eischale
beim Schutz des Acanthors vor Witterung, Trockenheit bzw. Dehydrierung und mecha-
nischen Verletzungen eine essentielle Bedeutung zu, wobei jedineiizieille ganz
unterschiedliche Funktionen erfllt.

Bereits die dulRere Form der reifen Acanthocephaleneier laskséhliisse beztiglich
der Habitate der jeweiligen Acanthocephalenarten bzw. der entspdesh Zwischen-
wirte und somit auf einen aquatischen bzw. terrestrischen Entwagddyklus zu. Bei
Archi- und Eoacanthocephaleneiern handelt es sich um rundliche bis ovdidéeGGe
wéahrend Palaeacanthocephaleneier durch Verstarkung einzelner Eiwillepindel-
formiger Gestalt sind (WMRCHAND, 1984A; TARASCHEWSKI, 1988, 1989). MYER
(1933) vermutete, dass die spindelférmige Gestalt der Palaeacgstiataneier in
gewisser Weise eine Adaptation an den aquatischen Lebensraugiltdaxath die
Dicke der Eihulle der Acanthocephalenarten steht in Zusammenhaxdgmitebens-
raum dieser Acanthocephalenarten. Vertreter der Acanthocephalgualiisahem Ent-
wicklungszyklus (Eoacanthocephala, sehr viele Palaeacanthocephaleaih \w#&is
relativ dinne Eihtlle EE, auf, wahrend die Eihllle von Vertretern mit terrestrischem
Entwicklungszyklus (Archiacanthocephala, einige PalaeacanthocephafiErsiidick

ist (BuLLocCK, 1969; AvIN, 1982). Schliel3lich missen die Acanthocephalenarten mit
terrestrischem Entwicklungszyklus ihre inaktiven Acanthoren star&erAustrock-
nung und mechanischer Verletzung schiitzen als Acanthocephalen mit comatis
Entwicklungszyklus.

Dieses “Kontakt-Organ” der untersuchten Acanthocephalenarten uef&otiédin unge-
schliipften Acanthoren mit vier verschiedenen EihlllerER, die jeweils durch einen
granularen, flissigkeitsgefullten Hohlraum{G,) getrennt und aufRerst differenziert
ausgebildet sind (MET, 1964; ROMPTON & WHITFIELD, 1968; WRIGHT, 1971; SRA-
NACK, 1972; NMARCHAND, 1984A, 1984B; 8IN, 1986; RTERS et al.,, 1991;
TARASCHEWSKI, 1992; TARASCHEWSKI & PETERS 1992; TARASCHEWSKI et al., 1992;
TARASCHEWSKI], 2000). Die innerste Eihulle ,Eder verschiedenen Eihdllen wird
zumeist als einfache Befruchtungsmembran angesehamm@; 1965; GIENG, 1986;
TARASCHEWSKI, 1989).

Der Eoacanthocephaldeoechinorhynchus rutilist der einzige bis heute bekannte
Acanthocephale, dessen Acanthor sogar von flnf verschiedenen Eihtllescbioge
sen wird (RRASCHEWSKI et al., 1992; ARASCHEWSKI, 2001). Bei dem inaktiven
Acanthor im Eiinneren handelt es sich um ein sogenanntes “Ruhestadiwmelchem
keinerlei Weiterentwicklung stattfindet und mit dem viele Acantpbaéenarten sogar
den Winter Uberdauern kdnneng®usTi, 1949; RoMPTON 1970).
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Wahrend die beiden aufReren Eihillen (w. E) aufgrund ihrer Ultrastruktur und
ihrer chemischen Zusammensetzung stets eine 6kologische Beziehungaduiddiem
Umweltbedingungen aufweisen, zeigen die inneren Eihtldoe®. E, immer Bezlige
zu dem Acanthoren und seinem Schlipfverhalten avR@WAND, 1984A; ETERS et
al., 1991; RRASCHEWSKI & PETERS 1992; TARASCHEWSKI et al., 1992).

Die im Inneren der stabilen Eier gelagerten Acanthocephalenlarvéenvaarauf, dass
die freigesetzten Acanthocephaleneier von einem geeigneten Wigdamtabsichtlich
oder unabsichtlich, z.B. zusammen mit verrottendem Pflanzenmateabaufgenom-
men werden (BTINGER & NICKoL, 1974; LZNANSKSI & NickoL, 1976). Daher lagern
einige Eo- und Palaeacanthocephalenarten Ez.Bevis P. minutusN. rutili) in dem
aullersten granularen Zwischenraum zwischen den EihijlendEE, Polysaccharide
bzw. Proteoglucane als Lockstoffe flr die Zwischenwirte ein, urAcimthocephalen-
eier fur die Zwischenwirte als Nahrung attraktiver zu macherA$CHEWSKI, 1989;
TARASCHEWSKI et al., 1992; WSTHEIDE & RIEGER, 1996).

Im Gegensatz dazu enthalt die innerste EihlUlleiBiger untersuchter Acanthocepha-
lenarten Acanthocephalus anguillae, Acanthosentis oligospinus, P. laevis, Polymor-
phus minutus, M. hirudinaceus, M. moniliforinels Bezug zu dem Acanthor und
seiner enzymatischen Ausstattung ChitipjENDS, 1966; ANANTARAMAN & RAVIN -
DRANATH, 1973B; RTERS et al.,, 1991; ARASCHEWSKI & PETERS 1992;
TARASCHEWSKI, 2000). Unterstiutzt durch die Ausschittung von Chitinasen ist der
Acanthor dieser Acanthocephalenarten in der Lage diese innergtke Biktiv zu pene-
trieren.

4.1.1 Archiacanthocephala

Es konnte kein nennenswerter Unterschied im Aufbau der Eihllle dersuaiten
Archiacanthocephalenartévi. moniliformisund M. hirudinaceusfestgestellt werden.
Der Aufbau der Archiacanthocephaleneier erfolgt stets nach dechegtePrinzip und
jede der vier verschiedenen Eihullen scheint bei allen Archiacaphalenarten die
gleichen Funktionen auszutiben. Deshalb ist nicht verwunderlich, dasbeiueifen
Eiern vonM. moniliformis,die aus unterschiedlichen Herkunftslandern stammten, kein
Unterschied im Aufbau der Eihllle erkennbar ist.

Die runde bis ovoide Form der ArchiacanthocephaleneieRASCHEWSKI, 1988,
1989) steht in Zusammenhang mit der Verbreitung dieser Eier aulLdad) wobei
verschiedene Insekten, wie Kéfer oder Schaben, die Rolle der Zwischditverteom-
men haben. Auf dem Land sind die reifen Acanthocephaleneier bis sieinemm e
geeigneten Zwischenwirt gefressen werden deutlich grofReren und héiuingechani-
schen Beanspruchungen durch ihre Umwelt ausgesetzt als Acanthocepdalent
aquatischem Entwicklungszyklus. Aufgrund der physikalischen Gesetzénendha-
rakterististischen ovalen Gestalt tberstehen Archiacanthoceplaleselbst grofie,
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haufig wiederkehrende mechanische Belastungen vollig unbeschadet. Zumal tlie zwei
aullerste Eihllle FauBerst massiv gebaut ist, damit sie diese einwirkenden mechani-
schen Belastungen abfangen kann.

4.1.1.1 Morphologie der Archiacanthocephaleneihtllen

DIE AURERE EIHULLE E;

Die dul3erste Eihulle;Hler beiden untersuchten Archiacanthocephiglemoniliformis
und M. hirudinaceusstellt eine sehr diinne Membran dar, die sowohl auf ihrer Aul3en-
als auch auf ihrer Innenseite glatt und strukturlos ist (siehlez8v13.2).

PETERS et al. (1991) vermutete, dass diese Eihtlle dazu dient, den ungesahlupft
Acanthor vor Verdauungsenzymen im Darm des entsprechenden Endwirsizu s
zen. Diese Vermutung wird durch eigene rasterelektronenmikroskopisabres duaftun-
gen gestarkt, da unter dem REM die diinne &uRRerste Eihutler zereinzelt und meist

in sparlichen Teilsticken an den praparierten AcanthocephaleneieM.voaonilifor-
misundM. hirudinaceudetektiert werden konnte. Trotz unterschiedlichster Versuchs-
bedingungen war bei den untersuchten Acanthocephaleneiern keinerlei sigaifika
Unterschied beztglich dem Vorhandensein der auf3eren Eihifieststellbar. Selbst
Archiacanthocephaleneier, die direkt aus der Leibeshdhle adulteliclver Acantho-
cephalen entnommen und sofort in 5%-Glutaraldehyd in 0.1 M Na-Cacodyatpuff
uberfihrt wurden, wiesen die Eihullg B den meisten Fallen nicht mehr auf. Denkbar
ist auch, dass die aul3erste Eihllledarch die elektronenmikroskopische Probenpra-
peration und die dabei eingesetzten Chemikalien abgelost wird. So died boch
keine Informationen bezuglich der wesentlichen chemischen BestarditeiEihllle

E, bekannt (BTERSet al., 1991).

Naheliegender ist jedoch die Vermutung voETRGER & NICcKoL (1974) sowie UN-

ANSKI & NickoL (1976), dass sich die Eihullg Bei Acanthocephaleneiern rasch von
der Ubrigen Eihille ablost, sobald die reifen Parasiteneier ifrelee Natur gelangt

sind. Die dunne Eihille [Edient in diesem Fall den in den Acanthocephaleneiern ent-
haltenen Acanthoren einerseits als Schutzmantel vor den VerdauungsardssrEnd-
wirtes der jeweiligen Acanthocephalenart, andererseits verhindeeirs vorzeitiges
Aufquellen der Archiacanthocephaleneier im Darm des entsprechdfrubnmirtes.
Kame es zu einem vorzeitigen Aufquellen der ArchiacanthocephalereeiBjiiviirde
bereits im Darm des jeweiligen Endwirtes die EihtuljeaB der Sollbruchstelle ausein-
anderweichen und den Schlupfpunkt freigeben. Selbst wenn der noch von den beiden
restlichen Eihullen Fund E, umschlossene Acanthor weder im Darm seines Endwirtes
noch in der freien Natur durch den Schltupfpunkt aus der gedffneten Hhilllaaus-
rutschen wirde, hatte der Acanthor auf einen Schlag durch das Auseingindenv

der Eihllle & fast seinen kompletten Schutz vor mechanischen Beanspruchungen ver-
loren. Selbst die kleinste mechanische Verletzung der empfindlilngillen & bzw.

E, wurde genliigen, um zu einem vollstdndigen Zusammenbruch der Schutzfunktion
dieser Eihullen vor chemischen oder bakteriellen Einflissen pemsotnter diesen




4.1.1.1 MORPHOLOGIE DER ARCHIACANTHOCEPHALENEIHULLEN 191

Bedingungen wirde der schutzlose Acanthor die lange Zeit bis das Acaqfthlecei
von einem geeigneten Zwischenwirt gefunden und gefressen wird, imérisect nicht
unbeschadet Uberstehen.

In der freien Natur drohen dem inaktiven Acanthoren keine Gefahrbnduoech die
Verdauungsenzyme seines Endwirtes und es liegen in dem terhestridabitat der
Parasiten auch keine Milieubedingungen vor, die ein Aufquellen der EEiilewir-

ken kdonnten. Sobald die Acanthocephaleneier in die freie Natur gsiadgthat die
Eihille § bereits ihre ganzen Schutzfunktionen erfolgreich erfillt und wirdiedem
Zeitpunkt nicht mehr benotigt. Jetzt kann ohne Gefahr fir die noch inaktivanthe

ren auf diese aul3erste Schutzhullev&rzichtet werden.

DIE EIHULLE E,

Im Gegensatz zur Eihtlle;Enacht die zweitdul3erste Eihllle Einen Hauptbestand-

teil der Gesamtheit der Eihtllen{E, der Archiacanthocephalén. moniliformisund

M. hirudinaceusaus und springt sofort durch ihr charakteristisches Erscheinungsbild
ins Auge des Betrachters. Da die Eihullengehrschichtig aufgebaut und sehr dick ist,
kann davon ausgegangen werden, dass diese Eihille fur den alleinigen Sehutz de
ungeschlipften Acanthoren vor mechanischen Beanspruchungen verantwottlich is
Aufgrund des nun detaillierten Wissens uber den genauen Aufbau der Eilér
beiden Archiacanthocephal&h moniliformisund M. hirudinaceuskann nahezu aus-
geschlossen werden, dass die Eihtijeals Dehydrierungsschutz fir den ungeschliipf-
ten Acanthoren dient, wie dies noch voeRHYN (2000) vermutet wird. Solch ein
Dehydratationsschutz kann durch eine chemisch entsprechend ausgesattéimiae
Eihille E,;, die sowohl vor mechanischen Beschadigungen durch die EihjildsE
auch vor bakteriellen Beschadigungen durch die Eihidl@dschutzt ist, effektiver
ausgeubt werden.

Im Inneren besteht die Eihulle,Eaus einer kompakten, vollstandig geschlossenen
Schicht, die sich in Richtung,Gn ein verasteltes Geflecht aus feinen Filamenten auf-
spaltet. Diese Schicht des fein verastelten NetzwerkeBimenten funktioniert ver-
mutlich aufgrund ihrer Dicke als “Dammschicht” und nimmt aliewérkenden
mechanischen Belastungen auf, federt sie ab und verteilt sehrgkRig Uber eine
grofRe Flache, so dass kein ernsthafter Schaden an dem Acanthoteineankann.
Ebenso wird die Gefahr, dass einzelne spitze Objekte die Einjiker&plett durch-
dringen, durch den massiven dammplattenartigen Aufbau der EihiillellEommen
unmoglich gemacht. Zudem halten massive, dickere Grate, die dideBdthul3en
netzartig Uberziehen, das ganze Archiacanthocephalenei zusammenhindevarein
allzu leichtes Aufreilien bzw. ein Eindringen groéRerer Strukturen in daweh die
komplette Eihillle Ehindurch.

Diese Funktionsthese fur die Eihullg wird dadurch untermauert, dass die Eihtle E
auf der Seite des Acanthocephaleneis Mormoniliformisund M. hirudinaceusauf
der der apikale Pol des Acanthoren liegt, eine Sollbruchstelle, demasugen
“Schlupfpunkt” oder “hatching point”, aufweist. Dieser “hatching pointfdrdadurch
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gebildet, dass die EihtlleoEan dieser Stelle nicht komplett geschlossen ist, sondern
sich deutlich tberlappt und aneinander schmiegt. Dadurch bijdeh Elieser Stelle
eine grol3flachige Falte.

Im Gegensatz zu den Eiern der Archiacanthocephdlemoniliformisund M. hirudi-
naceusbesitzt die Eihllle Edes Eoacanthocephal® ambiguuskeinen “hatching
point”. Aulerdem ist die Eihulle Evon P. ambiguuszweigeteilt. Die unterteilte
Eihdlle E, von P. ambiguusdient nicht nur dem mechanischen Schutz der inaktiven
Acanthoren, sondern auch der Verankerung der infektiésen Eier an verrottendem Pflan-
zenmaterial. Die Eihulle EvergroRert durch diese Verankerung die Wahrscheinlich-
keit, dass die Acanthocephaleneier der Eoacanthocephalen in einem g&gisseim

von einem geeigneten Zwischenwirt gefressen werden, enorm. Di#leEE, der
Archiacanthocephalen dient im Gegensatz dazu nicht der VerankerurgjfeerEier

an Futtersubstrat.

\Von friheren Untersuchungen und eigenen Beobachtungen ist bekannt, dagtedie be
aullersten Eihullen {Eund B der Archiacanthocephalen aufgrund des osmotischen
Druckes anschwellen und aufrei3ereXBrs et al., 1991). Schwillt im Rahmen des
Schlupfvorganges der Acanthoren die Eihllieal, dehnt sie sich aus und die beiden
sich tberlappenden Bereiche der zweitdulRersten EihjileetEhen auseinander. Am
Ende des Quellvorganges klaffen die Archiacanthocephaleneier an‘hdaning
point” weit auseinander. Erst durch diese automatische Offnung déieEhiam “hat-
ching point” kann der Acanthor der Eihille Entweichen. Dies geschieht entweder
indem der Acanthor, der noch immer von den keratin- und chitinhaltigenletiHg)

und E; umgeben ist, zusammen mit diesen beiden inneren Eihullen aus dée BEhl
rutscht bzw. schiel3t BRASCHEWSKI, 2000) oder indem der Acanthor noch im Inneren
des Eis durch aktive Kontraktions- und Schneidebewegungen mit seinen mordere
Haken die beiden inneren Eihullery End E; zerreil3t und anschlieRend durch den
offenstehenden “hatching point” aus der Eihuljehihauskriecht. Der aktivierte Acan-
thor ware bei den Archiacanthocephaleneiern gar nicht in der Lagiedirt solide und
dicke Eihtlle B aus eigener Kraft aufzubrechen, bevor die von einem Zwischenwirt
gefressenen Eier von diesem wieder zusammen mit seinen &isggsschieden wer-
den.

Sowohl beiM. moniliformisals auch béi. hirudinaceuseigte sich, dass die Acantho-
ren, die noch von den Eihillerg Bnd E umschlossen sind, innerhalb der auf3eren
Eihllle E etwas Spiel haben, so dass die Acanthoren zusatzlich durch ein kleiies Luf
polster vor Erschitterungen innerhalb der Acanthocephaleneier geschutzt sind.

DIE BEIDEN INNEREN EIHULLEN E3UND E4

Bei den beiden inneren Eihlllen BEnd E; handelt es sich um diinne Gebilde, die aber
nicht minder wichtige Funktionen erfullen. Im Gegensatz zu der inneEtgille E
stellt die Hullschicht Eein solides und festes Gebilde dar, das mit seiner leichtlgewel
ten Oberflachenbeschaffenheit an die Oberflache von Vogeleiern erimadmtend die
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Eihille & keratinhaltig ist, enthalt die innerste Eihlllgkei den Archiacanthocepha-
len M. moniliformisund M. hirudinaceusChitin (BRAND, 1940; BTERS et al., 1991;
TARASCHEWSKI, 2000).

Die Einlagerung von Keratin in bestimmte Eihullen (z.B). &folgt, damit die infekti-
0sen Acanthocephaleneier auch langere Ruheperioden vor Bakterienangriffe
geschutzt Uberstehen kdnnen ARRMCHAND, 1984A; RTERS et al., 1991; ARA-
SCHEWSKIet al., 1992; ARASCHEWSKI, 2000). Es ist bekannt, dass bei Eiern des Acan-
thocephalercanthocephalus dirudie keratinhaltige Eihulle Ebei einer Wassertem-
peratur von 4 °C sechs Monate lang vollkommen erhalten bleibt, wahre&d(tkeste
Eihldlle E rasch von Bakterien vollstandig abgebaut wircE{®GER & NICKOL,
1974).

Die beiden inneren Eihullen stellen aufgrund ihrer chemischen Zusasetzung ein-
deutig einen essentiellen Schutz des ungeschltipften Acanthoren vor schadlichen bakte
riellen, chemischen und physiologischen Umwelteinfliissen dar.

Daher wird vermutet, dass der zum Schlipfen stimulierte Acanthserdigeiden
Archiacanthocephalenarten die Penetration der innersten EihjitieirEh Ausschei-
dung von Chitinase unterstutzte(fERrset al., 1991; ARASCHEWSKI & PETERS 1992).

Da die Aktivierung der inaktiven Acanthoren bereits im Eiinneren geisthst davon
auszugehen, dass die beiden inneren Eihlllgi,Eder ArchiacanthocephaleM.
moniliformis und M. hirudinaceuszum grof3ten Teil mechanisch zerstort werden.
Ansonsten konnten sich die Acanthoren wbnmoniliformisundM. hirudinaceushre
Energiereserven aufsparen und erst mit ihren stereotypen Beweguegdazgginnen
nachdem die innerste Eihillg Burch die ausgeschiedene Chitinase vollstandig aufge-
|6st ist. Der Acanthor musste jedoch auch in diesem Fall,éaltécht noch zuséatzlich
ein keratinabbauendes Enzym sezerniert, die zweitinnerste Hi8ilkeechanisch zer-
storen. Da es aul3erst unwahrscheinlich ist, dass der Acanthbt. voaniliformisund

M. hirudinaceuszur Destruktion der EihillengEund E, zwei verschiedene Enzyme
sezerniert, muss aufgrund der eigenen Beobachtungen davon ausgegangen werden,
dass die Acanthoren dieser Acanthocephalenarten die beiden inneiédélarEs und

E, rein mechanisch zerstoren. Es sollte fur die Acanthoren im &tbkgin Problem
darstellen die innerste Eihulle Hurch geringste Haken- bzw. Kérperbewegungen zu
zerstoren, da diese Eihille den Acanthoren im Acanthocephalenei &irigeesiliegt.

Es ist daher zu vermuten, dass die Chitinase, DieBlDS (1966) detektierte, nicht der
Zerstorung der Eihulle Fdient, sondern der Perforation der peritrophischen Membran
von P. americana.

Die Aufgabenverteilung fur die vier verschiedenen Eihillen ist logischetfiedttiv.
Durch die massive Eihulle,Bvird nicht nur der Acanthor selbst vor mechanischen
Beschadigungen geschitzt, sondern gleichzeitig auch der chemische und lleakterie
Schutzpanzer des Acanthocephaleneis, die Eihtlleund E,. Wirden diese beiden
Eihdllen aul3erhalb der Eihulle,Biegen, kdnnten sie leicht mechanisch beschadigt
werden und der chemische bzw. bakterielle Schutzmantel des Acanthorsnidiieg.

Auch die Ausstattung der Eihulle, Enit Keratin (MARCHAND, 1984A; FETERS et al.,
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1991; TARASCHEWSKI, 2000) ist sinnvoll, da dadurch der mechanische Schutzmantel
auf Dauer gegen Bakterienangriffe geschutzt ist und kein Abbdfinstan kann. Die
Eier bleiben mehrere Jahre lang infektios.

4.1.2 Eoacanthocephala

Auch die Eier des Eoacanthocephalnambiguussind nach dem von MRCHAND
(1984A) postulierten Schema aus vier verschiedenen Eihillen aufgeleasindskom-
pakt gebaut und weisen eine ovale Form auf (siehe 3.3).

Der AcanthocephalB.ambiguusesitzt eine dinne und empfindliche Eihllle Wie

bei den beiden Archiacanthocephadn moniliformisund M. hirudinaceuskann bei

dem untersuchten Eoacanthoceph&emmbiguudie &ulRerste Eihulle;Eur in den
seltensten Fallen unter dem REM detektiert werden. Zu vermuten ist, dass auch bei de
reifen Eiern vorP. ambiguudie aulRerste Eihulle;Ehur von kurzer Lebensdauer ist
und eine zeitlich sehr begrenzte Schutzfunktion fir den ungeschlipfterthAcen
tubernimmt. Naheliegend scheint eine ahnliche chemische Zusamnuegseater
Eihille E; des Eoacanthocephal& ambiguuswvie bei den untersuchten Archiacan-
thocephalen, da die Eihille lBuch beiP. ambiguusn den meisten Féllen durch die
rasterelektronenmikroskopische Probenaufarbeitung verloren geht.

Die Eihllle  von P. ambiguudiegt in ihrer Gesamtheit direkt auf der &uf3eren Teil-
schicht von B auf. Im Gegensatz dazu wurde bisher davon ausgegangen, dass die
aulerste Eihulle foei den Eoacanthocephaldeoechinorhynchus rutilindP. ambi-
guusnur teilweise durch Auswiichse der Eihulleuaterstitzt wird (RRASCHEWSKI et

al., 1992; RRASCHEWSKI, 2000). Dies konnte jedoch zumindest Firambiguusein-

deutig widerlegt werden. Gelangen die infektibsen EierRioaimbiguusnit den Faces

des Aals in das Aul3enmilieu ihres Wirtes, |6st sich spatekiensasch die aul3erste
Eihdlle E ab und legt den &ul3eren Teil der EihUBetEi.

