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1 ZUSAMMENFASSUNG 

Über ein drittel der Weltbevölkerung ist mit Helminthen infiziert, davon sind ca. 1,5 

Milliarden von einer Infektion mit pathogenen Nematoden betroffen. Wurminfektionen 

führen häufig zu einer Modulation oder sogar Suppression des Immunsystems. Dieses kann 

die erfolgreiche Immunantwort des Wirtes gegenüber einer gleichzeitigen Infektion mit 

anderen Parasiten (Koinfektion) oder die Effizienz einer Vakzine beeinträchtigen. Die 

Folgen und Mechanismen einer solchen Modulation oder Suppression des Immunsystems 

sind vielfältig, von der infizierenden Helminthen-Spezies abhängig und noch nicht 

vollständig verstanden. 

Die Auswirkungen einer vorliegenden Wurminfektion auf die Immunantwort des Wirtes 

gegen einen intrazellulären Parasiten sind von besonderem Interesse, da die erfolgreiche 

Abwehr von Würmern und pathogenen Protozoen sehr unterschiedliche und z. T. sogar 

gegensätzliche Anforderungen an das Immunsystem stellt. Während Wurminfektionen in 

der Regel durch eine Th2-Immunantwort bekämpft werden, ist für die Kontrolle von 

intrazellulären Parasiten die Ausbildung einer Th1-Immunantwort zentral. Auch viele 

Vakzinierungen basieren zudem auf der Etablierung einer parasitenspezifischen Th1-

Immunantwort. Da Th1- und Th2-Immunantworten antagonistisch zueinander wirken 

können, wurde in dieser Arbeit die Auswirkung einer Nematodeninfektion auf das 

Immunsystem von Mäusen während Koinfektionen und Vakzinierungen untersucht.  

Für die Studie von Koinfektionen wurden zwei verschiedene Mausmodelle etabliert: Die 

Koinfektion von Mäusen mit Strongyloides ratti und Leishmania major sowie die 

Koinfektion mit S. ratti und Plasmodium yoelii. Die humanpathogenen Spezies der hier 

verwendeten Parasiten haben überlappende Verbreitungsgebiete in den Tropen und 

Subtropen, so dass Koinfektionen häufig auftreten können. Die S. ratti-Infektion der Maus 

ist ein Modell für die humane Infektion mit einem intestinalen Nematoden. Die Infektion 

von Mäusen mit L. major wird als experimentelles Modell für die humane Leishmaniose 

verwendet und die Infektion von Mäusen mit P. yoelli wird als ein Modell für die humane 

Malaria genutzt. 

Die Koinfektionsstudien zeigten, dass eine vorliegende Infektion mit S. ratti keinen 

Einfluss auf die erfolgreiche Bekämpfung der Protozoen-Infektionen hatte. Obwohl sich 

die antagonistischen Immunantworten in koinfizierten Mäuse beeinflussten, konnten die 

Mäuse eine ausreichend starke Immunantwort zur Kontrolle beider Parasiten generieren.  
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Um den Einfluss von Wurminfektionen auf die Effizienz von Vakzinierungen zu 

untersuchen, wurden Mäuse entweder mit S. ratti oder mit Litomosoides sigmodontis 

infiziert. Während S. ratti als Modell für eine patente aber transiente Infektion diente, die 

von der Maus innerhalb von 3-4 Wochen erfolgreich bekämpft wird, war die Infektion mit 

L. sigmodontis ein Modell für die humane Filariose und damit für eine langlebige, fast 

chronische Wurminfektion. Als Modell für eine Vakzine wurde die experimentelle 

Immunisierung von Mäusen gegen das Circumsporozoiten-Protein (CSP) von 

Plasmodium berghei Sporozoiten, einem Erreger der Maus-Malaria, verwendet. Außerdem 

standen zwei verschiedene Vakzinierungsprotokolle zur Verfügung. Die einmalige 

Immunisierung mit einer rekombinanten Adenylatcyclase (ACT-CSP) sowie eine 

erweiterte, heterologe prime/boost-Immunisierung. 

Während die S. ratti-Infektion keinen Einfluss auf die Immunisierung mit ACT-CSP hatte, 

reduzierte eine vorliegende L.  sigmodontis-Infektion die Induktion CSP-spezifischer CD8+ 

T-Zellen signifikant und führte zu einem verminderten Schutz der Mäuse gegenüber einer 

nachfolgenden P. berghei-Infektion. Im Gegensatz dazu beeinträchtigte die Infektion mit 

L. sigmodontis die Effizienz der erweiterten und effektiveren prime/boost-Immunisierung 

nicht. 

 

Zusammenfassend lassen sich aus den Befunden dieser Arbeit folgende Schlüsse ziehen: 

Während die artifizielle Manipulation von Th1- und Th2- Immunantworten z. B. in 

zytokindefizienten Mäusen dramatische Folgen für die Parasitenabwehr hat, kann die 

„natürliche“ Modulation durch Koinfektionen kompensiert werden. Diese Befunde 

unterstreichen die Fähigkeit des Immunsystems zur gleichen Zeit grundlegend unter-

schiedliche und effiziente Immunantworten auszubilden. Ferner wird deutlich, dass der 

Einfluss von chronischen und transienten Helmintheninfektionen unterschiedlich stark sein 

kann. Außerdem zeigt sich, dass gute Adjuvantien und Impfprotokolle auch bei einer 

vorliegenden Helminthen-Infektion effizient wirken können. Weitere Ergebnisse aus 

Human- und Tier-Studien werden benötigt, um eine optimale medizinische Versorgung 

von Menschen zu gewährleisten, die in den Endemiegebieten von parasitären Helminthen 

leben. 
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2 EINLEITUNG 

2.1 Das Th1/Th2-Konzept der adaptiven Immunantwort 

Das Immunsystem hat die Aufgabe, eine effektive Immunantwort gegen die 

unterschiedlichsten Pathogene zu entwickeln. Um dies zu erreichen, entwickelten sich 

verschiedene Vorgehensweisen. So werden intarzelluläre Erreger durch andere Mecha-

nismen bekämpft als extrazelluläre. Mediatoren dieser adaptiven Immunantworten sind 

Effektor-T-Zellen [1].  

Effektor-T-Zellen können anhand der Expression von unterschiedlichen Oberflächen-

molekülen (cluster of differentiation; CD) in verschiedenen T-Zellsubpopulationen 

eingeteilt werden [2]. Die Effektorfunktion von T-Zellen der CD4-Linie besteht darin 

andere Zelltypen, wie B-Zellen, Makrophagen, Dendritische Zellen oder CD8+ T-Zellen, 

zu aktivieren und Zytokine zu sekretieren, die in die Funktion dieser Zellen involviert sind. 

Weil sie für die Induktion und Unterstützung der jeweils benötigten Immunantworten 

sorgen, werden sie auch als T-Helferzellen (Th) bezeichnet. Eine aktivierte CD4+ Effektor-

T-Zelle produziert ein charakteristisches Zytokinprofil in Abhängigkeit von dem Stimulus, 

mit dem sie aktiviert wurde. Dies sorgt für die Aktivierung der passenden Zellen und 

Effektormechanismen, um die verschiedenen Erregertypen mit der jeweils effektiven 

Immunantwort zu bekämpfen [1].  

Anhand dieser Zytokinprofile und Effektorfunktionen unterscheidet man wiederum 

verschiedene CD4+ T-Zell-Subpopulationen [3]. Der relative Anteil dieser Subpopu-

lationen, die während einer Immunantwort induziert werden, ist entscheidend für den 

Schutz und die Pathologie bei Infektionen. 

Die am besten charakterisierten CD4+ T-Zell-Subpopulationen sind Th1- und Th2-Zellen, 

die zunächst in Mäusen [4] und später im Menschen [5] entdeckt wurden. Die Produktion 

des Zytokins Interferon- (IFN-) γ ist das Markenzeichen von Th1-Zellen, während 

Interleukin- (IL-) 4 und IL-5 von Th2-Zellen produziert werden.  

Die Zytokine, die von den CD4+ T-Zellen produziert werden sind nicht nur entscheidend 

für ihre Effektorfunktion, sie sorgen auch für die Entwicklung und Expansion der 

jeweiligen CD4+ Subpopulation. So unterstützt IFN-γ, welches von Th1-Zellen sezerniert 

wird, die weitere Differenzierung von Th1-Zellen und inhibiert die Proliferation von Th2-