Die zweitaulRerste Eihille,Ehat auch bei dem Acanthocephalnambiguuseine
Bedeutung fur den Schutz des ungeschliipften Acanthors vor mechanischen Beschadi-
gungen. Darauf deutet hin, dass diese Eihijlewke bei allen anderen untersuchten
Eoacanthocephalenarten, zum Schutz vor Bakterienangriffen keragnhiglti
(TARASCHEWSKI et al., 1992). Im Gegensatz zu den Erkenntnissen veRCNAND
(1984A) weist die relativ dicke Eihulle,Eeinen zweiteiligen Aufbau auf und ist von
solider Beschaffenheit ¢gRrze, 1998). Wird der Aufbau und die Beschaffenheit der
Eihille E, des EoacanthocephalPnambiguusnit der Eihtlle der beiden untersuchten
ArchiacanthocephaleM. moniliformisund M. hirudinaceusverglichen, entsteht der
Eindruck, dass die Eoacanthocephaleneier im freien Gewasser vebsseitlivdcheren
mechanischen Belastungen ausgesetzt sind als die Archiacanthocephalahdeher
eine deutlich diinnere bzw. schwécher ausgebildete Einjibeditzen.

Der aul3ere Teil der Eihulle,Ebesteht aus einem einem Faden ahnelnden dinnen
“Band”, das nahtlos um den inneren Teil der EihliljegEwickelt ist und am inneren
Teil der Eihllle B mehr oder weniger kompakt anliegt. Die Aul3enenseite dieser Eihul-




4.1.2 EACANTHOCEPHALA 195

lenschicht weist eine strukturlose und glatte Oberflache aafb&nderartige Wickel-
struktur der aufReren Eihullenschicht voyvErleiht dem reifen Acanthocephalenei von
P. ambiguu®in charakteristisches Erscheinungsbild, das durch die Eihiiim&urch
sichtbar ist und sogar unter dem Lichtmikroskop eindeutig erkannt werden kann.

Durch ein Aufquellen dieser auf3eren Eihullenschicht reien die Ndibtelas Band

der aufgewickelten Eihille £zusammenhalten, an den beiden Enden der Eier auf und
die banderartige Struktur der auf3eren Teilschicht wldE sich nahezu vollkommen
von der inneren Teilschicht von, &b. In einem schmalen mittleren Bereich des Acan-
thocephaleneis voR. ambiguudindet dieser Abloseprozess jedoch nicht statt, sondern
die beiden Teilschichten der Eihullg Eleiben fest miteinander verbunden. Aufgrund
von transmissionselektronenmikroskopischen Untersuchungen ist jedocllasfoer
auszugehen, dass sich der dul3ere Teil der Eihjikeeits wahrend des Reifeprozes-
ses an den beiden Eienden von dem inneren Teil der Eihiglel&st. Ist die Eihulle £
entfernt und findet der Quellprozess der Eihllestatt, platzen die Nahte der Wickel-
struktur auf und die geschlossene Umwicklung der inneren TeilsatuohE, beginnt

sich aufzulosen. Die an einem Ende abgeltsten “Eihillenb&nder” bzw. “Eihtllenfaden”
der Eihllle B treiben frei im Wasser umher. Sobald diese “Eihlllenfaden” aehei
festen Gegenstand stofRen, wickeln sie sich um das entsprechee#éie @bjm und
verankern dadurch das Acanthocephalenei daran.

Erstmals konnte nachgewiesen werden, dass die Funktion der dul3eremtgikiille
schicht von B vonP. ambiguusindeutig in der Verankerung der Acanthocephaleneier
an lebendem oder verrottendem Futtersubstrat der entsprechendsrhetwirte
besteht. Fressen die geeigneten Zwischenwirte,GaBimarus tigrinusihre typische
Nahrung, nehmen sie automatisch auch die daran verankerten reifen Againdterce
eier oral zu sich und infizieren sich At ambiguusTARASCHEWSKI et al. (1992) ver-
muteten zwar, dass die Verankerung der Acanthocephaleneier eineofudkt
Auswuchse der Eihille Evon P. ambiguussein kénnte, konnten diese Eihullenfunk-
tion jedoch nicht beweisen. Aul3erdem gingaRASCHEWSKI et al.(1992) davon aus,
dass es sich nicht um eine zunachst vollstandig geschlosseméitatisler Eihllle E
handelt, sondern um einzelne fadige Ausstilpungen der zweitduRersten Eihtille.

Erst die innere Eihullenteilschicht vory Eon P. ambiguuswveist eine Oberflachenbe-
schaffenheit auf, die durch das Vorhandensein von gré3eren oder kleumaten Aus-
stulpungen gekennzeichnet ist. Im Gegensatz dazu ist die InnenselEehidke B
vollkommen glatt. Derartige Ausstulpungen der EihtljeMérden bei dem Eoacantho-
cephalenNeoechinorhynchus rutifils Abstandshalter angesehen, die die EihgllsmE
einer korrekten Position verankernaRASCHEWSKI, 2000). BeiP. ambiguusesitzen
diese Ausstllpungen vermutlich eine andere Funktion. Denkbar ist, dasudies
schiedlich grof3en “Noppen” der inneren Eihillenteilschicht verd&u dienen die
Eihulle zu verstarken bzw. zu versteifen. Die im Gewasser alitiillle einwirkenden
Krafte kénnen durch die zahlreichen “Noppen” auf der Aul3enseite Haldcbesser
aufgenommen und verteilt werden, ohne dass an der Eihille ein graviesehdelen
entsteht.
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Die Eihulle & vonP. ambiguushat somit drei auf3erst wichtige, aber sehr unterschied-
liche Funktionen, die sie alle effektiv erflllen muss:

» Verankerung der Acanthocephaleneier an dem Futtersubstrat geeignestenen-
wirte durch den aufReren Teil der Eihlllg E

» Schutz des ungeschlipften Acanthoren vor mechanischen Beschéadigungen durch

den inneren Teil der Eihulle,E

» Schutz des ungeschlupften Acanthoren vor bakteriellen Angriffen durérdage-
rung von Keratin in die Eihtlle £

Werden die reifen Acanthocephaleneier zusammen mit dem eigenthcitiersubstrat
der Gammariden oral aufgenommen, wirken durch den intensiven Eins&armena-
ridenmundwerkzeuge viel starkere mechanische Krafte auf digelmbé Eihulle E
ein als im freien Gewasser. Eine derartige punktuelle medmnBeanspruchung der
Eihdlle durch die Mundwerkzeuge der Gammariden fuhrt dazu, dass diecbertdi
Eihille E, aufbricht. Der innere Teil der Eihtlle,Bst von solider, aber sproder
Beschaffenheit. Diese Sprodigkeit der Eihtlle hat zur Folge, dasgeiger Sprung in
der Eischale relativ geradlinig von seinem Entstehungsort tber dimtgeEfange
bzw. Eibreite verlauft. Durch solch einen Riss zerbricht diéilig E, in zwei Teile und
setzt den ungeschlipften Acanthoren im Magen bzw. Darm des Gatam#égi. Der
noch ungeschlipfe Acanthor ist jetzt nur noch von den beiden inneren Eigiiliexl
E,, aus welchen er sich aktiv befreien muss, umschlossen.

Bei der Eihulle 5 vonP. ambiguushandelt es sich nur um eine diinne Eihllle, die kei-
nerlei mechanischen Schutz mehr fir den umschlossenen AcanthotehtdRETZE,
1998; TARASCHEWSKI, 2000). Da die Eihllle £im Darm vonG. tigrinus nach dem
Ausschlipfen der Acanthoren problemlos detektiert werden kann und &eBeuren
von Verdauungs- bzw. Abbauerscheinungen aufweist, wird vermutet, dass dlie

E3 nicht durch Enzyme der aktivierten Acanthoren perforiert wirdREECHEWSKI|,
2000). Es war jedoch vollkommen unklar, ob die geschlossene Eihidlie&g durch
Veranderungen des osmotischen Druckes im Inneren des Acanthocephedestéid
wird oder ob doch eine enzymatische Unterstiitzung durch die aktiviscterthoren

in das Geschehen eingreift{(@AscHEwskK|, 2000). Durch die hier vorgelegten rastere-
lektronenmikroskopischen Untersuchungen wird erstmals belegt, da&satithoren
von P. ambiguushre apikalen Haken aktiv dazu einsetzen die geschlossene Eijille E
mechanisch aufzureiRen. Zudem ist eine Zerstorung der Eihidlefgrund von osmo-
tischen Druckveranderungen unwahrscheinlich, gaiBe sehr faltige Struktur auf-
weist. Da die Aktivierung des Acanthors vBnambiguusind somit dessen stereotype
Bewegungszyklen im Ei beginnen, dirfte auch die innerste EihjillerP. ambiguus
rein mechanisch zerstort werden.
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4.1.3 Palaeacanthocephala

Die Eihllle der Palaeacanthocephala ist wie die Eihtlle delnidcanthocephala und
die Eihtlle der Eoacanthocephala aus vier verschiedenen EihiyHep &ifgebaut
(MARCHAND, 1984A; TARASCHEWSKI & PETERS 1992). Da die infektibsen Eier der
Palaeacanthocephalen im Wasser relativ geringen mechanisclastuBgen ausge-
setzt sind und keine Austrocknungsgefahr fur die inaktiven Acanthoremtéstalie
Gesamtheit der Eihlllen,EE,, wie bei den Eoacanthocephalen, insgesamt nur relativ
dunn.

Die Gestalt der untersuchten Palaeacanthocephaleneiér vanae E. gadi P. laevis

P. botulusist weder rund noch oval, sondern spindelférmig bzw. keulenformigr{M
CHAND, 1984A; TARASCHEWSKI, 1988, 1989). Vorstellbar ist, dass diese spindelfor-
mige Gestalt den reifen Eiern der Palaeacanthocephalen erméglaintzwischen
kleinen Steinen bzw. Sandkérnern zu verkeilen oder sich mit den Spitz8piddel in
verrottendem Pflanzenmaterial festzusetzen.

Wie bei den Archi- und Eoacanthocephalen scheint die dul3erste EipdkenESchutz
vor Verdauungsenzymen eines entsprechenden Endwirtes zu dienenctizaestsibei
den Palaeacanthocephalen bei der EihUjleud eine strukturlose, diinne Membran
handelt und diese sich im Freien sehr rasch vom lbrigen Ei abloshéddieobachte-
ten auch @TINGER & NIcKoL (1974), WZNANSKI & NickoL (1976) sowie BRGER &
NickoL (1998). Die zweitaulRerste Eihulle Eeigte bei allen untersuchten Palaeacan-
thocephalenarten, wie bei dem EoacanthocephRlesmbiguus einen zweigeteilten
Aufbau. Ein Teil der Eihulle Eist vollkommen geschlossen, wogegen der andere Teil
von E aus langen, dinnen Faden bzw. Bandern (“fibrillar coat”) bestehunuigen
geschlossenen Teil der Eihulle BEerumgewickelt sind (MNNE & HONIG, 1954; MAR-
CHAND, 1984A; TARASCHEWSKI & PETERS 1992; TARASCHEWSKI, 2000).

Diese langen, fadigen Bander der Eihtliesihd je nach Acanthocephalenart in unter-
schiedlichem Wickelungsmuster um das restliche Ei herumgeschlungenh Jeatese-
acanthocephalenart wird dabei entweder das gesamte Ei von den BRagdern
umwickelt oder derartige Faden sind nur an den beiden Enden der spindgdfoErer
ausgebildet. Dieser unterschiedlichen Umwickelung der Eier sckeiimt besondere
Bedeutung zuzukommen. Wie bei dem Eoacanthoceplral@mbiguusgeben diese
fadigen Bander im Gewasser ihre mehr oder weniger “ordentlidheiicklung des
tbrigen Eis rasch auf und treiben frei im Wasser umher. Mitreigade bleiben die
Faden von E immer mit der dbrigen keratinhaltigen Eihille, Eest verbunden.
Dadurch dienen diese Faden der Eihliljevide beiP. ambiguusder Verankerung der
infektibsen Eier an Pflanzenmaterial, wodurch ihre Wahrschkkdit von Zwischen-
wirten gefressen zu werden deutlich erhéht wirdNANSKI & NickoL, 1976; WL-
LIAMS & JONES 1994).

Die verankerten Palaeacanthocephaleneier werden von den entsprechgisdberz
wirten (Amphipoden, Isopoden), bei denen es sich um “Schredderer” hanusit,
sichtlich zusammen mit dem Pflanzenmaterial, wie z.B. abgetail Blattern oder
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Algen, oral aufgenommen. Um die Acanthocephaleneier als Nahrung #iwidiehen-

wirte attraktiver zu machen, lagern zH.laevisundP. minutuszusatzlich Polysaccha-
ride bzw. Proteoglycane als Lockstoff in die granularen ZwischenraumehdgieEgin
(TARASCHEWSKI, 1989; TARASCHEWSKI et al., 1992; WSTHEIDE & RIEGER 1996). Im
Gegensatz dazu konnten bei dem EoacanthocepRaleambiguusnur sehr geringe
Mengen an Polysacchariden nachgewiesen werdeRAGCHEWSKI et al., 1992).
Sowohl beiP. ambiguusals auch beP. laevisundP. minutuskommen Proteoglucane

in den granularen Zwischenrdumen der Eihllle vorRASCHEWSKI, 1989;
TARASCHEWSKI, 2000). Durch den hohen Proteoglucangehalt sinken die Acanthoce-
phaleneier rasch zu Boden und werden dort von den Zwischenwirten aufgespdrt.

AuRRerdem ist bekannt, dass die Eihullediiger Palaeacanthocephalen zum Schutz
der Acanthoren vor bakteriellen Angriffen mit Keratin ausgestatetwahrend die
innerste Eihtlle Evon A. anguillag P. laevis P. minutusChitin enthalt (WAITFIELD,

1973; TARASCHEWSKI & PETERS 1992). Zudem ist davon auszugehen, dass die
geschlossene Eihille,Eauch bei den Palaeacanthocephalen fur den mechanischen
Schutz der ungeschlipften Acanthoren verantwortlich ist. Da die langéleBfaden

von E ebenfalls keratinhaltig sind, wird eine dauerhafte Verankerungideaf dem
Pflanzenmaterial gewahrleistet, die durch bakteriellen Abbau nicht zu eergttr

Uber die Funktion der Eihtllengiind E; bei den Palaeacanthocephalen ist noch nichts
Naheres bekannt. Es ist gut moglich, dass sie ebenfalls dem Schutz deemnakan-
thoren vor Bakterien und schadlichen chemischen Stoffen dienen.

4.2 Uberlebensfahigkeit der Acanthoren im reifen Ei

Die Acanthoren der Acanthocephalen besitzen, geschitzt durch iHsehaiege
Eihtlle, eine wirklich erstaunliche Uberlebensfahigkeit. Diese ldbensfahigkeit ist
notwendig, wenn die Acanthocephaleneier zusammen mit dem eingeschio&sane
thoren ihre Funktion als bedeutendstes Verbreitungsstadium der AcantHenepha
erfolgreich erfullen wollen. Es ist méglich, dass die infektiosen &er Acanthocepha-
len unter Umstanden eine sehr lange Zeit in der freien Nagerd, bevor sie von
einem geeigneten Zwischenwirt gefunden und gefressen werden. Wahreed die
Ruhephase dirfen die Parasiteneier ihre Infektiositat nicht odén geringen Mal3en
verlieren.

Die Acanthoren der beiden Archiacanthocephalerhirudinaceusund M. monilifor-

mis lie3en sich noch nach tber 24 Monaten in physiologischer Lésung bei 8 °C ohne
Probleme zum Schlupfen stimulieren. Dabei konnte nicht festgestetien, dass die
Schlupfrate nachgelassen hatte. Dies deckt sich mit ErkenntnisseARK@ILD &
CROMPTON (1987). Die bei 8 °C gelagerten Acanthoren Yorambiguudiel3en sich

nach acht Monaten noch problemlos zum Schliipfen stimulieren. Die maxiieitk-
bensdauer bei 8 °C konnte nicht ermittelt werden, da die Eivorrate vorhebiaufget
waren.
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Aufgrund der morphologischen Beschaffenheit und der chemischen Awsgtalkr
Eihdlle der verschiedenen Acanthocephalenarten, ist davon auszugehele dass-
thoren auch bei Temperaturen tber 8 °C sehr lange Uberleben kénnea beald °C
gelagerten Acanthocephaleneivorrate WbrmoniliformisundM. hirudinaceudereits
nach sechs Monaten und vBnambiguusiach vier Monaten aufgebraucht waren, kann
keine Aussage zur maximalen Uberlebensdauer der Acanthoren deucintemsAcan-
thocephalenarten bei 18 °C getroffen werdeRN®ALD & CROMPTON (1987) lagerten
die reifen Eier vonM. moniliformisbei 22 °C langer als 30 Monate, ohne dass die
Acanthoren geschadigt worden wéren.

Andere Acanthocephalenspezialisten stellten je nach Lagerungesogdiberlebens-
fahigkeit der Acanthoren innerhalb ihrer Eihdlle von tber 3.5 JahrerSmSD(ER &
KATES, 1940; KATES, 1942). Solch eine lange Lagerfahigkeit wird den Acanthoren
durch einen hohen Glykogengehalt ermdglichias(&ING, 1985). Eigene Untersuchun-
gen mit dem EoacanthocephalEn ambiguuszeigten eine Uberlebensfahigkeit von
dessen Acanthoren von Uber acht Monaten. Andere aquatische Acanthocemialen
sen eine ahnlich lange Uberlebensfahigkeit auf. Die Acanthocephaleneidep-
torhynchoides thecatusnd Octospinifer macilentibleiben in wassriger Losung bei

4 °C neun Monate und die Eier v&omphorhynchus bulbocollind Neoechinorhyn-
chus rutilisechs Monate fir die geeigneten Zwischenwirte infekti@s(DsT11, 1949;
WILLIAMS & JONES 1994). Eine derartig lange Uberlebensfahigkeit ermoglicht den
Acanthocephalen das Uberdauern langerer ungiinstiger Lebensumstande undsogar ve
schiedener Jahreszeiten.

Die reifen Acanthocephaleneier dirfen ihre Infektidsitat auchr wetschiedenartigs-
ten Milieubedingungen nicht verlieren und missen zudem mit extrentevaSkun-
gen dieses Umgebungsmilieus zurechtkommero(@Tton 1970). Den Winter
Uberstehen die von den Eischalen umhiillten Acanthoren vieler Acanthoceptele
trotz Minusgraden unbeschadete@®usTi, 1949; QRompPTON, 1970). Die reifen Eier
von Polymorphus minutusind sogar nach 2.5 Monaten bei -22 °C noch immer flr
geeignete Zwischenwirte infektios YNES & NICHOLAS, 1963). Insbesondere die
Archiacanthocephaleneier missen ebenso gut mit sehr heiRen Temgpevedhrend
der Sommermonate als auch mit mechanischen Belastungen oder baktémglrif-

fen zurechtkommen.,

Deshalb weisen die Acanthocephaleneier zahlreiche Anpassungen &bemsdeind-
liche Umwelt auf, die sowohl einen strukturell unterschiedlicRérillenaufbau als
auch eine unterschiedliche chemische Zusammensetzung der Eihillen unifassen (
CHAND, 1984A; ETERSet al., 1991; ARASCHEWSKI, 1988, 1989, 2000).
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4.3 Stimulation der inaktiven Acanthoren zum Schlipén

Die aktive Phase des Acanthors im Entwicklungszyklus der Acanthoeapbeadjinnt

mit seiner Aktivierung im Magen-Darm-Trakt eines geeignetens@wanwirtes und
endet, sobald der Acanthor das Hamocoel dieses Wirtes erreicAukiar handelt es

sich bei dem Acanthor um ein inaktives Stadium, das im reifen Acanthocephalenei dar-
auf wartet von einem geeigneten Zwischenwirt gefressen zu werden.

Die wirtsspezifischen Schlisselreize, die die AktivierungAtsanthoren im Verdau-
ungstrakt eines Wirtstieres und damit das Schlipfen der Acantbereentsprechen-
den Acanthocephalenart initiieren, sind noch unvollstandig erforscht. Vogeei
NematodenAscaris lumbricoidesAscaridia galli Toxocara mystgxist bekannt, dass
die richtige Konzentration von geléstem und ungeléstem Kohlendioxid zusammit
dem Oxidations-Reduktions-Potential des zu den Parasiteneiern zugagébediums
ausschlaggebend fur den Schlipferfolg der Parasitenlarveroseg@’ 1958, 1960 &
1961).

Das Schltipfen der Acanthoren findet in der Regel im MitteldsesWirtes statt. Auch
bei den Acanthocephalenarten scheint es so zu sein, dass das |l@wemmmidarm der
Zwischenwirte zusammen mit einem geeigneten pH-Wert einehendsnde Rolle
dabei spielt, ob das erste Larvalstadium zum Schlipfen stithwleeden kann oder
nicht (EbMONDS, 1966). Ein hoherer pH-Wert entspricht dem Darmmilieu der Zwi-
schenwirte eher als ein niedrigerer pH-Wert, da bei Laborexpetén mitM. monili-
formis, M. hirudinaceusndP. ambiguusstets der grof3te Schltpferfolg der Acanthoren
bei pH 9 erzielt wurde. BEMONDS (1966) dokumentierte im Vergleich dazu bei dem
Archiacanthocephalekl. moniliformisbei pH 7 eine Schlupfrate von 10 %, wéhrend
sie bei pH 8.0 60 % betrug. Aufgrund dieser Ergebnisse steht festieiapH-Wert bei
Schlupfexperimenten zwischen pH 7.5 und pH 9.0 liegen sollte, um einenadexi
Schlupfrate der Acanthoren zu erzielen.

Im Gegensatz dazu konnte kein allzu gravierender Einfluss der Tatunpeuf das
Schlupfverhalten der in Mitteleuropa heimischen Acanthocephalendrteronilifor-

mis, M. hirudinaceusind P. ambiguusbeobachtet werden. Daher ist davon auszuge-
hen, dass die Acanthoren in der Regel in Mitteleuropa vom Friihjaburisierbst ein
nahezu konstantes Schltupfverhalten aufweisen. Ausschlief3lich im Winfesrbpera-
turen um die 10 °C vermindert sich die Schlipfrate dieser Remasgién merklich.
Dabei spielt es keine Rolle, ob ein Acanthocephale einen aquatischiexrmeterres-
trischen Entwicklungszyklus besitzt. Ahnliche Ergebnisse erzielteoEDs (1966) bei

M. moniliformis Die Acanthoren dieser Acanthocephalenart schltipften bei 4 °C gar
nicht. Bei Temperaturen tiber 10 °C konntaMENDS (1966) keine temperaturbedingte
Veranderung des Schlipfverhaltens feststellextels (1942) konnte ebenfalls keinen
Einfluss der Temperatur (< 45 °C) auf das SchlupfverhalterMidrirudinaceuseob-
achten. Da die Acanthoren weder ein Nervensystem noch Sinnesorgirenb&ann
das Schlupfverhalten der Acanthoren nicht durch unterschiedliche Licaliresse
beeinflusst werden. Im Gegensatz dazu kénnen die Erkenntniss®&Monks (1966)




4.3 SIMULATION DER INAKTIVEN ACANTHOREN ZUM SCHLUPFEN 201

bestatigt werden, dass das Elektrolyt Natriumhydrogencarbonatiebssttum die
Acanthoren zum Schlipfen zu stimulieren. Eine 0.3 molare Salzlosutigrindie
Milieubedingungen des Darmes eines Zwischenwirtes am besten, darlvendung
von 0.3 molarer Natriumhydrogencarbonat-Schltipflésung stets die meistathAcen
von M. moniliformis, M. hirudinaceusndP. ambiguusktiviert wurden

Sowohl die Acanthoren der beiden ArchiacanthocephalenisitemoniliformisundM.
hirudinaceusals auch die Acanthoren des Eoacanthoceplialambiguusconntenin-
vitro zum Schlupfen stimuliert werden. Die Acanthoren der untersuchtanti®oce-
phalen schlupfen bei einer geeigneten Stimulation sehr schnelitsB2@eMinuten
nach der “Schlupf-Stimulation” waren Acanthoren von allen dreinftcacephalenar-
ten geschlupft. Sechs Stunden spater konnten nur noch vereinzelt Acartibore
Schlupfen beobachtet werden, d.h., die meisten Acanthoren dieser Acahtiecep
schlupfen innerhalb der ersten sechs Stunden nachdem die reifen reggeigneten
Zwischenwirten gefressen wurden.

Beim Zerkleinern ihrer Nahrung bearbeiten die Zwischenwirte di@nfhocephalen-
eier zusammen mit den Ubrigen Nahrungsbestandteilen ausgiebig.nidiesanische
Einwirkung der bei3end-kauenden Mundwerkzeuge der entsprechenden Zwischenwirte
auf die reifen Acanthocephaleneier ist fur die Aktivierung der noch ireak#hcantho-

ren und damit fir den Fortgang des Entwicklungszyklusses der Acanthocegéide
dezu von existentieller Bedeutung. Ohne eine derartige Bearbeitung dathéc
cephaleneier durch die Mundwerkzeuge von Zwischenwirten kdme es imnMage
Darm-Trakt der Zwischenwirte vermutlich nie zu der Aktivierung einesganzAcan-
thoren. Dies erwies sich bi-vitro Versuchen mit den beiden Archiacanthocephalen-
artenM. moniliformisund M. hirudinaceusund dem Eoacanthocephalenambiguus
eindeutig. Es gelang weder Acanthoren whrmoniliformisnoch vonM. hirudinaceus

oder gar von dem Eoacanthocephdfeimmbiguusn-vitro zum Schlipfen zu stimulie-

ren, ohne dass die eingesetzten Acanthocephaleneier vor Uberfiihrimeg Scheliipf-
LAsung nach EMONDS (1966) zuvor mindestens sechs Minuten lang mechanisch bean-
sprucht worden waren. Kirzere mechanische Bearbeitungen (1 MirMin.) der
infektibsen Eier fuhrten zu keinem sichtbaren Schlipferfolg. Erstinamiveise ist die
durch die mechanische Bearbeitung erzielte Beschadigung der Ehidte minimal,

dass im Rasterelektronenmikroskop kein Unterschied zwischen meaxthbeerbeite-

ten und unbearbeiteten Acanthocephaleneiern zu erkennen ist.

Durch unterschiedlichste Versuchsbedingungen, die ohne eine mechanisalmegRe

der Acanthocephaleneier zu Beginn auskamen, konnte nicht ein einziger Acanthor zum
Schlupfen animiert werden. Weder der bakterielle Angriff auf diilEen im Teich-
wasser, noch die Einwirkung von Trypsin auf die Acanthocephaleneiedexsr Rei-

zung durch Ultraschall reichte aus, um die Acanthoren zum Schlipfé@ewegen.
Selbst Versuche, die den Weg eines Archiacanthocephaleneis vomuba&mbes
Endwirtes hin zum Darmlumen eines Zwischenwirtes durch emekiiungsphase mit
anschlieRender Wiederbefeuchtung imitieren sollten, schlugen vollkommen fehl.
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Insgesamt benotigen die Acanthoren eine exakt aufeinander abges8Stmmitation,

um erfolgreich zum Schlipfen aktiviert zu werden. Bei dieser Stirualatiuss es sich
um eine Kombination aus mechanischer Einwirkung und chemischer Reiauhgjrha

die in einer bestimmten Reihenfolge aufeinanderfolgen. Die mechantSawirkung

auf die Acanthocephaleneier darf dabei in ihrer Bedeutung keinesftischatzt wer-
den, da sie die aulRere EihullglBkal zerstort und dadurch erst den chemischen Reizen
den Weg ins Eiinnere zum noch inaktiven Acanthoren ebnet.

Die Zeit, welche die aktivierten Acanthoren zum Schliipfen bendtigariiert zwi-

schen 15 Minuten und 48 StundemrR@EMPTON 1970; NckoL, 1985; WLLIAMS &

JONES 1994). Bei dem eigentlichen Schlupfprozess der Acanthoren handalhesn

eine Kombination von passiven und aktiven Prozessen. Die passivesderomsden

durch die orale Aufnahme der Acanthocephaleneier durch einenhi@misat und die
darauffolgende Einwirkung von dessen Verdauungsenzymen auf diese Acanthocepha-
leneier reprasentiert, wahrend es sich bei den aktiven Prozessea Higatibewegun-

gen der aktivierten Acanthoren handelt.

4.3.1 Zwischenwirtspezifitat

Einige Acanthocephalenarten weisen eine sehr ausgepragte Zwistheemifitat auf,
wie z.B. der Eoacanthocephdfe ambiguugSAMUEL & BuLLock, 1981), wahrend
andere Acanthocephalenarten ein relativ breites Spektrum an moghwisrhenwir-
ten besitzen (REEHLING & MOORE, 1993).

Falls bei einer Acanthocephalenart eine Spezifitdt bezidkshZwischenwirtes vor-
handen ist, dirfte diese Zwischenwirtspezifitat zu groRen Teil@lealmmunantwort
des Zwischenwirtes auf das Eindringen der Acanthoren in seiroét@hliegen. Von

P. americanaeinem geeigneten Zwischenwirt vibh moniliformis ist bekannt, dass
zunachst alle Acanthoren, welche die Darmwand der Schabe erblgrenetriert

haben, von Hamocyten des Wirtstieres abgekapselt werden. DiesgggAbwehrre-

aktion des Wirtes soll den Eindringlingen die Zufuhr von SauerstoffNiidstoffen

abschneiden. Wahrend die Acanthoren Morhirudinaceusfir welchenP. americana

keinen geeigneten Wirt darstellt, im Hamocoel der Schabe im ldmufZeit vollkom-

men abgekapselt werden, vermindert sich im Gegensatz dazu diel Aez&lamocy-

ten, die die Acanthoren des Acanthocephal&nmoniliformis umgeben, im Laufe
weniger Tage deutlich (RHERAM & CROMPTON, 1972; lACKIE & HOLT, 1988).

Die unterschiedliche Immunantwort des ZwischenwiReamericanehat ein Uberle-
ben der Acanthoren der “passenden” Acanthocephal&hamoniliformiszur Folge,
wahrend alle Acanthoren des “ungeeigneten” Parasitemrudinaceudurch Melani-
sierung abgetttet werden RNSON & STRICKLAND, 1969). Eine durchaus ubliche
Immunantwort von Insekten auf den Befall mit parasitischen Laadien (&Rims-
TONE et al., 1967; RBINSON & STRICKLAND, 1969; HAO & WANG, 1992). Eine derar-
tige Immunantwort ist auch von verschiedenen Kaferarten bei |Befdl M.
hirudinaceusdokumentiert (KISER, 1893; MLLER, 1943; KATES, 1943).
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VOLKMANN (1991 & 1993) vermutet, dass das Phenoloxidasesystem in den Epithelzel-
len des Mitteldarmgewebes und in den Hamocyten durch das Eindringen der Parasiten-
larven in das Hamocoel des Wirtes aktiviert wird und bei dem Alekapgsprozess

eine bedeutende Rolle spielt. Ob dePiramericandiberlebend®l. moniliformiseine
Madglichkeit gefunden hat das Phenoloxidasesystem der Schabe zu hemman dider
Enzymaktivitat dieses Systems zu einem spéateren Zeitpunkt abgekistgeonnte

noch nicht eindeutig geklart werdenRIBINAN & CHENG, 1975; lACKIE & HOLT,

1988; WOLKMANN, 1991). Es ist moglich, dass die Zwischenwirtspezifitat der Acantho-
cephalen auf Prozessen beruht, die nach der Darmwandpenetratidwcatgkors
ablaufen, d.h., die Zwischenwirtspezifitdt der Acanthocephalen kdonnteamistder
Penetration der Darmwand des Zwischenwirtes zum Tragen kommrAS@HEWSKI,

2000).

Eine altersbedingte Zunahme der Resistenz von Zwischenwirten gegeingbéyoan-
thocephaleninfektion ist weit verbreitet I0dOL & DAPPEN 1982; (ETINGER &
NIcKoL, 1982; BRATTEY, 1986). Dennoch sind Behauptungen, dass der Darm des Zwi-
schenwirtes aufgrund seines Aufbaus und dem Vorhandensein einespbésithen
Membran eine Barriere fur die Acanthocephalen darstellt, fraggijRkters, 1992;
MOORE & CROMPTON 1993). Zumal bekannt ist, dass die Acanthoren mancher Acan-
thocephalenarten Chitinase ausscheidem(@Ds, 1966). Desweiteren zeigten Expe-
rimente mit den SchabenartBiauphoeta cinereazw. Eublaberus posticyslie gegen

den Acanthocephalekl. moniliformis resistent sind (REEHLING & MOORE, 1993),
dass diese Tiere auch bei Umgehung der Darmwand nicht mit dieser Acahtdeoe

art infiziert werden kénnen (MoRE& CROMPTON, 1993). Trotzdem sollte nicht ausge-
schlossen werden, dass der Aufbau bzw. die chemische Zusammegseler
peritrophischen Membran an der Zwischenwirtspezifitdt der Acaefiaden beteiligt

ist.

Denkbar ist, dass das Vorhandensein bzw. Fehlen von Schlisselreizen rip kbiveéa-
milieu, Verdauungsenzyme), die fur eine Aktivierung der Acanthoren unbedingt not
wendig sind, fur die Zwischenwirtspezifitdt der Acanthocephalenntwaatlich ist.
Erstaunlicherweise konnten jedoch sowohl die beiden ArchiacanthocegptiaieM.
moniliformis bzw. M. hirudinaceusals auch der EoacanthocephBleambiguusunter
identischen Versuchsbedingungen erfolgreich zum Schlipfen stimuliedemver
obwohl die Archi- bzw. Eoacanthocephalen sehr unterschiedliche Lebewsiiesit-
zen. Dies deutet darauf hin, dass die grof3te Bedeutung flr die Zwistbpexifitat

der Acanthocephalen bezlglich des Schlipfens der Acanthoren auf der Einwirkung der
Mundwerkzeuge des Zwischenwirtes auf die Eihtijed&s jeweiligen Acanthocepha-
leneis beruhen konnte.

Madglicherweise setzen die verschiedenen Zwischenwirte ihre Mukdewege unter-
schiedlich stark zur Zerkleinerung der Nahrung ein. Gelingt es einemmnitht die
Eihllle E eines entsprechenden Acanthocephaleneis wéhrend der oralen Aufnahme
mit seinen Mundwerkzeugen ausreichend zu beschadigen, dringen nachfolgende
Schlupfreize (pH-Wert, lonenmilieu, Verdauungsenzyme) gar nichtubdem inakti-
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ven Acanthoren vor. Der Acanthor kann nicht feststellen, dassremsi©armlumen
eines Zwischenwirtes befindet. Diese Hypothese wird durch dagudee zur Schlipf-
stimulation der Acanthoren mit vorheriger mechanischer Reizung gefdig¢zAcan-
thoren der beiden Archiacanthocephaknmoniliformisund M. hirudinaceudiel3en
sich nach mehrminutiger Bearbeitung der relativ grof3en Archiacanthdéeepiea mit-
tels eines Glaspistills problemlos zum Schlipfen stimuliebe@.Acanthoren vorP.
ambiguuskonnten durch diese Methode nie zum Schlipfen bewegt werden. Erst durch
mehrminitiges Mahlen der Eier in feinkérnigem Quarzsand gelang eshAcamt/on
P. ambiguuseihenweise zu aktivieren. Vermutlich sind die Eoacanthocephaiensie
P. ambiguuzu klein, so dass deren Eihtillg @urch Einwirkung des Glaspistills nicht
ausreichend stark beschadigt wird. D.h., die Form und Gr6Re der Acanthiecepdr
muss von den GrolRenverhéltnissen zu den Mundwerkzeugen der Zwisch@aswirte
sen, damit die Acanthoren zum Schlipfen stimuliert werden.

4.4 Die Bedeutung der aktiven Eigenbewegung der Actroren

Der Acanthor ist das einzige Stadium im Entwicklungszyklus dantkocephalen, das

nach eigenen Beobachtungen unaufhdorlich stereotype Bewegungen abspult. Die Fahig-
keit des haken- und stachelbewehrten Acanthoren zu aktiven Beweguymglerlis
essentielle Rolle im Leben des Acanthoren, ohne die der Acantiner &ezige seiner
Aufgaben erfolgreich bewaltigen kdonnte. Der Acanthor wirde klaglich nochigwen e
zelnen Eihdllen umschlossen zugrunde gehen.

Bei dem stereotypen Bewegungsablauf der Acanthoren handelt es sstheuperfekt
aufeinander abgestimmte Folge von rhythmischen Aktionen einzelner Kérperkomparti-
mente. Erst die Gesamtheit aller Einzelbewegungen fuhrt zuféindie Acanthoren
idealen Gesamtbewegung, die zu einer Vorwartsbewegung fihrt. Aufgrundnven U
suchungsergebnissen zur Bewegungsfahigkeit von Acanthoidoraliformis monili-
formis (WHITFIELD, 1971), beilaufigen Erkenntnissen an AcanthorenMoniliformis
moniliformis, Macracanthoryhnchus ingens, Mediorhynchoides thecamasLep-
torhynchoides thecatU$100RE, 1946A, 1946B; BGIusSTI, 1949) sowie eigenen Beo-
bachtungen an Acanthoren v moniliformis M. hirudinaceusund P. ambiguus
muss davon ausgegangen werden, dass die Acanthoren der meisten Acangocephal
arten ein nahezu identisches Bewegungsverhalten besitzen.

Der stereotype Bewegungszyklus des Acanthoren l6st vom ungeschlipften Acanthoren
bis zum Larvalstadium des Cystacanthen alle gestellten Anfordergihgjehermalien

gut, so dass der Acanthor mit seinem Verhalten nicht auf verarndergebungsbedin-
gungen zu reagieren braucht. Die stereotypen Bewegungszyklen der Acanthdren s
daher sowohl vor und nach dem Schlipfen des Acanthors als auch wahrBadrder
wandpenetration identisch. Auch konnte kein gravierender Unterschidlauaf des
Bewegungszyklusses der Acanthoren \Wnmoniliformis M. hirudinaceusund P.
ambiguudestgestellt werden.
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Einmal aktiviert, spult der Acanthor ohne die geringste Abweichung bisean
Lebensende sein typisches Verhaltensrepertoir ab, das ihmer kohen Prozentsatz
die Weiterentwicklung zum Larvalstadium des Cystacanthen ermdglicht.

4.4.1 Bedeutung der Bewegungsfahigkeit wahrend des Schlipfprozess

Bereits MOORE (1946A) vermutete, dass Eigenbewegung des AcanthoreMuaiti-

formis moniliformissowohl fir den Schlipfvorgang als auch fir den Penetrationspro-
zess der Darmwand des Wirtstieres von grof3er Bedeutung sind. £@wutsdi (1949)
handelt es sich bei dem Schlipfvorgang der Acanthoren um eine Kombinatipas+on
siven und aktiven Prozessen, wobei die Eigenbewegungen der Acanthoedtikm
Prozess darstellen. Im Gegensatz dazu wird der passive Pdozelssdie Aufnahme

der Eier durch einen Zwischenwirt und die darauffolgende Einwirkung votiraya

tischen Enzymen verkorpert. 1966 auRem&&\NDS den Verdacht, dass schneidende
oder sagende Bewegungen der apikalen Haken des Acanthoren eine Rolle wéhrend de
Schlipfprozesses spielen.

Bei in-vitro-Versuchen mit reifen Eiern der Archiacanthocephalenakierhirudi-
naceusund M. moniliformissowie des Eoacanthocephalnambiguuskonnte beob-
achtet werden, dass die ungeschltipften Acanthoren bereits im Acgpithtenei mit
stets gleich ablaufenden, stereotypen Bewegungszyklen beginnen. Ebensonsind
Acanthoren des Acanthocephalalymorphus minutusich wiederholende Korperbe-
wegungen im Acanthocephalenei dokumentiesRASCHEWSKI, 2000).

Die Acanthoren untersuchter Acanthocephalenarten vollfihren rhythmisoperkie-
wegungen, sobald die noch von den Eihillen umschlossenen Acanthoren im Magen
bzw. Darm des entsprechenden Zwischenwirtes durch geeignete Faktaretasw
Darmionenmilieu oder den richtigen pH-Wert, aktiviert wurden. Beeestypen Bewe-
gungszyklen der Acanthoren umfassen bereits im Acanthocephalenei Kotpattion

onen als auch aktive Bewegungen der grol3en, apikalen Haken bzw. derekleiner
Korperstacheln und dienen der mechanischen Zerstérung der innerenrEatilied

E4.

Die mechanische Zerstérung der inneren Eihljev&n den aktivierten Acanthoren
einiger Acanthocephalenarten kdnnte zuséatzlich chemisch durch die Adsscjheon
histolytischen Enzymen, wie z.B. Chitinasen oder Keratinasen, tirigtrsverden.
EDMONDS (1966) konnte belegen, dass aktivierte Acanthoren des Archiacanthocepha-
len M. moniliformis eine Chitinase ausscheiden. Interessanterweise ist die eénerst
Eihllle E, dieser Acanthocephalenart chitinhaltigARRSCHEWSKI, 2000). RTERS et

al. (1991) und ARASCHEWSKI & PETERS(1992) vermuten, dass die innerste Eihulle E
der Acanthocephaleneier zunéchst mittels einer Chitinase enggmaerforiert und
anschlieRend mechanisch mit Hilfe der Haken des Acanthors penetriert wisceiRall
chemische Unterstitzung der mechanischen Eihullenpenetraticimdgdit konnen
nicht bei allen Acanthocephalenarten Chitinasen als histolytischgrtenzum Einsatz
kommen. Von den beiden Eoacanthocephderambiguusund Neoechinorhynchus
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rutili ist bekannt, dass die innerste Eihllg Kein Chitin enthalt (ARASCHEWSK|,
2000). Daher wird vermutet, dass die Eihulleder Palae- und Archiacanthocephalen
Chitin enthalt, wahrend in £der Eoacanthocephalen keinerlei Chitin vorkommt
(TARASCHEWSKI, 2000).

Eine rein chemische Perforation der Eihlllepuid E kann aufgrund der beobachte-
ten Verwendung der apikalen Haken und Stacheln des Acanthors beinddratans-
prozessen der inneren Eihdllen ausgeschlossen werden. Hinzu kommite diaissrdte
Eihldlle E; dem ungeschlupften Acanthoren aufgrund der kompakten Lagerung der
Acanthoren im Acanthocephalenei eng anliegt. Die innerste EihjillenSchlief3t den
kompletten Acanthor mitsamt den leicht abstehenden Haken und IStalshienapp sit-
zende “2. Haut”. Geringfligigste Haken- bzw. Kdrperbewegungen reichen dem A
thor aus, um die geschlossene innerste EihujlelEzerstéren und sich daraus zu
befreien. Anschliel3end durfte sich der Acanthor daran machen, diecH it Hilfe

seiner apikalen Haken zu durchbohren und mechanisch eine Art “Deckel” abzutrennen.
Die These der mechanischen Eihillenzerstérung wird durch Beobaahtwoge
EDMONDS (1966) und WAITFIELD (1971) gestltzt. AuBerdem ist die Eihlllg \Eeler
Acanthocephalenarten keratinhaltig, so dass eine vorhandene ChifitaseNps,

1966) & gar nicht abbauen kann.

Eine enzymatische Perforation der Eihtllg ¥or ihrer mechanischen Penetration
konnte nicht beobachtet werden. Selbst bei aktivierten Acanthorediev&ihille &
solange vollkommen geschlossen, bis der Acanthor sie mit seinen Hakenvatise
mechanisch zerstorte. Durch die herausgeschnittene Offnung entweidktashthor
der restlichen Eihulle f£und gelangt von den beiden auf3eren Eihtllgaoril B voll-
kommen ungehindert in das freie Darmlumen seines Wirtstieres.

4.4.2 Bedeutung der Bewegungsfahigkeit im Darmlumen eines
Zwischenwirts

Nachdem der Acanthor geschlupft ist, besteht das einzige ZieAcksthoren im
Erreichen der Darmwand seines Wirtstieres.

Durch ihre koordinierte Kérperbewegung erzielen die Acanthoren ngehex Beob-
achtungen, wie auch nach Untersuchungen vamBELD (1971), bedeckt von Salzl6-
sung selbst zwischen zwei extrem glatten Glasoberflachen eimgNsibewegung.
Dies ist bemerkenswert, da der Fortbewegungsmechanismus der Aeantfat flr
solch glatte Oberflachen konzipiert wurde und unter diesen Bedingungesineur
auRerst geringe Effizienz aufweist. AucCHWFIELD (1971) fuhrt diese Vorwartsbewe-
gung der Acanthoren auf die richwartsgerichteten Stacheln am himtérperende
zurtick, die als Sperrhaken fungieren und ein Zurtickrutschen des Acan#itoend
der Vorwartsbewegung verhindern. Zwischen den glatten Glasoberflaciuen dier
Acanthor mit seinen riickwartsgerichteten Stacheln kaum Halt. Zfiddet das api-
kale Ende des Acanthors mit seinen grof3en Haken keinen Angriffspunkt.
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Ist ein Acanthor im Darm eines Zwischenwirtes geschlupftf &1 auf vollkommen
andere Umgebungsbedingungen als Acanthorenndigro zum Schlipfen stimuliert
wurden. Der Darm freilebender Zwischenwirte ist bei aubexidem Nahrungsvor-
kommen prall geftllt mit einem Gemisch von sorgfaltig zerkléareNahrungsstticken
und Bakterien. Sowohl die kleineren Korperstacheln als auch die grqidciea
Haken der Acanthoren treffen in diesem Nahrungsbrei auf ausreichend Widanstand,
fur eine bestandige Vorwartsbewegung sorgen zu kdnnen. Dabei erzieltatghdyc
eine Vorwartsbewegung, die deutlich mehr Vorschub erzeugt als aufjtien Glas-
flache. Nach WITFIELD (1971) erreichen die geschlipften Acanthoren Momnonili-
formiseine Geschwindigkeit von zwei Zentimetern pro Stunde.

Bei ultrastrukturellen Untersuchungen an geschlipften Acanthoreivvomonilifor-
mis, M. hirudinaceusund P. ambiguuskonnten keine Sinnesorgane gefunden werden,
die einem Acanthoren Informationen Utber seine momentane Umwethliednnten.
Dies deckt sich mit den Befunden vonsReCHT et al. (1997) an ungeschlupften Acan-
thoren vorPolymorphus minutus, Neoechinorhynchus rutildM. moniliformis.Es ist
nicht notwendig, dass der Acanthor die Darmwand aktiv aufsptirt. Beispéan der
Darmwand kommen keinerlei sensorische Fahigkeiten der Parasramizum Tragen
(“no-feedback-system”) (WTFIELD, 1971). Die Parasitenlarve stol3t durch das konti-
nuierliche Abspulen eines von Umgebungsbedingungen unabhéngigen Verhaltensre-
pertoires im Laufe ihrer Vorwartsbewegung rein zufallig auf dignihaand des
Zwischenwirtes. An der Darmwand angelangt, bendétigt der Acanthorsmrsthere fr
die lokale Zerstorung der peritrophischen Membran einen gewissenaubeit
(TARASCHEWSKI, 2000).