Zellen. Umgekehrt unterstützt die IL-4-Produktion von Th2-Zellen die weitere 

Differenzierung von Th2-Zellen und supprimiert die Entwicklung von Th1-Zellen. Jede 
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Th-Immunantwort verstärkt sich auf diese Weise selbst und wirkt gleichzeitig der anderen 

entgegen [6]. Aus diesem Grund kommt es, wenn eine Th-Immunantwort sich entwickelt 

hat, zu einer Polarisierung des Immunsystems. Die extremsten Polarisierungen werden 

während chronischen Infektionen beobachtet [1, 7]. Allerdings ist die Unterscheidung in 

Th1 oder Th2 nicht immer eindeutig, oft ist eher ein tendenzieller Unterschied der Zytokin-

produktion messbar. Besonders bei Menschen wird deshalb häufig der Begriff Th1- oder 

Th2-ähnlich verwendet. Zudem ist die Immunantwort gegenüber vielen Pathogenen auch 

eine Mischung aus Th1- und Th2-Immunantworten, die in einer charakteristischen 

zeitlichen Abfolge induziert werden, wie bei der Leishmaniose [8].  

 

 
Abb. 2.1.1: Das Th1/Th2-Konzept der adaptiven Immunantwort 
Gezeigt ist das Th1/Th2-Konzept der adaptiven Immunantwort. Naive CD4+ T-Zellen (Th0) differenzieren 
entweder in Anwesenheit von IL-4 zu Th2-Effektor-T-Zellen (Th2-Zellen) oder in Anwesenheit von IL-12 
und/oder IFN-γ zu Th1-Zellen. Th2-Zellen leiten durch die Produktion von IL-4, IL-5, IL-10 oder IL-13 eine 
anti-Helminthen Immunantwort ein. Th2-Zellen werden jedoch auch während Allergien induziert. Th1-
Zellen unterstützen durch die Produktion von IL-2, IFN-γ, Tumornekrosefaktor- (TNF-) α oder IL-12 die 
Bekämpfung von intrazellulären Pathogenen. Th1- und Th2-Immunantworten wirken antagonistisch 
zueinander. 
 

Th1- und Th2-Zellen entwickeln sich aus den gleichen Vorläuferzellen, den naiven 

CD4+ T-Zellen (Th0). Zytokine spielen die entscheidende Rolle bei der Differenzierung 
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von Th0-Zellen. IL-12 und IFN-γ induzieren Th1-Zellen, während IL-4 Th2-Zellen 

aktiviert [9, 10]. 

Th1-Immunantworten werden durch intrazelluläre Erreger wie Viren, Bakterien, 

Leishmanien oder Plasmodien induziert [1]. Eine Gemeinsamkeit solcher Erreger besteht 

darin, dass sie Komponenten des angeborenen Immunsystems, wie Makrophagen oder 

Dendritische Zellen, aktivieren, die daraufhin IL-12 und IFN-γ produzieren. Die Effektor-

funktion von Th1-Immunantworten besteht hauptsächlich in der Aktivierung von 

Phagozyten, die für die Zerstörung der intrazellulären Erreger sorgen [11]. 

Th2-Immunantworten werden durch Helminthen und Allergene induziert. Sie lösen häufig 

eine chronische T-Zell Aktivierung aus, ohne zu einer starken Aktivierung des 

angeborenen Immunsystems zu führen, dass für die Ausbildung von Th1-Immunantworten 

erforderlich ist. Th2-Immunantworten werden also gegenüber Pathogenen oder Antigenen 

ausgelöst, die zu einer wiederholten T-Zell Stimulation führen. Die Effektorfunktion von 

Th2-Immunantworten besteht in der Förderung der IgE- und IgG1-Synthese [12] sowie in 

der Aktivierung von Mast-Zellen und Eosinophilen, die Schutz vor Helmintheninfektionen 

vermitteln [11]. 

2.2 Die S. ratti-Infektion der Maus als Modell für eine humane 

Strongyloidiasis 

Strongyloides spp. sind parasitäre Nematoden, die vor allem in den tropischen und 

subtropischen Regionen vorkommen. Weltweit sind 30-100 Millionen Menschen mit 

Parasiten dieser Spezies infiziert [13]. Für die Infektion des Menschen spielen vor allem 

Strongyloides fuelleborni und, am häufigsten vorkommend, Strongyloides stercoralis eine 

Rolle [14, 15]. Der Parasit hat einen komplexen Lebenszyklus in dem sowohl freilebende, 

als auch parasitäre Stadien vorkommen (Abb. 2.2.1) [16]. Larven des infektiösen dritten 

Stadiums (iL3) bohren sich in die Haut des Säugetier-Wirtes ein und wandern anschließend 