Die recht unterschiedliche Verweildauer der Acanthoren im DasyZdéschenwirtes
hangt eindeutig auch mit dem Zeitpunkt des Erreichens der Daminzessammen. Je
nachdem, auf welch direktem oder indirektem Weg ein Acanthor dienieand
erreicht, kann es langere Zeit dauern bis die geschllpfte Larveis@jaem geeigne-
ten Zwischenwirt, das Hamocoel dieses Tieres erreichsleteg 4.4.4). Der Zeitraum
des Erreichens des Hamocoels durch die Parasitenlarve und damidiaukufent-
haltsdauer dieser Larve im Darmtrakt ihres Wirtstieres aoRktvzwischen wenigen
Tagen und Uber 30 Tagen (@RE 1946A, 1946B; WITFIELD, 1971; SMUEL & BUL-
LOCK, 1981; GXTTINGER & NiIckoL, 1982; AHA0, 1990; \OLKMANN, 1991; WLLIAMS

& JONES 1994). Da die Acanthoren keinerlei Energie aus ihrer Umgebung aufnehmen,
beruht diese Langlebigkeit der Acanthoren auf enormen Glykogenvorratediedie
Parasitenlarven bereits als inaktive Acanthoren eingelagert habern (8, 1985).

Der Darm einer Schabe véh americanahat beispielsweise einen durchschnittlichen
Durchmesser von ungefahr 400 um. Die Darmwand selbst ist 100 umWliak-(
FIELD, 1971). D.h., ein Acanthor, der in das HadmocoelRoamericanagelangen will,
muss maximal 500 um zurticklegen bevor er sein Ziel auf direktem kié&ighe hat.

Da der Acanthor voi. moniliformissich nach eigenen Untersuchungen und Untersu-
chungen von WITFIELD (1971) mit einer durchschnittlichen Geschwindigkeit von
zwei Zentimetern pro Stunde vorwartsbewegt, konnte der Acanthotsbeaeh sehr
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kurzer Zeit das Hamocoel vdn. americanaerreicht haben. Dennoch bendtigt der
Acanthor haufig 10-12 Tage oder seltener sogar Uber 30 Tage bevor ditecRiaae

das Hamocoel seines Wirtstieres erreicht haiLQKANN, 1991). Solch eine extrem
langer Penetrationszeitraum lasst sich nur mit einem aufdigtktem Weg erklaren,
welchen der Acanthor zuriicklegt bevor er auf die Darmwand Difftch eigene Beob-
achtungen an geschlipften Acanthoren whnmoniliformis, M. hiurdinaceusind P.
ambiguuskann ausgeschlossen werden, dass der Acanthor den Ablauf seiner gleichméa-
Big verlaufenden Bewegungszyklen zeitweilig unterbricht und dadurch \8&inde-
rungsgeschwindigkeit herabsetzt.

Stol3t die Parasitenlarve auf einen grofReren Widerstand, hat dehdctdt immer
die Darmwand erreicht. Schlief3lich besteht der Darminhalt éppeschen Zwischen-
wirtes einer Acanthocephalenart, wie bereits oben erwahnt, aus edtgissigen
Nahrungsbrei, der dem Acanthoren in der Regel wenig Widerstand entgegensetzt. Den-
noch fahrt der Acanthor solange unbeirrt mit seinen stereotypengBagszyklen fort
bis er in die Leibeshthle seines Wirtstieres eingedrungen ist undemiVeiterent-
wicklung zum Cystacanth beginnt. Dieses “sture” Verhalten des Amantivelches
unabhangig von Informationen tber seine Umwelt ist, fuhrt dazu, dassantharen
versuchen jedes Objekt zu penetrieren, welches ihnen einen gewissensteyid ent-
gegenstellt. Daher kann es vorkommen, dass Acanthoren versuchen sdgaretie
Eihtllen bereits geschlupfter Parasitenlarven zu penetrierenidDis die Acantho-
ren jedoch nicht besonders gravierend, da die Acanthoren die PeneteaBonke
solange durchfuhren bis sie die Leibeshdhle ihres Wirtstiereglarioder ihr Leben
beendet haben.

Aufgrund der grol3en Anzahl von Acanthocephaleneiern, die ein Zwischenvarhzus
men mit seiner Nahrung oral aufnimmt, wird sichergestellt, dassrnzlest einige
Acanthoren in gegebener Zeit tatsachlich die Darmwand erreichesiaipdnetrieren.
Der Zyklus der Acanthocephalen bleibt am Laufen.

4.4.3 Bedeutung der Bewegungsfahigkeit wahrend der Darmwandpenet-
ration

Hat der geschlipfte Acanthor die Darmwand erreicht, muss ez thege Barriere
uberwinden, bevor er sein Ziel erreicht hat und sich im Hamocwess@/irtes befin-
det. Da die Darmwand, insbesondere die peritrophische Membran, durciufibem
der Parasitenlarve mehr Widerstand entgegenstellt als der Nabmeirigs Darmlumen
des Zwischenwirtes, kommen nochmals alle Austattungsmerkmale @eshacs zu
einem letzten ausgiebigen Einsatz.

Durch die Ausfihrung von stereotypen Bewegungszyklen erreicht der Acairthor e
lokale Zerstérung des Darmwandgewebes seines Wirtes. Aufgrund deesyschen
Anordnung der apikalen Haken und des runden Kérperguerschnittes der Aaanthore
entsteht eine kreisférmige Offnung in der Darmwand des entsprechendh&nwyir-

tes der Acanthocephalen. Durch diese Offnung presst sich der Acanthas Hamo-
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coel seines Wirtstieres. Ohne die Befahigung zur aktiven Bewegung && nie zu
einer derartigen Zerstdérung der Darmwand. Der Acanthor kbnnte&tasddel seines
Wirtstieres nicht erreichen. Der Entwicklungszyklus der Acanthodephveire abge-
brochen.

Die vorderste Hakenreihe am apikalen Pol des Acanthors idtdfiarste mechanische
Beschéadigung der Darmwand verantwortlich. Wahrend eine Kontraktion akmbe
Retraktormuskeln des Acanthors eine vollstandige Invagination des hakeaibe
apikalen Pols erzielt, kommt es durch Relaxation dieser beiderakzangeordneten
Retraktoren zu einem pl6tzlichen Ausschleudern der apikalen HakemaRenspit-
zen der vordersten Hakenreihe treffen mit ihrer Spitze auf dienand und schnei-
den beim Umklappen nach hinten in diese hinein. Durch wiederholtes Irer@gini
bzw. Evaginieren des apikalen Pols des Acanthors wird die Beschadiguzom-
wand groler. Im Lauf der Zeit schneiden mehr und mehr Haken in chenad hin-
ein, so dass der Acanthor langsam in die Offnung der Darmwand hinehtkries
entsteht eine kreisrunde Offnung, die dem Durchmesser des apikageseBa@ntspre-
chenden Acanthors entspricht.

Die kleineren Korperstacheln, die zahlreich Uber den hinteren Kdgvehcanthoren
verteilt sind, kdnnen durch Kontrahieren bzw. Entspannen der subepithéliakku-
latur aktiv abgespreizt oder angelegt werden. Durch diese unterschiedlidtegStel
caudalwarts gerichteten Korperstacheln wird ein ZurtickrutscheAaderthoren wah-
rend der Darmwandpassage verhindert. Die abgespreizten Kérperstalidelich im
Darmwandgewebe verhaken, unterbinden grofRere Bewegungen der Acanthoren
Richtung Darmlumen.

Ohne eine Mdglichkeit zur aktiven Bewegung der Kérperstacheln wimdecanthor
immer wieder in das Darmlumen seines Wirtstieres zurlckrats da die apikalen
Haken des Acanthors zeitweilig vollstandig invaginiert sind und Aeemthor dann
keinen Halt in der Darmwand bieten. Falls ein Acanthor, der g&ngerstacheln nicht
bewegen kann, wider Erwarten das Hamocoel seines Wirtstiemshenm konnte,
durfte dieser Acanthor flr die Darmwandpassage deutlich langeridemdls ein
Acanthor, der zur Bewegung der Korperstacheln beféhigt ist. Durch dieakbatr der

subepithelialen Muskulatur kommt es zudem zu einer deutlichen Verkirzung des hinte-

ren Korpers der Acanthoren.

Falls die Oberflache der Acanthoren tatsachlich von einem Limpidiiberzogen ist,
durfte dieser Uberzug der Verminderung der Reibung der Acanthoremndiber
Darmwandpassage dienen. Aufgrund solch eines “Gleitfilmes” konntekcdighoren
die Darmwand mit einem deutlich geringeren Kraftaufwand passiétinzu kommt,
dass das fusionierte Kryptensystem der Acanthoren aufgrund der autah¢hdren
einwirkenden Dricke in der Lage wéare “Gleitmittel” (Lipid, Mucogmaccharide)
exakt an den Korperstellen des Acanthors abzusondern, an welcheradibdken es
gerade am meisten bendtigen.
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4.4.4 Die Lebensspanne aktivierter Acanthoren

Die Lebensspanne aktivierter Acanthoren, die einerseits die Schhigp¥Wanderungs-
phase im Darmlumen und andererseits die Penetrationsphase der DarmsvAfidsde
tieres umfasst, erstreckt sich bei den verschiedenen Acanthtareten Uber dulerst
unterschiedliche Zeitraume (siehe Tabelle 13). Selbst von ettéxi Acanthoren ein
und derselben Acanthocephalenart sind groRe Unterschiede in ihrer “lLedreres’s
bekannt, die auf mdglichen zeitlichen Varianzen in jeder Funktionsphagealahors
beruhen.

Zunachst kann die Aktivierungszeit der Acanthoren unterschiedlich seiile dacan-
thoren fur die Aktivierung eine gewisse Zeit bendtigen, um zu erkedass sie sich in
dem Verdauungstrakt eines geeigneten Wirtes befinden. Die Aktiviaeihdsingt
unter anderem mit der Intensitat der Einwirkung der Mundwerkzeugg&vdschen-
wirte auf die aufgenommenen Acanthocephaleneier zusammen (siehAnrs&)lie-
Rend bendtigen die aktivierten Acanthoren unterschiedlich lange, um sichraws
Eihtllen zu befreien. Je schneller die Acanthoren der untersichied|Parasitenarten
mit ihren apikalen Haken die inneren Eihlllen zerstdren, desto lrhgelangen sie
als “freie” Larven in das Darmlumen ihres Wirtes. Letztarkdtrfte die Zeit, welche
die ausgeschlipften Acanthoren benétigen, um die Darmwand zu erreichgrijXie
Verantwortung fur die enormen Zeitdifferenzen sowohl innerhalb einenthoeepha-
lenart als auch zwischen den unterschiedlichen Acanthocephateaitn Erreichen
des Hamocoels des Zwischenwirtes tragen. Die Darmwandpenetreliist isste
bei allen Acanthoren derselben Art in etwa gleichlange dauern. Umtsdscin der
Dauer des Penetrationsprozesses zwischen den einzelnen Acantrescapdraldiirf-
ten mit der Dicke und dem Aufbau der Darmwand des entsprechendsthwmivirtes
zusammenhangen. Sicherlich muss auch der Einfluss der Umgebungstengugfratur
die Ablaufgeschwindigkeit der einzelnen Vorgénge bericksichtigt werden.

Normalerweise betragt die Phase als aktiver Acanthor inwigkitingszyklus der
Acanthocephalen nur wenige Tage, sie kann sich jedoch auch tber 30seaEken.

Eine derartig lange Phase als Acanthor kbnnen Acanthocephalenaed, urdi-
naceus M. moniliformis, Mediorhynchus grandis, Echinorhynchus truttaker P.
ambiguus einzig aufgrund der grof3en Glykogenvorrate ihrer Acanthoren Uberstehen.
Diese Glykogenvorrate dienen den Acanthoren der Acanthocephalen ajseEasar-

voir, da sie wahrend ihrer gesamten Existenz keine NahrstoffaraustJmgebung auf-
nehmen ($ARLING, 1985; TARASCHEWSK], 2000).
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Tabelle 13:Angaben zum Leben von Acanthoren verschiedenerthoaaphalenarten (verandert nach
WILLIAMS & JONES 1994)

Art T?{:n)p. Schlu?rf]?auer Pe(;w:ttjzti(c;]r;s— d:ib,igzg;uoerrs
(Tage)
Moniliformis dubius bzw. 21-23 05-6 720-840 > 35
Moniliformis moniliformis
Macracanthorhynchus ingens 21-23 05-6 240 - 284 >12
bzw. M. hirudinaceus
Mediorhynchus grandis 22 ? 240 - 284 >12
Paratenuisentis ambiguus 22 -25 05-6 20 - 96 1-14
Paulisentis fractus 21-23 ? 2-4 1-7
Octospinifer macilentis 21 1-4 24 1-4
Neoechinorhynchus saginatus 25 1-2 36 1-35
Neoechinorhynchus rutili 15 6-12 ? 1-6
Neoechinorhynchus cristatus ? 1-2 24 - 120 ?
Pallisentis nagpurensis ? 8-12 30-48 ?
Echinorhynchus truttae 17 1-20 11-20 1-25
Echinorhynchus lageniformis 23 ? 48 1-4
Leptorhynchoides thecatus 25 0.75 ? 1-2

4.5 Bedeutung der Cysteinproteinase Cathepsin L furid
Acanthoren vonM. hirudinaceus

Das Enzym Cathepsin L zahlt zu den Cysteinproteinasen der Papaefddese
besitzen eine wesentliche Bedeutung beim Umbau zellularer undediti@er Prote-
ine. Papain-ahnliche Cysteinproteinasen von Saugetieren spielenen pahologi-
schen Prozessen, die mit einer Gewebedestruktion verbunden singcleliigselrolle.
Cathepsin L, eine Endopeptidase, degradiert verschiedenartigste@®rate Actin,

Albumin, Myosin, l6sliches und unldsliches Kollagen, Elastin, Fibronektimihiz,

Proteoglucane, Zytosolproteine, extrazellulare Matrixproteine, uswwigDet al.,
1994). Diese groRe Bandbreite an hydrolysierbaren Proteinen ist beindrucisted,
sondere da Kollagen einen Hauptbestandteil zahlreicher Membrantxld@sw et

al., 1994).

Das Eindringen von Parasitenstadien in Wirtsgewebe, z.B. die Hadtsahr haufig
durch die Spaltung von Faserproteinen, die als Strukturmatrix einesodét verbin-
dende und tragende Rolle lebender Organismen spielen, beWmREC(E & BAR-
RETT, 1987; ®LZER, 1994).
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Zahlreiche parasitisch lebende Protozoen und Metazoen besitzen yisthel
Enzyme, die wahrend der Entwicklung des Parasiten lebenswichtige dnarkerful-

len (McKERROW 1989; ™MITH et al., 1993; @ALTON et al, 1996; GHUNG et al., 1997;
PIACENZA et al., 1997; KNG et al., 2000; BrK et al., 2001; BLTON et al., 2003). Die
RuhramobeEntamoeba histolyticaezerniert eine Cysteinproteinase, die eventuell das
Eindringen in die Darmwand des Wirtstieres ermdglictHeKE et al., 1986; SHULTE

et al., 1987). Der digene Trematodasiola hepaticabesitzt neben einer Cathepsin L
Proteinase weitere Cysteinproteinasen, die bei den Metaegrdaridie Penetrations-
prozesse verantwortlich sind yRovA & KEILOVA, 1979; RGE et al., 1989; BITH et

al., 1993). Des weiteren wurden histolytische Proteinasen unter anderegallaevén

des NematodeAncylostoma caninufHOTEZ et al., 1985), behscaris suunfKNOX &
KENNEDY, 1988) sowie beStrongyloides stercorali@fMcKErRrROW et al., 1990) gefun-
den. Eine Cathepsin B Proteinase konnte bei dem parasitischentddentachisto-
soma mansordetektiert werden (8TH et al., 1993). Es ist daher davon auszugehen,
dass der Einsatz proteolytischer Enzyme unter Parasiten gangigeistraim in einen
Wirtsorganismus schnell und effektiv einzudringen. Die ProteolyseWiaisgewebe
kann je nach Ausstattung der Parsasitenstadien entweder rhiamsatien Destrukti-
onsprozessen einhergehen oder auch keinerlei mechanische Unterstitzung erhalten.

Die Cathepsin L Proteinasen scheinen relativ @hnlich gebaut izu ws®bhangig
davon, bei welcher Tierart sie vorkommen. So zeigt die Cathep§iroleinase des
Leberegeld-. hepaticaecine Homologie von 63 % gegenuber der Cathepsin L Protei-
nase des Huhns, eine Homologie von 58 % gegenuber der entsprechenden Proteinase
des Rinds bzw. des Menschen sowie eine Homologie von 53 % gegenlUbethégr- Ca

sin L Proteinase der Ratte bzw. des Protozdoysanosoma crufiSviTH et al., 1993).
Daher ist es nicht verwunderlich, dass die bekannten Molekulargewligh@athepsin

L Proteinasen in einem begrenztem Rahmen zwischen 21-38 kDa schwanken. Da
Molekulargewicht der Cathepsin L Proteinase Worhepaticabetragt beispielsweise

27 kDa (nTH et al., 1993; RRCENzZA et al., 1997; ¥XMASAKI et al., 2002). Dies
stimmt mit dem Molekulargewicht weiterer untersuchter Cathepsberein (MsonN

et al., 1986; dsePHet al., 1988; XMASAKI et al., 1989).

Die deutlichen Banden der Extrakte der infektiosen EieWohirudinaceusauf Hohe

von 37 kDa durften von inaktiven Procathepsin L-Formen stammen. Die inaktiven Pr
cathepsin L-Form weist ein héheres Molekulargewicht auf alskiase Cathepsin L,

da aus der inaktiven Procathepsin L-Form durch spaltende Modifikationspeodas
aktive Cathepsin L entstehtM8H & GOTTESMANN, 1989). Dieser Modifikationsvor-
gang findet nach der Aktivierung der inaktiven Acanthoren statt, so dass dierttivie
Acanthoren vomM. hirudinaceuskeinen detektierbaren Gehalt an inaktivem Procathep-
sin L mehr besitzen. Daher kann in den Extrakten der aktivierten #arant vonM.
hirudinaceusstets eine deutliche Bande im Bereich von 26 kDa beobachtet werden.
D.h., die Procathepsin L-Form wurde vollstdndig in die aktive CathepBiroteinase
umgewandelt. Dies ist logisch, da die Cathepsin L Proteinase ehstieaAcanthorak-
tivierung zur Darmwandpenetration bendtigt wird.
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Da die Acanthoren aufgrund ihrer kompakten Lagerung und der Beschaffenlsi-der
den innersten EihullengEE, diese mit ihren apikalen Haken relativ rasch zerstéren
konnen, ist es unwahrscheinlich, dass die Acanthoren die Cathepsinein&setzur
Zerstorung der Eihlllen einsetzen. AulR3erdem ist von der Cathepsirotkindse
bekannt, dass sie Immunglobuline des Wirtsorganismus binden kann und sArginen
korperangriff auf den die Cathepsin L Proteinase sekretierendesit®araerhindert
bzw. minimiert (AARMONA et al., 1993). Weiterhin wird vermutet, dass Cathepsin L
Proteinase bei zahlreichen Parasitenarten zur invasiven Prota@ysehiedenster
Gewebe Verwendung findet Wb et al., 1994; GLDHOF et al., 2000; KNG et al.,
2000; DALTON et al., 2003). Bei der Cathepsin L Proteinase Wonepaticahandelt es
sich beispielsweise um eine sehr stabile Proteinase, diegarnSatz zu menschlicher
Cathepsin L Proteinase Uber weite pH-Wertbereiche (pH 3.0-8M0l) istg DALTON et

al., 2003). Es wird davon ausgegangen, dass es sich bei dem Einsaéthigsin L
Proteinase um den bedeutendsten Invasionsmechanimus dieser Padstehandelt
(KONG et al., 2000). Der Konzentrationsunterschied an Cathepsin L Proteinase z
schen den inaktiven Acanthoren und den aktivierten Acanthoren deutet liiaralgss
die aktivierten Acanthoren voMl. hirudinaceusdie Cathepsin L Proteinase ebenfalls
zur chemischen Unterstitzung der mechanischen Penetrationsvorgésgtzeain
(siehe 4.5).

Es ist davon auszugehen, dass die aktivierten AcanthoreMvbirudinaceusdiese
proteolytische Proteinase Uber ihre zahlreichen Krypten des fusemi€ryptensys-
tems sezernieren. Interessanterweise nimmt die Anzahl dgitelir bei allen drei
untersuchten Acanthoren vom apikalen Pol in Richtung caudaler Pol dedil{siehe
Tabelle 12 auf Seite 167). Da diese Ausfiihrgange besonders zahlrerohittelbarer
Nahe der apikalen Haken vorhanden sind, wiirde die Cathepsin L Protenekseaiali
dem ihr zugedachten Einsatzort ausgeschittet werden.

Bei diesen Untersuchungen beziglich der Cathepsin L Proteinadensstél heraus,
dass die Cathepsin L Proteinase in Sekretgranula bzw. SekretvesikBlaroepithel-
zellen lokalisiert ist (XMASAKI et al., 1992; 8ITH et al., 1993; BLTON et al., 2003).
Auch beiNecator americanugonnte eine Proteasesekretion durch Exkretionssporen
nachgewiesen werden (UMAREN et al., 1974). Dies lasst darauf schlie3en, dass auch
die Cathepsin L Proteinase vbh hirudinaceusn Sekretgranula bzw. Sekretvesikeln
lokalisiert ist. Daher liegt die Vermutung nahe, dass die Grdmavla Vesikel, die sich

im weitverzweigten Kanal- bzw. Lakunensystem des fusionierteypt&nsystems
befinden, tatsachlich Cathepsin L Proteinase enthalten. Durch $akietser enzym-
haltigen Granula bzw. Vesikel Uber die zahlreichen Poren in der Acah#rfiache
gelangt die Cathepsin L Proteinase vermutlich ins Darmlumen dsprectienden
Wirtstieres und beginnt den enzymatischen Abbau von dessen Darmwandelpéhel
Damit die Darmwand eines Zwischenwirtes der Acanthocephaletieamichtigen
Stelle durch die Cathepsin L Proteinase angegriffen wird, befisddgnsehr viele
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Krypten des fusionierten Kryptensystems im Bereich des apikatantAorpols bzw.
in unmittelbarer Nahe zu den Acanthorhaken. Diese These mesdirals zuklinftig
durch immunologische Untersuchungen verifiziert werden.

Erst durch den sekretorischen Einsatz der proteolytischen Cathepsotdinase bei
Acanthoren des Archiacanthocephalnhirudinaceuggelingt diesen Parasitenlarven
eine schnelle und effektive Penetration der Darmwand des ertspden Zwischen-
wirtes. Durch diese Sekretion von Cathepsin L Proteinase durch tieré&h Acan-
thoren vonM. hirudinaceukommt es sowohl zu einem lokalen enzymatischen Abbau
von Strukturproteinen der Darmwand des entsprechenden Wirtsorganisraustazu
einer gewissen Umgehung der Immunantwort des Wirtes. Die Degradwsztsaiie-
dener Immunglobuline durch sezernierte Proteinasen ist von zahlrg@ahesitischen
Larvalstadien bekannt (@PMAN & MITCHELL, 1982; WHITE et al., 1992).

Auch die Verteilung von Cathepsin L im Kérper der adulten StadienM:ohirudi-
naceusist spannend und aufschlussreich. Der Gehalt von Cathepsin L ist Rrale
boscis der adulten Parasiten relativ grof3, wéahrend in medialer candaler
Korperregion der Adulti deutlich geringere Mengen an Cathepsin L vorhasmaden
Dies konnte damit begriindet sein, dass die Cathepsin L Proteindsadieabwehr
des Endwirtes voM. hirudinaceushemmt und den Angriff durch wirtseigene Antikor-
per deutlich abschwéacht&H et al., 1993). Daher werden Haken der Proboscis der
adulten Warmer vomM. hirudinaceus mit denen sich die Wirmer in der Darmwand
ihres Endwirtes verankern, nur in abgeschwéachter Form vom Immunsgsteind-
wirtes angegriffen.

Aus oben genannten Griinden liegt die Vermutung nahe, dass auch die Agamtor
anderen Acanthocephalenarten mit der Cathepsin L Proteinasestatiegsind, um in
groBer Anzahl besonders schnell und effektiv die Darmwand ihres ectispden
Wirtstieres passieren zu konnen. Die Untersuchungen des Acanthors des&wtio-
cephalen auf die Ausstattung mit proteolytischer Cathepsin LiRastesoll als Aus-
gangspunkt fur zukinftige Untersuchungen dienen. Da die Existenz von Cathepsin L
Proteinase bei einer Acanthocephalenart erstmals nachgewiasel®, wkbnnen
zukinftige Untersuchungen gezielter auf die Suche nach der generellemExistser
Proteinase bei den Acanthocephala ausgerichtet werden. Dieseudmbeigen mus-

sen jedoch im Rahmen anderer Forschungsarbeiten durchgefihrt werden.

AulBer der Cathepsin L Proteinase konnte bei den verschiedenen Emgssthdien
der Acanthocephala sowohl eine ChitinaseM&NDS, 1966) als auch eine Reihe von
Aminopeptidasen sowie eine trypsindhnliche Proteinase nachgewiesdenweL-
ZER, 1994).

Da Chitin kein genereller Bestandteil der Eihullg Her Acanthocephala ist
(TARASCHEWSKI, 2000) und auch die peritrophische Membran der Zwischenwirte nicht
immer Chitin enthalt (Brers 1992), ist die von BMONDS (1966) detektierte Chitinase
nicht generell geeignetyivéhrend des Schlupfprozesses oder die peritrophische Mem-
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bran wahrend der Darmwandpenetration enzymatisch anzugreifen. Auch dtewvon
ZER (1994) detektierten Aminopeptidasen und die trypsinahnliche Proteinafengre
kein aul3erst breites Spektrum an Strukturproteinen an.

4.6 Parasitierung von Zwischenwirten mit Acanthocephlen

Im Allgemeinen verkraften Zwischenwirte Infektionen mit Acanthocepheelativ gut
(HYNES & NICHOLAS, 1958; 3LT, 1963; FOBINSON & STRICKLAND, 1969; NCKOL &
DAPPEN 1982; DEzFuLI et al., 1992; BLKMANN & POLZER, 1994; HJYS & BODIN,
1997; RAISTOW et al., 2001). Auch der Gammari@e tigrinuswird durch eine Infek-
tion mit dem AcanthocephaleR. ambiguusnicht ernsthaft geschadigt AMERS,
1990). Der Befall von entsprechenden Zwischenwirten mit Acanthocephiien
jedoch oftmals zum Verlust ihrer Fortpflanzungsfahigkeit (sog. “cbeme Kastra-
tion”) (REINHARD, 1956). Haufig kommt es aul3erdem zu einer Favorisierung unparasi-
tierter Tiere als Geschlechtspartner bzw. zu einem verand@efmoduktionsverhalten,
das auf physiologischen Veranderungen innerhalb des Wirtsorganismus bems, (H
1955; H'NES & NICHOLAS, 1963; TARASCHEWSKI, 2000).

Eine einzelne Infektion eines Zwischenwirtes mit einer Acamploalenart reicht aus,
um vielfaltige Veranderungen des Zwischenwirtes (Verhaltensanderurgdaveran-
derungen, physiologische Veranderungen, usw.) zu bewirkemHEB & HOLMES,
1973, 1974 & 1977; MORE, 1984A & 1984B; NckoL, 1985; BROWN & THOMPSON
1986; WLSON et al., 1986; MOREet al., 1994; [ELDING et al., 2003; KKizAKI et al,
2003; FERROT-MINNOT, 2004). Diese Veranderungen innerhalb des infizierten Zwi-
schenwirtes fordern die Chancen fir eine Infektion eines geeignetenrtesdwit der
entsprechenden Acanthocephalenart deutlich. Die Bewertung der Auswigkugrg
Acanthocephaleninfektion auf einen Endwirt reicht von harmlos, Gbeektannbare
pathologische Veranderungen und Wachstumsstérungen, bis zum Tod (siehe-1 Einle
tung: Pathogenitét der Acanthocephala).

4.6.1 Experimentelle Parasitierungsraten vorP. americana mit
M. moniliformis

In den eigenen experimentellen UntersuchungeiMmihoniliformisundP. americana
wurde durch das Zusammenspiel von Effekten verschiedener Ursach@asaimtef-
fekt erzielt, der zu den beobachteten unterschiedlich starketisBeénsitaten der
amerikanischen SchabeR. (@mericana mit dem Archiacanthocephal®h. monilifor-
misgefihrt hat:

Jeder einzeln gehaltenen Schabe wurde die gleiche Menge an Eisusgéagng zum
Fressen angeboten, es konnte jedoch nicht exakt kontrolliert werden, wieBeduker
pensionslosung jede Schabe tatsachlich zu sich genommen hat. Aufgrund der hochkon-
zentrierten Eisuspension, die mehrmals grof3flachig tber die angelzbneng der
Zwischenwirte getraufelt wurde, kann davon ausgegangen werden, dassstieen-
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wirte in der Regel mehr reife Eier véh moniliformisoral aufnahmen als sie es in der
freien Natur getan hatten. Durch optische Uberpriifung der angebotenestiiChest
wurden Schaben, die keine Nahrung zu sich genommen hatten, von den Exparimente
zu Beginn ausgeschlossen. Auch das FralRverhalten der restlichenld&renomP.
americanawar nicht immer gleich. Es gab Schaben, die wahrend der Infektionsphase
kaum frallen. Andere Exemplare vBnamericanafralen dagegen sehr viel. Dieses
unterschiedliche FralRverhalten der Versuchstiere beeinflusstepdtere Parasitie-
rungsrate gleich zu Beginn des Laborexperimentes deutlich uncelimitie Anzahl

der Acanthoren, die maximal im Darm der entsprechenden Schabe schlipfen konnten.

Ein weiterer Grund, der die Parasitierungsrate der einges&zteaben beeinflusst,
liegt im Immunsystem und der damit verbundenen Immunantwort der Scgaben
den eingesetzten Parasiteno(MMANN, 1991). Nachdem die Schaben die Eier von
dem Archiacanthocephaldvi. moniliformis oral aufgenommen haben, schlipfen die
Acanthoren, die durch die entscheidenden Schllpfstimulantien aktivieden; im
Mitteldarm der verwendeten Exemplare ¥@namericanaaus, penetrieren die Darm-
wand der Schabe und gelangen in das Hamocoel ihres Wirtstienaaip$, 1985).
Sobald sich die Parasitenlarven im Hamocoel des Zwischenweteslen, sind die
Larvalstadien fur dessen Immunsystem kaum mehr angreifbar. DidsBeéadsitat der
Zwischenwirte ist deshalb mit von der Geschwindigkeit abhangig, dait die
geschlipften Acanthoren die Darmwand ihres Zwischenwirtes aufspirerenettie-
ren. Je langer die Acanthoren flir die Penetration benétigen, desto igtdfie Wahr-
scheinlichkeit, dass sie von der Immunantwort des Zwischenwirtes abgetfitehwe

Bevor die geschlupften Acanthoren die Darmwand ihres Wirtes pepatkénnen,

missen die Larvalstadien der Acanthocephalen zunéchst auf die Badreffen. Es
konnten wéhrend der transmissions- und rasterelektronenmikroskopischersus

chungen der Parasitenlarven jedoch keinerlei Sinnesorgane an deruthiegsob-
jekten detektiert werden. Die geschlipften Acanthocephalenlarveremigtéther im
Mitteldarm ihres Wirtstieres rein mechanisch den stereotypa&re@engsablauf ihres
Verhaltensrepertoires durchfiihren und hoffen, irgendwann auf die Dadnder

Schabe zu stof3en. Die Larven konnen dabei in keiner Weise festsbélles sich tat-
sachlich um die Darmwand ihres Wirtes handelt. Deshalb bohren sigestibllpften
Acanthoren mit ihrem hakenbewehrten Vorderende in jegliches Objekin hiohees

ihnen einen gewissen Widerstand entgegensetzt. Je mehr Acanthsiehligtt auf die
Darmwand ihres Wirtes sto3en und mit der Darmwandpenetration begidesto

hoher ist die Infektionsrate des eingesetzten Wirtes. Je nachiribait der Schaben,
diurfte die Zahl der Acanthoren, die die Darmwand tatsachlielcbten, unterschied-
lich gewesen sein.

Nachdem die Acanthoren die Darmwand des Mitteldarmes zum Hahtoogeenet-
riert haben, fangt das Immunsystem der Schaben an, die Acanthoren darghireére
Abwehrreaktion zu bekampfen. Die Acanthoren werden innerhalb kurzediieh
Hamozyten abgekapseltAtkie & HoLT, 1988), wodurch die Eindringlinge von Sau-
erstoff und Nahrstoffen abgeschnitten werden. Die ersten Larvalstiglidicanthoce-
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phalen besitzen jedoch einen sehr grof3en Energievorrat an Glykogen und benétige
keinen Sauerstoff, so dass diese Abwehrreaktion des WirtesleeMérkung erzielt
(ROTHERAM & CROMPTON, 1972). Durch den Penetrationsprozess der Acanthoren wird
das Phenol-Oxidationssystem sowohl in den Epithelzellen des Mittejdambes als
auch in den Hamozyten aktiviert QUKkMANN, 1991). Die Aktivierung des Phenol-Oxi-
dationssystems scheint die Hauptursache fir die unterschiedliclktidn$éeate der
verwendeten Exemplare véh americanazu sein, da durch die entstehende Phenoloxi-
dase verstarkt jene Acanthoren abgetdtet werden, die sich noch imiliDasnWirtes
befinden (\OLKMANN, 1991). Da die Acanthoren die Darmwand zwischen 3 und 33
Tagen nach der Infektion der Wirtstiere penetriereaL@ANN, 1991), werden nie
alle geschlupften Acanthoren durch die Phenoloxidase abgetttet. DablAlez Gber-
lebenden Acanthoren ist dabei stets unterschiedlich.

In Laborexperimenten, bei denen Schaben dePAdamericanaeine exakt definierte
Anzahl an reifen Acanthocephaleneiern oral verabreicht wurdeielten MOORE &
CROMPTON (1993) eine durchschnittliche Wiederfindungsrate von 5.26 Prozent pro
Schabe. In Laborexperimenten, bei welchen Schaben derselben Amedigleige
Menge von Acanthocephaleneier mit ihrer Nahrung zu sich nahmen, echabesi
JURGES(1996) eine durchschnittliche Befallsintensitéat von 10 bzw. 4 Cysthen pro
Schabe. Eine unterschiedliche Befallsintensitat von Schaben, digcaafbe Art infi-

ziert wurden, wurde vOnURGES (1996) auf ein unterschiedliches FralR3verhalten der
Versuchstiere wahrend der Infektionsphase zurtckgeftihrt.

Die experimentellen Versuche zur Befallsintensitat Foamericanamit M. monilifor-

mis fihrten zu ahnlichen Ergebnissen bezlglich der durchschnittlichentieanags-
rate mit Cystacanthen, wie sie au€iR3es (1996) dokumentiert hat. Die Schaben aus
der Gruppe der “Viel-Fresser” waren durchschnittlich mit 11 &astthen infiziert, die
Tiere der Gruppe der “Wenig-Fresser” dagegen nur mit 3 Cystacanthereriiggricht
nur 29 Prozent der durchschnittlichen Befallsintensitéat der Grupp®/idé¢ Fresser”.
Auch die vereinzelte Befallsintensitat von 23 bzw. 11 Cystacanhe Schabe ent-
spricht in etwa der maximalen Befallsintensitat VORGES(1996).

Anhand dieser Ergebnisse ist erkennbar, dass die Hohe der iBefaigat der Zwi-
schenwirte mit der Menge der oral aufgenommenen Acanthocephaleneiadeuti-
gem Zusammenhang steht. Je mehr reife Acanthocephaleneievisgh@nwirt frisst,
desto hoher ist zunachst seine Befallsintensitat mit diesemtifazzephalen. Tatsach-
lich wachst die Befallsintensitat vdd. americanamit M. moniliformis jedoch nicht
beliebig stark an, sondern pendelt sich durchschnittlich bei etwgdthcanthen pro
Schabe ein. Die Griinde daflr sind vielfaltig. Hinzu kommt, da$sksi einer hohen
Befallsintensitat eines Zwischenwirtes it moniliformisdie Uberlebenswahrschein-
lichkeit der einzelnen Cystacanthen stark verringerNk& & NICKOL, 1989).

Andererseits zeigt sich anhand der Experimente zur Befallsititedsr Schaben mit
einem Acanthocephalen auch, dass selbst bei einer aulRerst geringen Avoaheie
fen Acanthocephaleneiern durch den Zwischenwirt der weiteraufedles Entwick-
lungszyklus des Acanthocephalen gesichert ist. So entwickelten aliost sinter
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ungunstigen Bedingungen immerhin noch durchschnittlich 3 infektdse Cystacanthen
pro Schabe. Damit ist im Zwischenwitt americanadas Uberleben der Acanthocepha-
lenart M. moniliformis gesichert.R. norvegicusder Endwirt des Acanthocephalen,
bendotigt durch den Verzehr einer grol3eren Anzahl von gering infiziecteato8n eine
lAngere Zeit bis sich in seinem Darmlumen eine entsprechend Bapigation an
adulten Parasiten vavi. moniliformisentwickelt hat.

AuBerdem ist zu bedenken, dass ein einziges weibliches Exemplisk. wooniliformis
mehrere Monate lang taglich 5500 infektiése Eier ausscheidet, d.hinzagee weibli-

cher Parasit scheidet in seinem gesamten Leben etwa 6@xa0thocephaleneier aus
(ARNOLD & CROMPTON, 1987). Dabei ist zu beachten, dass Acanthocephalen im
Gegensatz zu anderen Parasiten nur reife Eier ausscheiddir, @ligeh Zwischenwirt
bereits infektids sind. Dadurch erhalten taglich Gber 5@@bh ungeschliipfte Acantho-
ren die potentielle Mdglichkeit einen Zwischenwirt zu infizieren.

Zur Aufrechterhaltung des Parasitenzyklus im Labor wurden auf diehgl Art und
Weise weitere Infektionsversuche mit 100 ExemplarenR.camericanalurchgefihrt.
Obwohl im Vorfeld sowohl der Reifegrad der Acanthocephaleneier bpiiserpruft
wurde als auch einige Acanthoramvitro erfolgreich zum Schlipfen stimuliert wur-
den, fuhrten diese Infektionsversuche unerklarlicherweise zu keimmgen Infektion
einer Schabe mit der verwendeten Acanthocephalenart. Eine orabahfg von
Acanthocephaleneiern durch die Schaben wurde dabei sichergestellicHdigéise
spielen daher fir die erfolgreiche Infektion der ZwischenwirtarRater eine entschei-
dende Rolle, deren Einfluss auf den Erfolg einer Infektion minfkwecephalen bisher
noch nicht entschliisselt werden konnte.

4.7 Die Gestalt und Morphologie der Acanthoren

Obschon der Aufbau der Eihtlle von reifen Acanthocephaleneiern sowohl b, Ar
Palae- und Eoacanthocephalenarten ultrastrukturell erforscht wundse abgesehen
von eigenen Untersuchungene(iRze, 1998) einzig der Ultrastruktur von inaktiven
Acanthoren Aufmerksamkeit gewidmetU@RECHT et al., 1997). Die aktivierten Acan-
thoren lassen im Gegensatz zu inaktiven Acanthoren, die noch vonhd#ierEE -E,
umgeben sind, morphologische Besonderheiten erkennen.

Der Acanthor mitsamt diesen vielfaltigen morphologischen Ausstattiergamlen
wurde ausschlieBlich fur die effektive Bewadltigung seiner eimziged essentiellen
Aufgabe, dem Erreichen des Hamocoels seines Wirtstieres, entwickeftc@néhoren
der untersuchten Acanthocephalenarten kénnen dabei auf drei verschiedkinenB-
untereinheiten (1. Bewehrung mit Haken bzw. Kérperstacheln, 2. Muskulafusj@.
niertes Kryptensystem) zurtickgreifen, die in einer exakt aufeinander albgéstirArt
und Weise interagieren (siehe Abbildung 121).
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Die Bewehrung der Acanthoren sorgt fur eine mechanische Beschadigusigiikn
bzw. der Darmwand eines entsprechenden Zwischenwirtesa(d¥ & JONES 1994).
AulRerdem verhindern bzw. minimieren die in grof3er Anzahl vorhandenen Kidrper
cheln, die als eine Art Widerhaken funktionieren, ein Zuriickrutschen acgrtiAoren
wahrend ihrer Darmwandpassage.

Gleichzeitig sorgt das Muskelsystem der Acanthoren flr eine a&éwegungsfahig-
keit der Acanthoren und einen entsprechenden Vortrieb. Das fusionierte Krgbéamsy
unterstitzt durch Ausscheidung von Enzymen, Sekretgranula und Schmierdadifée
sowohl die Zerstorungsarbeit der apikalen Haken als auch das Vorankatem&can-
thoren in der Darmwand.

Abbildung 121 Schematische Zeichnung eines geschlipften Acantlesr&oacanthocephalen

P. ambiguus(Verandert nach BTze (1998)).A: apikal,C: caudalcS:zentrales Syncytium,

dN: dekondensierter NucleuBV: Dottervesikel,eS:epitheliales SyncytiuntS: frontales Syncytium,
H: Haken,K: Kanal des fusionierten Kryptensysterkbl; kondensierter Nucleu&R: Krypte,

KS: Korperstachell: Lipidtropfchen,R: RetraktormuskulatulSG: SyncytiengrenzeSM: subepitheli-
ale MuskulatursV: Vesikel mit elektronenlichtem Inhalt, vermutlichubpolysaccharide
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4.7.1 Uberblick tber den geschliipften Acanthor

Die geschlipften Acanthoren véh moniliformis(65 x 30 pum)M. hirudinaceug90 x

50 um) undP. ambiguug37 x 12 um) sind unterschiedlich grol3, sie weisen jedoch alle
eine zylindrische bzw. ovale Korperform auf (siehe Abbildung 121). Diesde
Gestalt der Acanthoren (AN, 1982) ist zur Erledigung der Aufgaben der Acanthoren
bestens geeignet, da die Acanthoren im Vergleich zur Kérperlangenaur ldeinen
Querschnitt aufweisen. Die Acanthoren kdnnen sich aufgrund ihrer K@émmedurch
relativ kleine Offnungen in der Eihille bzw. in der Darmwand des @wiswirtes
pressen. Wahrend ein Teil des Acanthors die Engstelle in der HizilleDarmwand
des Zwischenwirtes passiert, schiebt bzw. zieht der Acanthor aufgrund der Kinf3e
perlange mit dem Ubrigen Korper gleichzeitig nach.

Die geschlupften Acanthoren jeder Acanthocephalenart weisen auigranéompri-
mierten Lagerung in den infektiossen Acanthocephaleneiern stets eitierdgtiil3ere
Korperlange als die inaktiven Acanthoren aufe@iT & PRATT, 1964; SHMIDT &
OLSEN, 1964; 3MUEL & BuLLOCK, 1981; WLIAMS & JONES 1994). Bei Grél3enanga-
ben zu geschlipften Acanthoren muss stets bericksichtigt werderh eimsikcanthor
in kontrahiertem oder elongiertem Zustand befindef L@, 1972). Jeder vollstandig
kontrahierte Acanthor ist unabhangig von der Acanthocephalenart aufgruindsibdr
dung zahlreicher Korperfalten deutlich kirzer als ein vollstandiggeerter Acanthor.
Da die Acanthoren voR. ambiguuszw. M. hirudinaceuskeine und die Acanthoren
von M. moniliformisnur an ihrem apikalen Ende Ringmuskulatur besitzen, wirkt sich
ein veranderter Muskelzustand im Gegensatz zur Korperlange kafudem Durch-
messer der geschlupften Acanthoren aus.

Da der Durchmesser des apikalen Pols der Acanthoremvanoniliformisund M.
hirudinaceusetwas grof3er ist als der Durchmesser des restlichen Kaspelis Que-

rung der Darmwand fir die Acanthoren kein Problem mehr, sobald deth&camit
seinem hakenbewehrten Vorderende eine geniigend groRe Offnung in die Darmwand
des entsprechenden Zwischenwirtes geschnitten bzw. “gefrasDérafAicanthor des
Eoacanthocephaldh ambiguusendtigt aufgrund seines gleichmafigen Kérperdurch-
messers zur Darmwandpassage im Vergleich zu den Acanthorbaiden untersuch-

ten Archiacanthocephalen einzig einen etwas gro3eren Kraftaufwand als diese.

Die Befunde von ABRECHT et al. (1997) zur inneren Organisation der Acanthoren von
N. rutili, P. minutusundM. moniliformiskénnen bestatigt werden und stimmen mit der
Organisation der untersuchten Acanthoren Mormoniliformis M. hirudinaceusund

P. ambiguusiberein.

4.7.2 Die apikalen Haken des Acanthors

Die Bewehrung der Acanthoren von Archi-, Palae- und Eoacanthocephalemanaik-
teristisch um den apikalen Pol des einzelnen Acanthors angeordneten \Reimeehr
oder weniger grol3en Haken ist je nach Acanthocephalenart versch{edssr( 1893;
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GRABDA-KAZUBSKA, 1964; 3MUEL & BuLLock, 1981; WLIAMS & JONES 1994;
ALBRECHT et al, 1997; ReiTzE, 1998). Bei den meisten Untersuchungen wurde jedoch
nur beilaufig das Vorhandensein von apikalen Haken bzw. caudalen Koérpehstac
erwdhnt (\AN CLEAVE, 1935; KATES, 1943; MOORE, 1946A & 1946B; \WAN CLEAVE,
1947; H'NES & NICHOLAS, 1957).

Die apikalen Haken sind fur den Acanthor nicht nur wahrend des Samsipder nur
wéahrend des Umherwanderns im Darmlumen eines Zwischenwirtesiodey wah-

rend der Darmwandpassage von Bedeutung, sondern sie sind wahrend sam&rges
Existenz von Notwendigkeit. Ohne apikalen Haken am frontalen Pol, kbnmeain

thor keine einzige seiner verschiedenen Aufgaben erfolgreich durchfihren (siehe 4.4).

Die massiven Haken am apikalen Pol der Acanthoren sind einersagutsérantwort-

lich fur die partielle Zerstérung der Eihtllen-E4 (WILLIAMS & JONES 1994), ande-
rerseits fir die mechanische Zerstérung der Darmwand des Zwisdesnwahrend

der Darmwandpassage. Im Gegensatz dazu raumt der Acanthor wahreswces
wanderns im Darmlumen eines Zwischenwirtes durch vollstandiges agnvoltes

Ein- bzw. Ausfahren dieser spitzen Haken im Weg liegende Nahrurigepaur Seite

und bahnt sich durch gleichzeitiges Kontrahieren bzw. Relaxieren seineséirgn
Weg durch den zahflissigen Nahrungsbrei. Aufgrund des geringen Widerstandes, wel-
chen die zerkleinerten Nahrungspartikel den apikalen Haken des Acanthorannm D
lumen entgegensetzen, erzielen die Acanthoren dabei eine deutlich geringe
Vorwartsbewegung als wahrend der Darmwandpassage. Ohne ein@elgrarina-
nente Bewegung der apikalen Haken wirde ein Acanthor nie aktiv dienadrdes
Zwischenwirtes erreichen, sondern im Nahrungsbrei des Darmlusteszienbleiben.
Einzig durch die Darmperestaltik verursachte Bewegungen des Dartesmké@hnten
Acanthoren rein zuféllig gegen die Darmwand des Zwischenwirtesrsfdiie Anzahl

der Acanthoren, die die Darmwand des Zwischenwirtes erreichen, ware viedseav
gering.

Die apikalen Haken sind sowohl bei den beiden Archiacanthocepgfal@oniliformis
bzw. M. hirudinaceusals auch bei dem Eoacanthocephderambiguusn mehreren
Reihen symmetrisch um den apikalen Pol des Acanthors angeordnetsydasetri-
sche Verteilung der Haken sorgt dafur, dass sowohl die Eihtjdsy Bls auch der
Nahrungsbrei sowie die Darmwand eines Zwischenwirtes rings unapkalen Pol
des Acanthors herum effektiv zerstort wird (siehe Abbildung 24) Beigehrung der
Acanthoren vorM. moniliformis M. hirudinaceusund P. ambiguusmit vier Reihen
von circular um den apikalen Pol des Acanthors angeordneten Hakprioemtdem
gangigen Bewehrungsschema der Acanthoren mit vier bis sechs apikddenreihen
(GRABDA-KAZUBSKA, 1964; NCHOLAS, 1973).

Auch das Vorhandensein von ein bis drei Paaren grol3er “zentralenHskge nach
Acanthocephalenart unterschiedlichgNoLAs, 1973). Die Existenz von zweli “zentra-
len Hakenpaaren” bei den Acanthoren der beiden Archiacanthocephateanilifor-
mis und M. hirudinaceusist bereits friher erwéhnt worden K&DA-KAZUBSKA,
1964; WHITFIELD, 1971).
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Besitzt der Acanthor einer Acanthocephalenart “zentrale Hakesip@iaentral bla-
des”), durften diese fur die gréfdite mechanische Destruktionsigistes Acanthors
wéahrend der Querung der Darmwand eines Zwischenwirtes verantivadiic. Die
restlichen apikalen Haken nehmen anschlie3end nur noch kleinere Beschéadigungen der
Darmwand vor. Besitzt ein Acanthor einer Acanthocephalenart keieatralen
Hakenpaare”, z.B. der Acanthor des Eoacanthocepalembiguusdann sind alle
apikalen Haken gleichberechtigt fir die mechanische ZerstérunDaterwand ver-
antwortlich. Die Anordnung dieser robusten Haken “in Reihe” oder “auke’Usollte
bei der Darmwandzerstérung keine besondere Rolle spielen. EsusieAnen, dass
Acanthoren mit “auf Lucke” sitzenden apikalen Haken die Darmwameks eentspre-
chenden Zwischenwirtes geringfiigig effektiver zerstdren als Acamthorié “in
Reihe” sitzenden apikalen Haken. Da die AcanthorenRiaambiguusein “zentrales
Hakenpaar” besitzt und somit alle apikalen Haken gleichberechtidtefimechanische
Zerstorung der Darmwand eines entsprechenden Zwischenwirtes vetheitwsnd,
ist die geringfugig effektivere Anordnung der apikalen Haken “auf Licke'dbgei
Eoacanthocephaldh ambiguusiur konsequent.

Im Gegensatz zu den Acanthoren vdn hirudinaceusund P. ambiguusfiihrt der
Acanthor vonM. moniliformiswahrend des Kontrahierens bzw. Relaxierens mit dem
Korper eine Drehbewegung durch, die sich auf die Bewegung der apikalem litadce
tragt. D.h., der Acanthor vax. moniliformisbohrt sich durch diese Drehbewegungen
der apikalen Haken wie ein Fraskopf einer modernen Tunnelfrismasdhich die
jeweilige Materie. Die “spiralige” Schneidbewegung der apikalen kldks Acanthors

von M. moniliformisist besonders effektiv und garantiert eine besonders schnelle und
breitflachige Zerstérung von Wirtsgewebe wéhrend der Darmwandpassage.

Da der Acanthor wahrend seiner Existenz im Gegensatz zu den aklcdtetihnocepha-
len keinerlei Nahrstoffe aufnimmt und nur einen begrenzten EnergagaoriGlykogen
in seinem Cytoplasma gespeichert hata¢&ING, 1985; TARASCHEWSKI, 2000), liegt
es im Interesse dieser Parasitenlarve mit seinemdnt@tn Energiereservoir effektiv
und sparsam umzugehen. Dies durfte auch ein Grund fur die “Leichtbauweise™der api
kalen Haken mit ihren cytoplasmatischen Kernbereichen darstéllégrund dieses
cytoplasmatischen Kernbereichs sind die grol3en, apikalen Haken zatar lescht,
aber dennoch aufRerst stabil gebaut. Die Acanthoren benétigen daherDurahi&ih-
rung von “Schneide-" bzw. “Sagebewegungen” mit den apikalen Haken im igérgle
zu Haken, die vollstandig massiv aufgebaut sind, einen deutlich geringeferb&va
Energieaufwand. D.h., die Acanthoren erzielen aufgrund dieser “Hakebkrigveise”
mit einem minimalen Energieaufwand einen optimalen Wirkungsgrad hazidgr
mechanischen Zerstoérung der Darmwand eines Zwischenwirtes.

Im Gegensatz zuIBRECHT et al. (1997) konnte weder bei dem Acanthor Mormoni-
liformis, noch bei dem Acanthor vavi. hirudinaceusoder gar dem Acanthor vdh
ambiguuseindeutig belegt werden, dass die Acanthormuskulatur in den cytoplasmati-
schen Kernbereich der Haken des Acanthors hineinzieht. Es ist abhtmoiwendig,
dass die Muskulatur in die Haken hineinzieht, um diese zu beweget vakommen
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ausreichend, dass die Retraktormuskulatur im Bereich des apikalerbRv. der
Hakenbasis am Acanthorepithel ansetzt. Sobald der Acanthor seinderapikbdurch
Kontraktion der Retraktormuskulatur vollstandig invaginiert hat, zesgygnmatisch

die Spitzen aller apikalen Haken nach vorne. Durch die Evagination deshAcpols
schnalzen die spitzen Haken heraus und klappen nach hinten um. D.h. kdlenapi
Haken fuhren Schneidebewegungen aus, ohne dass Muskulatur in ihrem Inneren inse
riert.

Fur eine ausreichende Stabilitat sorgt eine Sklerotisierungoderien Haken, so dass
diese selbst groRe mechanische Belastungen meist unbeschadet UbEkstEIHT

et al., 1997). In der Literatur finden sich seit langen Vermutungess, @hitin oder ein

dem Chitin verwandtes Polysaccharid am Aufbau der Haken der adu#mhoce-
phala beteiligt ist (MYER, 1933; ANANTARAMAN & RAVINDRANATH, 1973A; VOLK-

MANN, 1988/1989). Die Sklerotisierung beginnt am apikalen Pol der Haken uneéhzieht
Richtung Hakenbasis. Fiur eine grof3e Stabilitdt der Haken sorgtrivieitdass die
Haken an ihrem apikalen Ende massiv gebaut sind und keinerlei Ausfgarbgaw.
Cytoplasma enthalten. Dennoch kénnen diese robusten Haken, wie die eigemen Unte
suchungen zeigen, bei unnatirlich starken Belastungen abbrechen.

Die Angaben von BTTERWORTH (1969), WRIGHT & LUMSDEN (1970) und ABRECHT

et al. (1997) zur Bedeckung der apikalen Haken bzw. der Kdrperstachelnesuech
Plasmamembran kann durch die Untersuchungen an den Acanthonen wamilifor-
mis, M. hirudinaceusund P. ambiguusbhestatigt werden. Diese Membran stellt keine
Besonderheit der Haken dar, sondern bedeckt die gesamte Oberfladteanigioren
von M. moniliformis M. hirudinaceusund P. ambiguus Aufgrund der Standardfixie-
rung des Probenmaterials ist nicht eindeutig feststellbar, dbredabei um eine trila-
minare oder pentalaminare Membran handelt.

Das Vorhandensein von zahlreichen Poren eines fusionierten Kryptensystemes
unmittelbarer Nahe der apikalen Haken der Acanthoren deutet daraufiass die
mechanische Zerstérung des Darmwandgewebes eines Zwischenwidiesliguapi-
kalen Haken bei allen drei untersuchten Acanthocephalenarten zisatzimisch
unterstitzt wird (siehe 4.5 u. 4.7.4.2).

\Von zahlreichen Larvalstadien anderer Parasitenarten ist dbdmdannt, dass sie
Enzyme, insbesondere die Cathepsin L Proteinase, zur Unterstlitzen@émetrati-
onsprozesse einsetzen ¢KERRROW et al., 1985; MKERROW et al., 1990; WITE et
al., 1992; [owD et al., 1994; BRASAIN et al., 1997; RCENzA et al., 1997; IONG et
al., 2000; DLTON et al., 2003).

4.7.3 Die Korperstacheln des Acanthors

Wahrend der apikale Pol der sogenannten Hakenlarvelyoroniliformis M. hirudi-
naceusund P. ambiguusron den spiralig angeordneten grof3en Haken dominiert wird,
ist der restliche Korper der Acanthoren der drei untersuchten Aazephalenarten
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von zahlreichen kleineren Korperstacheln Ubersat. Dabei ist zu bestadass die
Korperstacheln bei dem Acanthor vBn ambiguusweniger dicht stehen als bei den
beiden Archiacanthocephalévi. moniliformis und M. hirudinaceus Von weiteren
Acanthocephalenarten ist bekannt, dass der hintere Koérperleib denl&taka von
mehr oder weniger zahlreichen Kérperstacheln bedeckt ist, deree Sigitz nach hin-
ten zeigt (KATES, 1943; \AN CLEAVE, 1947; [EGIUSTI, 1949; (RABDA-KAZUBSKA,
1964; SHMIDT & OLSEN, 1964; WRIGHT & LUMSDEN, 1970; NCHOLAS, 1973;
TARASCHEWSKI, 2000).

Die Korperstacheln sind bei den untersuchten AcanthorenM:omoniliformis M.
hirudinaceusund P. ambiguussehr viel zahlreicher und deutlich filigraner als die api-
kalen Haken. Diese kleineren Kérperstacheln der Acanthoren dienergen&atz zu

den apikalen Haken nicht der mechanischen Beschadigung bzw. lokalen Zerstérung de
Darmwand eines Zwischenwirtes. Die Korperstacheln erhohen dibidgkait der
Acanthoroberflache und fungieren als eine Art Widerhaken, wobei si@lbgestimmt

mit den apikalen Haken interagieren. Sobald der apikale Pol der untersuchten Acantho-
ren invaginiert wird, spreitzen die Acanthoren durch Kontraktion dieegthelialen
Muskelstrange die unzéhligen Korperstacheln weit vom Korper ab, umctadur
Zuruckrutschen der Acanthoren wéahrend deren Passage durch die Darsinesd
Wirtstieres zu verhindern bzw. zu minimieren.

Rutscht ein Acanthor wéahrend der Darmwandpenetration zufallig lturig Darmlu-
men, stol3en zahlreiche, weit abgespreizte Koérperstacheln des Asardgheru simul-
tan in das Darmwandgewebe des Wirtstieres und stoppen dadurchicke/drs-
bewegung dieses Acanthors. D.h., je mehr Kdrperstacheln der Acanthor eindroAcant
cephalenart besitzt, desto effektiver wird ein Zurickrutscheseslidcanthors wahrend
der Darmwandpassage verhindert. Die Korperstacheln ermoglichen der Hakelea
Acanthocephalen somit erst eine ziigige Durchquerung der Darmwand andsahe
Weiterentwicklung zum Cystacanth-Stadium. Die Anordnung der Korperstachel
durfte bei der “Antiriickrutsch”-Funktion der Korperstacheln nur einbedeutende
Rolle spielen. Acanthoren wie z.B. die vbh rutili und N. cylindratus (GRABDA-
KAzUBSKA, 1964; NCHOLAS, 1973), die keine Kérperstacheln besitzen, sollten fir die
Durchwanderung einer gleichdicken Darmwand einen langeren Zeitrangtigsen als
Acanthoren, die zahlreiche Korperstacheln aufzuweisen haben. Sindpitteen
Haken in der Darmwand eines Wirtstieres fest verankert, entsgiahrttie subepitheli-
ale Muskulatur der Acanthoren und die Koérperstacheln werden eng an dper Kor
angelegt. Die Kdrperstacheln stellen somit kein Hindernis beirhZitten des Hinter-
leibes dar.

Die Korperstacheln der Hakenlarven verschiedener Acanthocephatemaisen im
Gegensatz zu den apikalen Haken in der Regel von ihrer Basis bis zu ihreeBgitze
geradlinigen Verlauf auf, wobei sie sich von ihrer Basis in RinptKorperstachel-
spitze verjingen. Dieser geradlinige Korperstachelverlauf istiéitAntirickrutsch”-
Funktion bestens geeignet. Damit die “Spikes” der Acanthoren nichteftighin der
Darmwand abbrechen, ist der apikale Teil der Kérperstachelnvrggetsaut und weist
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zudem eine gewisse Elastizitat auf, die den Korperstachelbegienzte Flexibilitat
verleiht. Moglicherweise sind die Kdrperstacheln der Acanthoreh daim Schltpfen
noch besonders flexibel und bendtigen erst einen gewissen Zeitraum, standig
auszuharten.

Eine direkte Verbindung zwischen subepithelialen Muskulatur und Koéaobedh
konnte bei keinem einzigen Acanthoren nachgewiesen werden. Dennochnbdttze
filigranen Korperstacheln der Acanthoren wie die apikalen Hakemneasytoplasmati-
schen Kernbereich. D.h., die Korperstacheln der Acanthoren werden dibieakio-
nen der subepithelialen Muskulatur weit vom Korper abgespreiztutiepghelialen
Muskelstrange inserieren jedoch nicht direkt an bzw. in den Kérperstacheln.

4.7.4 Die innere Organisation des Acanthors

Die innere Organisation der Acanthoren der untersuchten Parasiteva monilifor-

mis, M. hirudinaceusind P. ambiguusstimmt mit dem Organisationsschema bisher
untersuchter Acanthocephalenarten UbereinBR&CHT et al.,, 1997; RiTzE, 1998;
TARASCHEWSKI, 2000). Auch die Acanthoren vavl. moniliformis M. hirudinaceus
undP. ambiguussetzen sich aus drei verschiedenen Syncytien, die durch eine Syncyti
engrenze voneinander getrennt sind, zusammen. Eine Einteilung der Acamhaoue

zwei syncytiale Bereiche (BTERWORTH 1969; ROMPTON & NICKoOL, 1985; MEHL-
HORN, 1988) muss daher vehement abgelehnt werden.

Es ist anzunehmen, dass es sich bei der inneren Organisationasheh@xen in Fron-

tal-, Epidermal- und Zentralsyncytium um eine ideale Lésung handeltlidialle
anstehenden Aufgaben der Acanthoren bestens geeignet ist. Zudem sinel@ktoer
nenlichten Matrix der drei unterschiedlichen Syncytien spez&ilekturen, die ver-
schiedene Aufgaben besitzen, eingebettet. Obwohl das medial gelegene
Zentralsyncytium der Acanthoren vdh moniliformis M. hirudinaceusund P. ambi-
guusreich an kondensierten und dekondensierten Nuclei ist, konnte keirngeeuezt
bindung zwischen dieser zentralen Kernmasse und der Muskulatur dethdksan
beobachtet werden. Auch bei geschlipften Acanthoren des Acanthocddhatemi-
liformis konnte kein Zusammenhang zwischen Muskulatur und zentraler Keexmass
detektiert werden, wie dies VOn.BRecHT et al. (1997) beschrieben wurde. Somit war
bei keinem der untersuchten Acanthoren eine Zuordnung der Nuclei zu bestimm
Muskelstrangen mdglich. Daher kann die subepitheliale Muskulatur uncetfigkBr-
muskulatur nicht eindeutig als dem Zentralsyncytium zugehorig eingetgitten. Im
Gegensatz dazu enthalt das apikal gelegene Frontalsyncytium der dotiiegenen
Acanthoren neben Lipidtropfen eine grof3e Anzahl von Dotter-, “Schleim”- und Sekret-
vesikeln. Das epitheliale Syncytium bildet das Acanthorepithel ausstirréich an
elektronenlichtem Cytoplasma, in welches Glykogen, Mitochondrien sowie dekonde
sierte Kerne eingelagert sind. Aul3erdem bettet das Epidermalsyncgie beiden




226 4 DISKUSSION

anderen Syncytien ein. Dieses epitheliale Cytoplasma wird hélgfigortex oder par-
enchymatische Zone bezeichnetM{l, 1982; BJTTERWORTH 1969, WHITHFIELD,
1971; ROMPTON& NICKOL, 1985).

Die Oberflache der Acanthoren wird durch ein Epithel gebildet, das \d&m
ALBRECHT et al. (1997) beschriebenen Epithelaufbau der AcanthoreiNyvautili, P.
minutusund M. moniliformisentspricht. Direkt unterhalb dieser Membran liegt bei den
Acanthoren aller drei untersuchten Acanthocephalenarten eine intraale®gidich-
tung, die stets aus einer elektronendichten, amorphen Matrix besteht. Eingeleliarti
aulRere Plasmamembran unterlagernde intrasyncytiale Membran wusdts lven
Acanthoren verschiedener Acanthocephalenarten beschriebengMy & L UMSDEN,
1970; ALBRECHT et al., 1997).

Dieser amorphen Matrix sind bei dem Acanthor des Eoacanthocephadenbiguus
zahlreiche radial verlaufende Mikrotubuli eingelagereifRe, 1998). B'RAM &
FISCHER (1973) beschrieben derartige, submembrandse Mikrotubuli ebenfalls bei dem
Acanthor vorM. moniliformis Mikrotubuli sind bei zahlreichen Zellen am Aufbau des
Cytoskelettes beteiligt E8oNskI & SMOLLICH, 1990) und fungieren als Stitzelement
innerhalb der intrasyncytialen Verdichtung. Wie auaB®eCHT et al. (1997) vermu-

ten, durfte es sich deshalb bei der intrasyncytialen Verdichtungnemei Exoskelett
handeln, das den gesamten Acanthor insbesondere wahrend der Darmwandpassage
bilisiert.

Die Struktur und die Beschaffenheit der intrasyncytialen Verdichtahdpei allen
geschlipften Acanthoren vav. moniliformis M. hirudinaceusund P. ambiguusden-
tisch ausgebildet. Im Gegensatz zu dem Epithelverlauf der aldividicanthoren der
beiden Archiacanthocephalé&h. moniliformisund M. hirudinaceusverlauft das Epi-
thel des Acanthors voR. ambiguusicht eben, sondern besitzt im Querschnitt einen
regelmafigen “zickzack-férmigen” Verlauf. D.h., die OberflacheAtsmnthors vorP.
ambiguusweist zahlreiche 0.2 um breite Falten auf, die in Langsrichtung vddalapi
Pol des Acanthors uber die gesamte Koperlange bis zu seinemecaBdalerlaufen.
Dieser ungewohnliche Epithelverlauf dirfte dem Acanthor Yonambiguuseine
besonders grol3e Zug- und Druckstabilitat bzw. Verbiegesteifigkeit verleihen.

Madglicherweise hangt die Ausbildung einer derartigen, regelmalig eingekédber-
flache mit dem Fehlen von “zentralen Hakenpaaren” am apikaledeBofcanthors
zusammen. Aufgrund dieses Mangels an einem oder mehreren “zehtedenpaa-
ren” durfte der Acanthor des Eoacanthocephalen einen groR3ereaufinathd als die
mit “zentralen Hakenpaaren” bewehrten AcanthorenMomoniliformisundM. hiru-
dinaceusbendtigen, um mit den relativ kleinen Haken der apikalen Hakenraike ei
ausreichend groRe Offnung in die Darmwand @origrinuszu schneiden bzw. zu rei-
Ren. Dabei diurften wiederum gro3ere Scher-, Zug- und Druckkréafte rmdied®arm-
wand penetrierenden Acanthoren einwirken, so dass dieser eine begpoferZug-
und Druckstabilitat bzw. Verbiegesteifigkeit bendtigt. Interessaise kann ein ahn-
licher Epithelverlauf bei noch inaktiven Acanthoren Yomminutusdie ebenfalls keine
“zentralen Hakenpaare” besitzerachgewiesen werden ARASCHEWSKI, 1989).
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Differenzierungen im Aufbau der Acanthoren, die nicht unbedingt zudigdeg der
Aufgaben des Acanthors notwendig sind, konnten nicht festgestellt werdeRreblan
eines Nervensystems und von SinnesorganesIf(RON & STRICKLAND, 1969; AVIN,
1982; \MUEL & BuLLock, 1981; GROMPTON & NickoL, 1985; ABRECHT et al.,
1997) kann durch die eigenen ultrastrukturellen Untersuchungen bestatigt werden.

Durch die Untersuchungen konnte eindeutig nachgewiesen werden, dasls bsi si
Acanthoren um “no feedback’-Systeme handelt. Wirde es sich bei demhécant
ein “feedback”-System handeln, wirde dieser nicht versuchen lggiéeR von Acan-
thocephaleneiern zu penetrieren. Ein “no feedback’-System isalim dfes Acanthors
aufRRerst sinnvoll, da ein Acanthor die Darmwand nicht aktiv aufspires. muft ein
Acanthor im Darmlumen eines Zwischenwirtes auf einen grof#@erstand, der sich
seiner Vorwartsbewegung entgegensetzt, handelt es sich mit graBescAeinlichkeit
um die Darmwand dieses Zwischenwirtes. Der Acanthor bendétigt #aher Sinnes-
organe, die eventuell beschadigt werden kénnen, um die Darmwand einssekdst
zu detektieren.

4.7.4.1 Die Muskulatur des Acanthors

Sowohl bei den beiden ArchiacanthocephdlfermoniliformisundM. hirudinaceusals
auch bei dem Eoacanthocephakerambiguusst die Muskulatur der Acanthoren prin-
zipiell in mindestens zwei Funktionseinheiten unterteilt: die sagete Retraktormus-
kulatur und die subepitheliale Muskelstrange. Der Acanthor Mormoniliformis
besitzt zudem noch eine dritte Funktionsuntereinheit, ein ringformagésales Mus-
kelband (MDORE, 1946A; WHITFIELD, 1971). Dieses ringformige Muskelband verlauft
circular im Bereich der apikalen Haken des Acanthors (siehddig 41b-c, 43b-c).
Es dient dazu, bei vollstandig invaginiertem apikalen Pol, die Quetstliwhe des
apikalen Acanthorpols wahrend der Darmwandpenetration zu minimierelassaler
Acanthor die Darmwand des entsprechenden Zwischenwirtes besontikisv ef
mechanisch beschadigen bzw. zerstoren karoomd (1946A) berichtete von einem
derartigen Muskelband, welches bei dem AcanthorMomoniliformisnachzuweisen
WHITFIELD (1971) nicht gelang.

Ein derartiger Muskelstrang soll bei dem Acanthor Morhirudinaceusebenfalls vor-
handen sein (MORE, 1946B). Mdglicherweise existiert dieser Muskelstrang bei dem
Acanthor des Archiacanthocephalnhirudinaceusobschon in den eigenen Untersu-
chungen des Acanthors vbéh hirudinaceuskeine ringférmig verlaufende Muskulatur
festgestellt werden konnte. Bei dem Acanthor Porambiguuskonnte ein derartiges
ringférmiges Muskelband ebenfalls nicht nachgewiesen werden. D.lAcdiehoren
von M. hirudinaceusundP. ambiguusdesitzen vermutlich ein Muskelsystem, das sich
aus zwei unterschiedlichen Funktionsuntereinheiten (Retraktormuskulatsubei-
theliale Muskulatur) zusammensetzt, wahrend sich das komplshesieelsystem des
Acanthors vonM. moniliformis aus drei verschiedenen Funktionsuntereinheiten
(Retraktormuskulatur, subepitheliale Muskulatur u. ringférmiges, apildieskel-
band) zusammensetzt.
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Zwischen diesen zwei bis drei funktionellen Muskeluntereinheiten Adasthors

besteht ein komplexes Wechselspiel, das bei gleichzeitigetrie¥odie mechanische
Zerstorung von Darmwandgewebe als Ziel verfolgt. Dieses exakt aufeinabge-

stimmte Zusammenspiel der Muskulaturuntereinheiten fuhrt sclolelim stereoty-
pen Bewegungszyklus der AcanthorenHWIELD, 1971).

Wahrend die Retraktormuskulatur durch Kontraktion die Invagination deslepika
Acanthorpols und somit auch der Haken zur Folge hat, ist die subegéhdliskula-
tur fir die Kontraktion des hinteren Acanthorkérpers zustandig. Durdkatigraktion
der subepithelialen Muskulatur wird im Inneren des Acanthors ein hatisoher
Druck erzeugt, der bei gleichzeitiger Relaxation der Retraktormatskudie Evagina-
tion des apikalen Pols bewirkt. Es werden dabei jene Korperpartentert, die dem
erzeugten Korperinnendruck den geringsten Widerstand entgegensetzenakeie H
dringen bei diesem Vorgang in das Wirtsgewebe ein und schaffen eirldyjetdiir ein
weitere Vordringen des Acanthors. Die Acanthoren ziehen bei ibdenwand des
Zwischenwirtes verankerten apikalen Haken den hinteren Korper nachrziakre
dadurch eine gewisse Vorwartsbewegung. Diese Vorwartsbewegungcedathors
wird durch die intrasyncytialen Cytoplasmastrémungen unterstltir@gLp, 1971).
Der apikale Ringmuskelstrang des Acanthors Wwbnmoniliformis unterstitzt die
Retraktormuskulatur, indem er bei invaginiertem apikalen Pol durch &diain die
Querschnittsflache dieses Acanthorpols minimiert. Dadurch kanAaderthor vonM.
moniliformisseinen hakenbewehrten apikalen Scheitel bereits in sehr kaile¢zun-
gen einer Darmwand voR. americanazwangen und flr den nachfolgenden Korper
weiter aufreiRen. Wahrend diese Ringmuskulatur und die Retraktorratigksimul-
tan kontrahieren (siehe Abbildung 43b-c), interagieren Retraktormuskulad sube-
pitheliale Muskulatur antagonistisch. Die subepitheliale Muskulaturr&omtrt sich
leicht zeitversetzt zur Retraktormuskulatur. Sie dient der Verangedes Acanthors
Uber die abgespreizten Kérperstacheln, wenn der Acanthor setraktBenuskulatur
kontrahiert und somit die Verankerung der apikalen Haken in der Darmvaes e
Wirtstieres I6st.

Wahrend die Retraktormuskulatur der Acanthoren bei allen darauf biskesuatiten
Acanthocephalenarten aus zwei zentral verlaufenden Longitudinalmugkgést be-
steht (Moore, 1946A & 1946B;AMUEL & BULLOCK, 1981; ABRECHT et al., 1997;
TARASCHEWSKI, 2000; BssH et al., 2001), weist die subepitheliale Muskulatur gering-
fugige Abweichungen in der Anzahl (10-12) der einzelnen MuskelstrangBiauiei-
den Retraktormuskelstrange inserieren stets am apikalen Pdhcdethoren und
durchziehen diese longitudinal in Richtung caudaler Acanthorpol. Mimifmeeiten
Ende inserieren die Retraktoren lateral mehr oder wenigervagitcaudalen Acan-
thorpol entfernt. Wahrend die Retraktormuskelstrange des AcanthoB. amnbiguus
relativ nah am lateralen Acanthorepithel ansetzen, enden dikieetrader Acantho-
ren der beiden Archiacanthocephaldin moniliformis und M. hirudinaceusbereits
ungefahr ein Drittel der Kérperlange vom caudalen Acanthorpol enti@ontinserie-
ren die Retraktormuskeln lateral am Acanthorepithel. Am apikabémés Acanthors




4.7.4.1 [E MUSKULATUR DES ACANTHORS 229

inserieren die Retraktoren der Acanthoren Mommoniliformis M. hirudinaceusundP.
ambiguusdagegen in breit aufgefacherter Form, so dass sie den apikalen Pol durch ihre
grol3flachige Ansatzstelle auf breiter Front invaginieren kénnen. Dsihes flr die
Bewegung der apikalen Haken keineswegs notwendig, dass die Retraktornouskulat
den cytoplasmatischen Kernbereich der einzelnen Haken hineinzieht.

Dieser unterschiedliche caudale Ansatzpunkt der schraggestreiteaktormuskel-
strdnge hat keine gravierende Auswirkung auf die Acanthoren der einZelaptho-
cephalenarten. Je ndher am caudalen Pol die Retraktoren antrdsyricytialen
Verdichtung des Acanthors inserieren, desto mehr kann sich dehAcansammen-
ziehen bzw. strecken. D.h., die Acanthoren Yorambiguuskdénnen ihren gesamten
Korper im Vergleich zu den Acanthoren vigh moniliformisundM. hirudinaceusstar-
ker kontrahieren. Somit besitzen die apikalen Haken der Acanthordp.\anbiguus
im Vergleich zu den Acanthoren der beiden Archiacanthocephalen, werausie-
schleudert werden, eine etwas grof3ere kinetische Energie, digr $okalen Destruk-
tion der Darmwand vo(. tigrinuseinsetzen kénnen.

Der Verlauf der subepithelialen Muskelstrange ist bei allenuirtersuchten Acantho-
cephalenarten ahnlich, wobei sich die Anzahl und Anordnung der einzelné&eIMus
strédnge von Art zu Art unterscheidet. Entscheidender als die Anzatulepithelialen
Muskelstrange ist jedoch die Anordnung von diesen. Da die subepitheliald®@IMus
strange nur fur die Kontraktion des Hinterleibes des Acanthors zugtsindi, ziehen
sie vom caudalen Acanthorpol bis zur hintersten apikalen Hakenzeilder sie keinen
direkten Kontakt aufweist. Dieses Fehlen von subepithelialer Muskufa apikalen
Bereich der Acanthoren stimmt mit Beobachtungen vanT#kELD (1971) Uberein,
widerspricht jedoch Untersuchungen vorBRECHT et al. (1997).

MOORE (1946\), ROBINSON & STRICKLAND (1969), WHITFIELD (1971), ABRECHT et

al. (1997) & TARASCHEWSKI (2000) berichteten von spiralig angeordneten subepitheli-
alen Muskelstrangen bei den Acanthoren des ArchiacanthocepWaleroniliformis

die sich in ihrem Verlauf helixformig um etwa 180 Grad verwinden umdAdmntho-

ren dadurch die Durchfiihrung einer gewissen Drehbewegung des Kdorpers wahrend der
Kontraktion bzw. Erschlaffung der subepithelialen Muskulatur ermoéglicibeese
Anordnung der subepithelialen Muskulatur kann durch die eigenen Untersuchungen
eindeutig bestatigt werden (siehe Abbildung 57, 80a). Aufgrund diesexliggir
Anordnung der subepithelialen Muskulatur vollfiihrt der Acanthor wahrendole-
traktion bzw. Relaxation dieser Muskelb&nder mit seinem gesanitgarleib eine
Drehbewegung. Diese Drehbewegung ubertragt sich auf den apikalen Patates
thors, so dass dieser mit seinem hakenbesetzten Vorderende sanddrs effektive
Frasbewegung vollfihrt.

Im Gegensatz zu dem Archiacanthoceph&emoniliformisweisen die subepithelia-
len Muskelbander des Acanthors vieh hirudinaceussowie vonP. ambiguuskeine
spiralige Anordnung auf. Daher sollte der Acanthor Mormoniliformiseine gleichar-
tige Darmwand effektiver beschadigen als die AcanthorendmrudinaceusundP.
ambiguus die ihre Haken geradlinig ein- und ausfahren. Dieses Ergebnis tstimim
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der Anordnung der subepithelialen Muskulatur der Adulti Wbnmoniliformis M.
hirudinaceusund P. ambiguusdiberein. Die Adulti dieser Acanthocephalenarten folgen
dem gleichen Schema, d.h., die Adulti wdn moniliformisbesitzen eine Spiralitat im
ihrem Aufbau, wahrend die Adulti vavl. hirudinaceusundP. ambiguugkeine Spirali-

tat aufweisen (ARASCHEWSKI, 2000).

Obwohl die Muskelstrange der Acanthoren sowohl Mormoniliformis als auch von

M. hirudinaceussowie vonP. ambiguusin einen peripher gelegenen kontraktilen
Bereich und einen proximal gelegenen cytoplasmatischen Bereich iintartd,
konnte im Gegensatz zlinARASCHEWSKI (1989) und ABRECHT et al. (1997) keine Ver-
bindung der subepithelialen Muskelstrange zur zentralen Kernmas&éietetverden
(siehe Abbildung 94, 95). Somit konnte keine Zuordnung der kondensierten Nuclei zu
bestimmten subepithelialen Muskelstrangen erfolgen, wie dies ¥BREAHT et al.
(1997) fur die Acanthoren voRolymorphus minutusind Neoechinorhynchus rutili
beschrieben wurde. Mdéglicherweise ist eine derartige Zuordnung von konteEmsier
Nuclei zu subepithelialen Muskelstrangen nur bei noch unvollstandwgcketten
Acanthoren mdglich, die sich in unreifen Acanthocephaleneiern befinden.

Durch die Kontraktion der subepithelialen Muskulatur kommt es bei dsnudter-

suchten Acanthoren an deren Hinterleib zur Ausbildung von relativ symsohen, tie-
fen Korperfalten. Diese Korperfalten kdnnen als aufRerlich sichtlizeehen des
Kontraktionszustandes der subepithelialen Muskulatur verwendet werden,(laedie
flache der Acanthoren bei entspannter subepithelialer Muskulaturvédistandig

gespannt ist.

4.7.4.2 Das fusionierte Kryptensystem des Acanthors

Wie die Oberflache der adulten Acanthocephalen, ist die Obeeflder Acanthoren
von M. moniliformis M. hirudinaceusundP. ambiguusund vieler anderer Acanthoce-
phalenarten von unzahligen Poren, sogenannten Krypten, durchbrocheiciMv &
LUMSDEN, 1970; MARCHAND, 1984B; TARASCHEWSKI, 1989; ABRECHT et al., 1997).

Eine derartige Epidermis mit intrasyncytialer Verdichtung undreatiien Porenkana-

len ist neben den adulten Acanthocephala von den Rotifera bekanmi¢As, 1997,
HERLYN, 2000). Sie fehlt jedoch den Priapulida. Die Ausbildung dieser Porenkanéle
und der intrasyncytialen Verdichtung sollte als Synapomorphie von Acaptiedae

und Rotifera bewertet werden.

Diese Porenkandle bilden bei den adulten Vertretern der Acanthczepmalpiderma-
les Lakunarsystem aus @&LOFF, 1990; LORENZEN 1996; HERLYN, 2000), das im Ver-
gleich zu dem fusionierten Kryptensystem der AcanthorenMomoniliformis M.
hirudinaceusund P. ambiguusgenglumig gebaut ist. Diesen epidermalen Poren bzw.
Krypten der adulten Acanthocephala kommt eine entscheidende Bedeutuder bei
Nahrungsaufnahme der darmlosen Adulti zu, da sie die resorbieddetéidche der
Acanthocephala enorm vergro3ermg@RSCHEWSKI & M ACKENSTEDT, 1991; ATZET-
MULLER et al., 1994).
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Im Gegensatz zu den Poren der adulten Parasiten dienen diachahlrBoren bzw.
Krypten des Acanthorepithels nicht der Aufnahme von Nahrstoffen, sondgirdaa
Aktivierung der Acanthoren der Ausscheidung von unterschiedlichen Stoffelpabis
dukten. D.h., die Krypten der Hakenlarve besitzen eine Sekretionsfunkteomliedi
mechanischen Penetrationsvorgédnge des AcanthordMvanoniliformis M. hirudi-
naceusund P. ambiguusdurch Sekretion von Vesikeln bzw. Granula unterschiedlicher
Zusammensetzung chemisch unterstitzt. Diese sekretorischkeltadigs fusionierten
Kryptensystems durfte bei allen Acanthocephalenarten zur Frgigeton proteolyti-
schen Enzymen (z.B. Cathepsin L Proteinase) und Lipidtrépfchen bzw.efli@thl
Vesikeln fuhren. Es ist davon auszugehen, dass auch die Acanthoren der tbrigen Acan-
thocephalenarten tber ein gleichartiges fusioniertes Kryptensystéigen. Zur Kl&-
rung der generellen Zugehdarigkeit eines solchen Kryptensystems zurdr@uster des
Acanthors der Acanthocephala bedarf es der Untersuchungen weitarehdmpha-
lenarten verschiedener Klassen.

Da die Acanthoren in der Regel Uber einen groRen Vorrat an Glykogen wverflge
(ALBRECHT et al., 1997; ARASCHEWSKI, 2000), erscheint es plausibel, dass die Poren
des Acanthorepithels der Sekretion von Stoffwechselprodukten und nicht der Auf
nahme von Nahrstoffen dienen. Aufgrund ihres Glykogengehaltes verfigen die Aca
thoren Uber ein derartig grof3es Energiereservoir, dass sie wéhrendExistenz
keinerlei Nahrstoffe von aufen benétigemARING, 1985). Dieser Glykogenvorrat
nimmt nach der Aktivierung der Acanthoren kontinuierlich alr@@rton 1970;
STARLING, 1985). Auch die bei den untersuchten Acanthoren sichtbare Abnahme der
Kryptenanzahl pro u?nvon apikal nach caudal bzw. die Nahe der Krypten im apikalen
Bereich zu den robusten Haken deutet auf eine die mechanischemkbassarbeiten
unterstiitzende sekretorische Tatigkeit der Krypten hin.

\Von jeder einzelnen Pore in der Oberflache der Acanthoren ziehineerzweigter
Ausfiihrgang durch die die duRere Membran unterlagernde intrasynSdfatsht aus
amorpher Substanz radial in den Acanthor hinein und bildet unmittelbardentetra-
syncytialen Verdichtung ein weitlumiges Lakunensystem aus. Ubefaufaje Ver-
zweigungen dieses Lakunensystems stehen die einzelnen Krypten alghadken
miteinander in Verbindung. Dieses vernetzte System aus Oberflabherggn und
subepithelialem Lakunensystem wird als fusioniertes Kryptensystem lezeic

Das feinverzweigte Kanalsystem durchzieht den gesamten Acamtiterhalb der
intrasyncytialen Verdichtungsschicht und unterscheidet sich einzichdlie Anzahl

der Poren pro pfnDas Lakunensystem der Acanthoren rmoniliformis M. hiru-
dinaceusundP. ambiguugenthalt in bestimten Abstédnden besonders weitlumige Laku-
nen, die mit zahlreichen Sekretvesikeln bzw. Sekretgranula angsgfiditund als
Reservaoir fur diese fungieren. Die gespeicherten Vesikel bzw. GrdesilKryptensys-

tems werden wahrend der Darmwandpenetration aufgrund der auf demadkcaint
wirkenden Driicke Uber das engmaschige Kanalsystem innerhalb des Acanthors
verteilt. Anschliel3end tritt ein Teil dieser Vesikel durch diehandenen Krypten der
Acanthoroberflache in das Darmlumen des entsprechenden WirtstiesesDabei
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bewirken die von dem Darmwandgewebe auf den penetrierenden Acanthoregn einw
kenden Drlicke, dass die Sekretvesikel von dem Acanthoren exakt an jenen Kérperste
len sezerniert werden, an welchen ein Gewebeabbau des Darmwandmaterialsebzw. e
Schmierung des Acanthorkdrpers am meisten bendtigt wird. Die Verneteuegzel-

nen Krypten Uber ein feinmaschiges Kanalsystem sorgt fir eine besaitbktive
Penetration der Darmwand durch den Acanthor. Aufgrund der kompakten Lagerung
inaktiven Acanthoren in den infektiosen Acanthocephaleneiern wurde dhet¥eng

der einzelnen Krypten bisher nie beobachteB@ECHT et al., 1997). Einzig bei dem
geschlipften Acanthor des Eoacanthoceph&ermmbiguuskonnte die Fusion des
Kryptensystems detektiert werden E(fRze, 1998). Interessanterweise stellte
TARASCHEWSKI (1989) bei adulten Palaeacanthocephalen eine identische Vernetzung
der Oberflachenkrypten Uber ein sackartiges Lakunensystem im apikalsinohBeer
Wirmer fest.

Bei den Stoffwechselprodukten, die tUber das fusionierte Kryptensykdeicantho-

ren sezerniert werden, handelt es sich vermutlich um proteolgtischyme, wie z.B.

der Cathepsin L Proteinase des Acanthors Morhirudinaceus,oder um “Schmier-
stoffe”, wie z.B. Monosaccharide bzw. Lipide (siehe 4.5). Von dem Acahiho-
cephalenM. moniliformisist bekannt, dass die aktivierten Acanthoren eine Chitinase
ausschitten ({[@EONDS, 1966). Ob die Acanthoren diese Chitinase zum Abbau der peri-
trophischen Membran ihres Wirtstieres oder zur Destruktionnbhitiger Eischalen
einsetzen, ist noch umstritten (siehe 4.1.1.1).

Wahrend die von den Acanthoren ausgeschiedenen histolytischen Enzymeyder De
dation von verschiedenartigen Strukturproteinen in der Darmwand dienéend fuh-
gieren die sezernierten Lipide bzw. die elektronenlichten Mucopolysadeha
sicherlich als eine Art Gleitmittel, das den Reibungswiderstand\danthoren wah-
rend deren Darmwandpassage herabsetzt. Aufgrund dieser untersicbreMiockun-
gen der Sekretionsprodukte ware denkbar, dass die Acanthoren die prateefytis
Enzyme hauptsachlich aus Krypten im apikalen Bereich ihres Ksgeernieren.
Dort sind die sezernierten Enzyme sofort in unmittelbarer Hakennahe nntkkdles-
halb die mechanischen Destruktionsleistungen der robusten Haken ahincialche-
mische Abbauvorgange unterstiitzen. Die weiter caudalwarts geleleyen der
Acanthoren kdnnten anschlieRend fur die Sekretion von Lipiden und Mucopolysaccha-
riden als Gleitsubstanz zustandig sein, da bereits eine ausdgckEfnung in der
Darmwand des Wirtstieres besteht. Jetzt ist fir eine schiRalsage des Acanthors
durch die Darmwand einzig die Reduzierung des Gleitwiderstandesadeghors
sinnvoll und notwendig.

Da jedoch vermutlich der gesamte Acanthor von einer Lipidschilodtzogen ist, die
sich in der Regel durch die elektronenmikroskopische Probenaufbereitustgrdip
auflost, und die von den Acanthoren Wdnhirudinaceussezernierte Cathepsin L Pro-
teinase die Immunantwort des Wirtstieres unterdrickt, ist dgseleeinlicher, dass
jede Krypte unabhangig von ihrer Lage sowohl proteolytische Enzyme &lsGieit-
mittel sezerniert.
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4.8 Ausblick

Diese Arbeit hat grundlegende Einblicke in die Ultrastruktur destg@gften Acantho-

ren der beiden ArchiacanthocephaMnmoniliformisbzw. M. hirudinaceussowie des
EoacanthocephaleP. ambiguusgewahrt. Aul3erdem wurden interessante Details
beziglich des Eihullenaufbaus der infektiosen Acanthocephaleneier und des unt
schiedlichen Schlupf- bzw. Penetrationsverhaltens aktivierter Aager verschiede-
ner Acanthocephalenarten erkannt. Dennoch kénnen nicht alle bisher nawbnoffe
Fragen zu den Eigen- bzw. Besonderheiten des ersten LarvalstadiuArsadéhoce-
phala zur Zufriedenheit beantwortet werden. Daher sollten unbedingt weitere
Untersuchungen an diesem invasiven Parasitenstadium durchgefutenyveie wei-
tere Details dieser Hakenlarve offenlegen.

Umfangreichere Experimente zum SchlUpfverhalten der Acanthoren sdlitehge-

fuhrt werden, um den Einfluss der Einwirkung der Mundwerkzeuge von ectigipre

den Zwischenwirten auf das Schlipfverhalten der Acanthoren beteremi
Acanthocephalenarten zu bestatigen bzw. zu Uberprifen. Anhand von geschlipften
Acanthoren verschiedener Archi-, Palae- und Eoacanthocephalenatterveiducht
werden ein allgemeingtiltiges Schema in der Bewehrung der Parasitenlarven mit robus-
ten Haken und filigranen Korperstacheln zu erhalten. AnschlieRend korergrivhe

mit der Bewehrung von Priapuliden bzw. Rotifera erfolgen.

AulRerdem sollte der enzymatischen Ausstattung der Acanthoren kiesst@imerk-
samkeit gewidmet werden, so dass die in dieser Arbeit bei denthacephalen identi-
fizierte Cathepsin L Proteinase das zentrale Objekt weneoérkularbiologischer und
immunologischer Studien ware. Durch weiterfihrende Untersuchung von infektiose
Eiern bzw. adulten Wirmern verschiedener Archi-, Palae- und Eoacanthocepbalena
sollte versucht werden Aufschluss Uber die generelle Ausstattulgnti@icklungssta-
dien der Acanthocephala mit der Cysteinproteinase Cathepsin L oder anderely{prote
tischen Enzymen (Chitinasen, usw.) zu erhalten. Desweiteren dwilte den Einsatz
der sensitiven zweidimensionalen Gelelektrophorese die exaktgs&nadientifizie-
rung und Charakterisierung der proteolytischen Sekretionsprodukte dererttiv
Acanthors erfolgen.

AuRerst spannend ware zudem die Erforschung der Lokalisation der ytistd@n
Enzyme (Cathepsin L, usw.) innerhalb von Frontal-, Epidermal-, und Zentratisyncy
des Acanthors diverser Acanthocephalenarten durch Immunolokalisapenseente,
um den Speicher- und Sekretionsweg der proteolytischen Enzyme iderifizu
konnen.
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5 ZUSAMMENFASSUNG

Die Biologie und Morphologie des Acanthors stand im Mittelpunkt dieskeifA Als
Modellorganismen dienten die Arciacanthocephaienmoniliformisund M. hirudi-
naceussowie der Eoacanthocephdte ambiguusBei der Erforschung des Acanthors
kamen sowohl lichtmikroskopische als auch elektronenmikroskopische Methaden z
Anwendung. Des weiteren wurden mittels SDS-Page und Western Blo#rgtei-
chende biochemische Untersuchungen an infektiosen Eiern, aktiviertethdéwesm
sowie an Adulti vorM. hirudinaceusdurchgefihrt.

Es zeigte sich, dass die vier verschiedenen Eihlljef,Elie die inaktiven Acanthoren
von M. moniliformis M. hirudinaceusundP. ambiguusimgeben und je nach Acantho-
cephalenart verschiedenartig aufgebaut sind, den Acanthor effektitzen und ihm
eine mehrmonatige Uberlebensdauer ermoglichen.

Die &ulRerste Eihulle {£die ein vorzeitiges Aufquellen der Eihullen-E, verhindert
und sich bei Archi-, Eo- und Palaeacanthocephalen vollstandig von dganiiihiil-
len abldst, sobald die Parasiteneier ins Freie gelangen, durit€cdeutz des inaktiven
Acanthors vor Verdauungsenzymen der Endwirte dienen.

Die zweitaulRerste Eihulle;Eler Archiacanthocephalen weist spezifische Adaptationen
an den terrestrischen Lebensraum der adulten Acanthocephalen auf. 8mvaldr

von M. moniliformisals auch vom. hirudinaceusesitzen einen sogenannten Schlipf-
punkt. Dieser “hatching point” der Eihulle, St notwendig, da die massive Bei den
Archiacanthocephalen sowohl fir den mechanischen Schutz als auch denv®chut
Dehydrierung der Acanthoren verantwortlich ung daher besonders massiv ist. Im
Gegensatz dazu weis} HBer Eo- und Palaeacanthocephalen, die einen aquatischen Ent-
wicklungszyklus besitzen, keinen Schlupfpunkt auf. Dafir istvé&n P. ambiguus
sowie der untersuchten Palaeacanthocephalenarten einerselis Yarankerung der
Eier an der Nahrung der Zwischenwirte als auch fur einen mexinem Schutz der
ungeschlipften Acanthoren zustandig. Diese Verankerungsfunktion konntealsrst
zweifelsfrei fur Palae- und Eoacanthocephalenarten nachgewiesen werden.

Die inaktiven Acanthoren der Acanthocephalen werden durch spezifiteize im
Eiinneren aktiviert und beginnen mit der Ausflihrung von stereotypen BewsykAg
len, wodurch sie die beiden inneren EihulletHz mechanisch zerstoren. Als beste
Methode zur Aktivierung von Acanthoren erwies sich die Kombinatiorr @m@eren,
mechanischen Einwirkung (lokale Zerstorung der aufReren Eihulle)imeit machfol-
genden chemischen Reizeinwirkung. Durch diese “Schlupfstimulationseiliet
gelang es erstmals in-vitro-Experimenten, sowohl die Acanthoren Wdnmonilifor-
misundM. hirudinaceusals auch vorf. ambiguuszum Schlipfen anzuregen.
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Der aktivierte Acanthor, der wahrend seiner gesamten Existenapenistereotype,
identisch verlaufende Bewegungszyklen durchfuhrt, ist darauf speziasisiae pri-

mare Aufgabe - das Erreichen des Hamocoels des Zwischenweftfektiv zu l6sen.
Daher besitzt der Acanthor etliche morphologische als auch chemtbarakteristi-
schen Besonderheiten:

Die geschlupften Acanthoren vivh moniliformis(65 x 30 pum)M. hirudinaceug90 x

50 um) undP. ambiguug37 x 12 um) besitzen eine ovale bis spindelférmige Gestalt
und weisen einen nahezu kreisrunden Querschnitt auf. Die Bewehrungatghdéren
besteht aus robusten Haken und filigranen Kérperstacheln, die antagoimsésadje-
ren. Sowohl die apikalen Haken als auch die filigranen Korperstachelbereits bei
den inaktiven Acanthoren vollstandig ausgebildet sind, sind massiv aufgetohiiben

im Gegensatz zu den Haken der Adulti keinerlei Sekretionsfunktion aeispidzen
Haken sind bei diesen Acanthoren stets in vier Reihen spiralig uapileen Acan-
thorpol angeordnet und dienen der mechanischen Destruktion der inneren Egilllen
E, wahrend des Schlipfvorganges der Acanthoren bzw. der DarmwandZeiires
schenwirtes. Die Acanthoren vad. moniliformis und M. hirudinaceusbesitzen
jeweils zwei zentrale Hakenpaare und insgesamt 87-92 Haketin dieihe” sitzen.

Im Gegensatz dazu besitzen die AcanthorenRroambiguuskeine zentralen Haken-
paare, aber 76-80 apikale Haken, die “auf Llicke” sitzen.

Die kleineren Koérperstacheln, die Gber den gesamten Acanthorkdrpeitvaind,

tben eine “Antirlickrutsch- und Verankerungsfunktion” aus und verhindern dadurch
das Zurlckgleiten des Acanthors wahrend des PenetrationsprozesdesendVdie
Acanthoren vorP. ambiguus300-310 regelmé&f3ig angeordnete Kérperstacheln besit-
zen, weisen die Acanthoren vibh moniliformisundM. hirudinaceust40-500 Korper-
stacheln auf.

Der innere Aufbau der Acanthoren vish moniliformis, M. hirudinaceusndP. ambi-
guusentspricht dem Organisationsschema von inaktiven Acanthoren, d.mdseus
apikal gelegenem frontalen Syncytium, caudal gelegenem epidermaleni@ynegt
medial gelegenem zentralen Syncytium aufgebaut.

Die Muskulatur der untersuchten Acanthoren ist bei allen drei Acagphatenarten in
zwei Retraktormuskelstrange und zeRn @mbiguusbzw. zwolf (M. moniliformis M.
hirudinaceu$ subepitheliale Muskelstrange unterteilt. Der Acanthor Momonilifor-
mis besitzt aul3erdem noch ein ringférmiges Muskelband, das circulaeieicB der
apikalen Haken verlauft.

Wahrend die Acanthoren vdh ambiguusadidrsymmetrisch aufgebaut sind, weisen
die Acanthoren voiM. moniliformiseinen bilateralsymmetrischen Aufbau auf. Aul3er-
dem ist die subepitheliale Muskulatur bei den Acanthorenw.omoniliformisspiralig
angeordnet. Die subepithelialen Muskelstrange der AcanthoreMyvdnirudinaceus
undP. ambiguusveisen dagegen nicht die geringste Spiralitat in ihrer Anordnung auf,
d.h., die Acanthoren folgen beziiglich der Spiralitat dem Aufbauschemaddten
Parasiten.
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Wahrend die Acanthoren durch Kontraktion der beiden zentralen Retraktain

ihre apikalen Haken zusammen mit ihrem apikalen Pol vollstandig imeagm kon-

nen, dient die Kontraktion der subepithelialen Muskulatur dem Aufbau eines Korperin-
nendrucks (“Hydroskelett”). Erst das antagonistische Zusammenspiel von
subepithelialer Muskulatur und Retraktormuskulatur ermdéglicht demrmtAca eine
gezielte Vorwartsbewegung. Die subepitheliale Muskulatur ist au3esdemfir die
Bewegung der Korperstacheln und fur die Verkirzung bzw. Relaxation desehint
Korperbereiches des Acanthors verantwortlich.

Die enzymatische Ausstattung der Acanthoren Morhirudinaceusst zur Austibung
histolytischer Prozesse bestens geeignet. Erstmals konnte diglygiretbe Cathepsin
L Proteinase in verschiedenen Stadien (Eier, aktivierte AceerthAdulti) eines Acan-
thocephalenN. hirudinaceu} nachgewiesen werden. Die biochemischen Vergleichs-
untersuchungen von infektiésen Eiern und aktivierten AcanthoreMvairudinaceus
zeigen, dass sich die Konzentration von Cathepsin L Proteinase ircdethéren nach
deren Aktivierung durch spezifische Schlusselreize stark erhdhtdakiCathepsin L
Proteinase wird stadien- und zustandsspezifisch exprimiertl&istsdarauf schliel3en,
dass die Acanthoren die Cathepsin L Proteinase zur Spaltung versehi€deteine
des Darmwandgewebes ihres Wirtsorganismusses einsetzen und dehorscant
dadurch eine rasche Darmwandpenetration ermdglichen. Aul3erdem dirféscadie
thoren die Cathepsin L Proteinase wahrend ihrer Darmwandpassagézée) um die
Immunantwort ihres Wirtstieres abzuschwéchen und eine hohe Uberktbenserzie-
len.

Die Cathepsin L Proteinase und “Schmierstoffe” werden vermuiler die Krypten

in der Oberflache der Acanthoren sezerniert, da die Anzahl dgate€r pro urﬁ bei

den Acanthoren voM. moniliformis M. hirudinaceusund P. ambiguusvon apikal
nach caudal deutlich abnimmt und besonders viele Krypten in unmitteltekennahe

zu finden sind. Sowohl die Acanthoren vish moniliformisals auch vorM. hirudi-
naceussowie vonP. ambiguudesitzen ein “fusioniertes Kryptensystem”, das aus zahl-
reichen Poren in der Oberflache und einem intrasyncytialen Lakunendsyssteft.
Die einzelnen Krypten stehen Uber ein feinmaschiges Kanalsydssndirekt unter-
halb der intrasyncytialen Verdichtung verlauft, miteinander in Kontaksd3i&anal-
system durchzient den gesamten Acanthoren und hat regelmallig sackartige,
weitlumige Lakunen ausgebildet, die mit zahlreichen Sekretvesiain Sekretgra-
nula angefullt sind und als Reservoir fur diese fungieren. Aufgrund deteauf\can-
thor einwirkenden Driicke kommt es stets an denjenigen Stellen, an denen
chemische Penetrationsunterstitzung am meisten benétigen, zunobskigivitat.
AbschlieBend wird postuliert, dass erst der kombinierte Einsatz vahamiechen
(Darmwandzerstérung durch die apikalen Haken, “Antirlickrutsch”-Funktioiadler
perstacheln, Kérperbewegungen) und chemischen Hilfsmitteln (Protea@gdpaim-
wandgewebes durch sezernierte Enzyme, Abschwachung der wirtseigenen
Immunantwort, Verminderung des Gleitwiderstandes) den geschlipften haoamt
eine derartig effektive Durchquerung der Darmwand ihres Wirtsorgarsesesmaog-
licht.
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7.1 Rezepttell

7.1.1 Farbelésungen zum Anfarben von Semidinnschnitten

7.1.1.1 Methylenblau mit NaCl

Herstellung:
1.5g Methylenblau und
0.8g Natriumchlorid in
100 ml Aqua dest. geben und
1 Stunde mit Ruckflusskuhler kochen lassen.
Die Losung abkuhlen lassen.
Die Losung mit einer Wasserstrahlpumpe abfil-
trieren und darauf achten, dass keine Krimel in
der Farbeldsung enthalten sind.
Lagerung

Die fertige L6sung ist bei Zimmertemperatur jahrelang haltbar. Eventuéd sigl vor
erneutem Gebrauch jedoch nochmals durchfiltriert werden.

Anwendung:

Die Semidunnschnitte werden mit der fertigen LOsung mehrere Minutéh3€ angefarbt.
Dabei ist darauf zu achten, dass die verwendete Farbeldsung aufrdigliirBeschnitten
nicht eintrocknet.
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7.1.1.2 Stevenel's Blue

Herstellung:

1.0g Methylenblau

75 ml Aqua dest.

1.5g Kaliumpermanganat
75 ml Aqua dest.

in

und

in

geben. Die beiden Lésungen miteinander
vermischen und im Wasserbad solange
erhitzen, bis sich der gesamte Niederschlag
aufgelost hat.

Die Losung abkuhlen lassen und anschliel3end
mit einem feinen Papierfilter abfiltrieren. Dabei
ist darauf zu achten, dass keine Kriimel in der
Farbelbsung enthalten sind.

Lagerung

Die fertige L6sung ist bei Zimmertemperatur monatelang haltbar. Eventutdl siellvor
erneutem Gebrauch jedoch nochmals durchfiltriert werden.

Anwendung:

Die Semidunnschnitte werden mit der fertigen Losung 10 Minuten auf einer Heizbank bei
60 °C angefarbt. Dabei ist darauf zu achten, dass die verwendete Farbelosundsaafiden

diinnschnitten nicht eintrocknet.

7.1.2 Fixierldsungen fur biologisches Probenmaterial

7.1.2.1 4%-Osmiumtetroxidlédsung

Herstellung:

1g Osmiumtetroxid
25 ml Aqua dest.

in
auflosen.

Dieser Ansatz ergibt 25 ml einer
4%igen Osmiumtetroxid-LOsung.
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7.1.2.2 5%-Glutardialdehyd in 0.1 M

Na-Cacodylatpuffer

Herstellung:

40 ml  25%-Glutardialdehyd
Aktivkohle
125 ml 0.2 M Na-Cacodylatpuffer
85 ml Aqua dest.

7.1.2.3 0.1 M Na-Cacodylatpuffer

Uber

filtrieren und mit
und
vermengen.

Dieser Ansatz ergibt 250 ml einer
25%igen Glutardialdehyd-L6sung.

Herstellung

50 ml 0.2 M Na(CH3),AsO, x 3H,0
5.6 ml 0.2 M HCI
44.4 ml Agua dest.

und
werden mit
vermengt.

Dieser Ansatz ergibt 100 ml von
0.1 M Na-Cacodylatpuffer.

7.1.3 Einbettungsmedium fir biologisches Probenmaterial

7.1.3.1 Spurr-Einbettungsmedium (nach BURR, 1969)

Herstellung:

30g ERL-4206
18g DER-736
789 NBA

1.2g DMAE (S-1)

werden mit
und

und
vermischt.
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Anmerkung:

Es empfiehlt sich, in jede Probe einen Zettel mit der Code-Nummer des Rrggamatipo-
lymerisieren, um die Proben spéater eindeutig wieder zuordnen zu kénnen.

7.1.4 Kontrastierldsungen zum Kontrastieren von Ultradlinnschnitten

7.1.4.1 Uranylacetat (in gesattigter wassriger Losung)

Herstellung:
259 Uranylacetat in
10 ml Aqua dest. auflosen.
Dabei ist zu beachten, dass sich Uranylacetat in
Wasser sehr langsam |6st. Deshalb sollte man
dem Uranylacetat mehrere Stunden Zeit lassen
sich vollstandig zu I6sen.
Die fertige Uranylacetat-Losung kann durch
Zentrifugieren von etwaigen ungelosten Rick-
standen abgetrennt werden.
Lagerung:

Da Uranylacetat lichtempfindlich ist, sollte es im Dunkeln aufthetwaerden. AulRerdem
empfiehlt sich eine Lagerung der Kontrastierlésung im Kihlschrank bei etwa 8 °C.




7.1.4.2 BEICITRAT (NACH REYNOLDS, 1963) 255

7.1.4.2 Bleicitrat (nach REyNOLDS, 1963)

Herstellung:
1.33g Bleinitrat und
1.76 g Natriumcitrat in
30 ml Aqua dest. in einem 50-ml-Erlenmeyerkolben suspendie-
ren. Diese L6sung 30 Minuten lang kraftig
schitteln bzw. fur etwa 15 Minuten in ein Ultra-
schallbad geben. Das Bleinitrat wird dabei voll-
standig in Bleicitrat Gberfuhrt.
Das gebildete Bleicitrat wird mit
8 ml NaOH (1 n) carbonatfrei aufgeldst und der Erlenmeyerkolben mit
Aqua dest. auf 50 ml aufgefulit.

7.1.5 Tragerfilm-Lésung zum Befilmen von Grids

7.1.5.1 0.32%-Polyvinylformaldehyd (Formvar)

Herstellung:
0.16g Formvar in
50 ml Chloroform auflosen.
Dieser Ansatz ergibt eine etwa
0.32%ige Formvarldésung.
Eventuell muss das Chloroform vor seiner
Verwendung tber
Kupfersulfat getrocknet werden, um es wasserfrei zu bekom-

men.

Anmerkung:

Wahrend der Herstellung der Formvar-Lésung sollte die LuftfeuchtigB&trécht Gberstei-

gen. Es empfiehlt sich daher, wahrend der Herstellung der Formvar-Léswiger Tro-
ckenkammer, deren Luftfeuchtigkeit durch Verwendung von Phosphorpentoxid auf unter
60% abgesenkt wurde, zu arbeiten.
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Lagerung:

Die Formvar-L6sung ist, lichtgeschitzt und luftdicht verschlossen aufbewsghrere Mo-

nate haltbar.

7.2 Protokoll zur Probenaufbereitung ftr die TEM

Einbettungsverfahren nach Spurr:

FIXIEREN
Zeitpunkt: sofort nach der Praparation
Medium: 5%-Glutardialdehyd in 0.1 M Na-Cacodylatpuffer (pH 7.4)
Lagerung: Uber Nacht bei 4 °C (Kuhlschrank)
WASCHEN
Medium: 1 ml 0.1 M Na-Cacodylatpuffer (pH 7.4)
Dauer: 4 x 15 Minuten
FIXIEREN
Medium: 2%-Osmiumtetroxid
Menge: etwa 1 ml pro Probe
Dauer: 2 Stunden
WASCHEN
Medium: Aqua dest.
Dauer: 3 x 15 Minuten
ENTWASSERN
30% Aceton: 1 ml Aqua dest.
0,5 ml Aceton (99.5%)
50% Aceton: 0.3 ml Aceton (30%) verwerfen
0.3 ml Aceton (99.5%) auffillen
70% Aceton: 0.6 ml Aceton (50%) verwerfen

0.6 ml Aceton (99.5%) auffullen
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ENTWASSERN
90% Aceton: 1 ml Aceton (70%) verwerfen
1 ml Aceton (99.5%) auffullen
96% Aceton: 1 ml Aceton (90%) verwerfen
Aceton (99.5%) auffillen
100% Aceton: 3x Aceton (96%) verwerfen
Aceton (100%) auffillen
Dauer: pro Entwasserungsschritt 20 Minuten

UBERFUHREN IN SPURR-EINBETTUNGS-MEDIUM

1.Schritt:

Medium: 1 (Aceton) : 1 (Spurr)
Dauer: 30 Minuten

2.Schritt:

Medium: 1 (Aceton) : 2 (Spurr)

Dauer: 30 Minuten
3.Schritt:

Medium: reines Spurr

Dauer: Uber Nacht im Kuhlschrank
Menge: pro Probe 0.5 ml Spurrsches Standard-Medium verwenden
Durchfihrung:

Die Proben in Kautschukformen tberfihren und in reines Spurr-Medium
einbetten.

Die eingebetteten Proben 2-3 Tage lang bei 70°C im Abzug auspolymeri-
sieren lassen.
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HERSTELLEN VON SEMI- UND ULTRA-DUNNSCHNITTEN

Mit Hilfe eines Ultra-Mikrotomes werden von den gewlnschten Proben
Semi- und Ultradiinnschnitte der entsprechenden Stérke angefertigt.

KONTRASTIEREN DER ANGEFERTIGTEN ULTRA-DUNNSCHNITTE

Durch die Einfuhrung von Uranyl- und Bleisalz kommt es zu einer Kon-
trasterh6hung der untersuchten Objekte.

Medium: Uranylacetat

Dauer: 5 Minuten

Zwischenschritt: Dreimaliges Waschen der Grids mit Aqua dest.
Medium: Bleicitrat

Dauer: 10 Minuten

Zwischenschritt: Dreimaliges Waschen der Grids mit Aqua dest.

7.3 Protokoll zur Probenaufbereitung fir die REM

FIXIEREN
Zeitpunkt: sofort nach der Praparation
Medium: 5%Glutardialdehyd in 0.1 M Na-Cacodylatpuffer (pH 7.4)
Lagerung: Uber Nacht bei 4 °C (Kuhlschrank)
WASCHEN
Medium: 1 ml 0.1 M Na-Cacodylatpuffer (pH 7.4)
Dauer: 4 x 15 Minuten
WASCHEN
Medium: Aqua dest.

Dauer: 3 x 15 Minuten
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ENTWASSERUNG
30% Aceton: 1 ml Aqua dest.
0,5 ml Aceton (99.5%)
50% Aceton: 0.3 ml Aceton (30%) verwerfen
0.3 ml Aceton (99.5%) auffillen
70% Aceton: 0.6 ml Aceton (50%) verwerfen
0.6 ml Aceton (99.5%) auffillen
90% Aceton: 1 ml Aceton (70%) verwerfen
1 ml Aceton (99.5%) auffullen
96% Aceton: 1 ml Aceton (90%) verwerfen
1 ml Aceton (99.5%) auffillen
100% Aceton: 3x Aceton (96%) verwerfen
Aceton (100%) auffillen
Dauer: pro Entwasserungsschritt 20 Minuten

TROCKNEN MIT DEM CRITICAL-POINT-VERFAHREN

Medium: CcO,
Dauer: Mehrfache Wiederholung des Spllvorganges mi} Bi®©die Proben voll-
kommen getrocknet sind.

PROBENMONTAGE

Die getrockneten hydrophilen Proben werden in der gewtunschten Stellung
auf Praparathalter aus Aluminium tbertragen. Damit die Proben aehdie
Préaparathaltern ihre Position behalten, werden die Praparathaltdewor
Probenmontage mit doppelseitigem Klebeband tberzogen.

ERHOHUNG DER LEITFAHIGKEIT

Auf die Oberflache der getrockneten Proben wird mittels einesnBdeda
ungsverfahrens eine diinne Goldschicht (10-40 nm) aufgebracht. Diese
Goldschicht erhoht die Leitfahigkeit der Oberflache der untersucinten P
ben und ermdglicht somit eine erheblich bessere Darstellung derselben.
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7.4 SDS-Page

7.4.1 10% SDS

Herstellung:

10g Sodiumdodecylsulfat (Merck, Darmstadt) in
70 ml Aqua dest. |6sen und auf 100 ml auffillen.

7.4.2 1,5M Tris-HCI pH 8,8

Herstellung:

54.459g Tris-hydroxymethyl-aminomethan (Merck, Darmstadt) in
150 ml Aqua dest. [6sen, mit
6 N HCI (Merck, Darmstadt) auf pH 8,8 einstellen.
Auf 300 ml auffillen.

7.4.3 0,5 M Tris-HCI pH 6,8

Herstellung:

6g Tris-hydroxymethyl-aminomethan (Merck, Darmstadt) in
60 ml Aqua dest. l6sen, mit
6 N HCI (Merck, Darmstadt) auf pH 6,8 einstellen

7.4.4 10x SDS Laufpuffer

Herstellung:

30,3g Tris-hydroxymethyl-aminomethan (Merck, Darmstadt)
144 g Glycin(Merck, Darmstadt)
10g Dodecylsulfat (Merck, Darmstadt)
Mit Aqua dest. auf 1 | auffillen.
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7.45 10% APS

Herstellung:

100 mg Ammoniumperoxodisulfat (Merck, Darmstadt) in
1 ml Aqua dest. auflosen.

7.4.6 12% Trenngel (10 ml)

Herstellung:

3,4ml Agquadest. in

0,65 ml Acrylamid-Bis-Fertiglésung (37,5:1, Merck, Darmstadt)
2,5ml 1,5M Tris-HCI pH 8,8 (Merck, Darmstadt)
100 uI 10% SDS

7.4.7 4% Sammelgel (5 ml)

Herstellung:

3,05 ml Agua dest.

0,65 ml Acrylamid-Fertiglosung 37,5:1, Merck, Darmstadt)
1,25ml 0,5 M Tris-HCI pH 6,8
50 um 10% SDS

7.4.8 0,5% Bromphenolblau-L6sung

Herstellung:

50 mg Bromphenolblau (Merck, Darmstadt) in
10ml Aqua dest. auflosen.
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7.4.9 Laufpuffer

Herstellung:

3,55 ml Agua dest.
1,25ml 0,5 M Tris-HCI, pH 6,8
2,5ml Glycerin (Roth, Karlsruhe)
2ml 10% SDS
0,2ml 0,5% Bromphenolblau-Ldsung
Vor Gebrauch je 950 pl noch 50 pl 3-Mercaptoethano (Merck, Darmstadt)
zugeben.

7.5 Western Blot (Semidry)

7.5.1 Towbin Transfer Puffer

Herstellung:
3.03g Tris und
14.4g Glycin und
1ml 10% SDS und
200 ml Methanol mit
Aqua dest. auf 1 | auffillen.

7.5.2 10xTBS

Herstellung:
24.3g Tris und
80.1g NacCl
mit 6 N HCI auf pH 7,6 einstellen.
mit
Aqua dest. auf 1 | auffillen.

Vor Gebrauch mit Aqua dest. 1:2 verdinnen.
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7.5.3 1xTBS-T

251 1xTBS und
2.5ml Tween 20

7.5.4 5% Magermilch

10g Magermilchpulver mit
TBS-T auf 200 ml auffullen. Dabei rihren.
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