über die Lunge in den Rachen, von wo aus sie durch Verschlucken zu ihrem eigentlichen 

Lebensraum, dem Darm gelangen. Strongyloides Larven entwickeln sich über das vierte 

Larvenstadium (L4) zu weiblichen Adulten, die in der Schleimhaut des Dünndarmes 

verbleiben. Strongyloides vermehren sich durch mitotische Parthenogenese und Eier sowie 

bereits geschlüpfte Larven im ersten Stadium (L1) werden von dem Wirt mit dem Stuhl 

ausgeschieden. Außerhalb des Wirtes entwickeln sich die Larven entweder direkt zu iL3 

oder sie häuten sich zu freilebenden adulten Männchen und Weibchen, die sich 

geschlechtlich fortpflanzen [17]. 
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S. stercoralis besitzt die Fähigkeit sich innerhalb des Wirtes zu vermehren (Autoinfektion), 

dieses kann zu persistierenden Infektionen führen, die schließlich chronisch werden. Die 

chronische Infektion verläuft meistens asymptomatisch, in manchen Fällen verursachen 

wandernde Larven jedoch Pathologien wie Haut- oder Lungenentzündungen [18]. Eine 

seltene, jedoch sehr ernste Komplikation ist die Hyperinfektion, die bei immunsuppri-

mierten Patienten, zum Beispiel während einer Behandlung mit Kortikosteroiden, auftreten 

kann. iL3 reifen dann im Körper des Wirtes zu Adulten heran und wandern aus dem Darm 

in das umliegende Gewebe. Die Sterblichkeit bei einem Hyperinfektionssyndrom beträgt 

bis zu 87 % [19-21]. 

 

 
Abb. 2.2.1: Der Lebenszyklus von Strongyloides spp. 
Das infektiöse dritte Larvenstadium (iL3) bohrt sich aktiv in die Haut des Säugetier-Wirtes ein. Die iL3 
wandern anschließend über die Lunge in den Rachen, von wo aus sie durch Verschlucken zu ihrem Endziel, 
dem Darm gelangen. Strongyloides Larven entwickeln sich über L4 zu weiblichen Adulten, die in der 
Schleimhaut des Dünndarmes verbleiben. Strongyloides Adulte vermehren sich durch mitotische 
Parthenogenese. Eier sowie bereits geschlüpfte L1 werden von dem Wirt mit dem Stuhl ausgeschieden. 
Außerhalb des Wirtes entwickeln sich die Larven entweder direkt zu iL3 oder sie häuten sich zu freilebenden 
adulten Männchen und Weibchen, die sich geschlechtlich fortpflanzen [17]. 



EINLEITUNG                                                                                           7 

Um die Immunantwort gegenüber Strongyloides spp. zu untersuchen, wurden verschiedene 

Nagetiermodelle verwendet [22-24]. Wohlgemerkt eignet sich kein Nagetiermodell dazu, 

die Strongyloides Autoinfektion oder das Hyperinfektionssyndrom des Menschen zu 

untersuchen, da diese Komplikationen weder in der Ratte, noch in der Maus, auftreten. 

Trotzdem konnten in beiden Tiermodellen wertvolle Erkenntnisse bezüglich der 

Immunantwort gesammelt werden. 

Eine S. ratti-Infektion wird sowohl von Mäusen, als auch von Ratten innerhalb von 20-40 

Tagen erfolgreich bekämpft und verleiht eine Teil-Resistenz gegenüber einer Reinfektion 

[23, 25-27]. Während der erfolgreichen Immunantwort von S. ratti-infizierten Mäusen 

wird eine klassische Th2-Immunantwort induziert, bei welcher IL-3, IL-4, IL-5, IL-10 und 

IL-13 produziert werden. Gleichzeitig wird die Produktion des Th1-Zytokins IFN-γ 

supprimiert. Des Weiteren werden Strongyloides-spezifisches Immunglobulin (Ig), vor 

allem Th2-assoziiertes IgM und IgG1, und Mastzellen induziert [28]. 

2.3 Die L. sigmodontis-Infektion der BALB/c Maus als Modell für die 

humane Filariose 

Unter Filariosen werden infektiöse Erkrankungen zusammengefasst, die durch Filarien 

verursacht werden. Weltweit sind mehr als 150 Millionen Menschen mit Filarien infiziert. 

Zu den wichtigsten humanpathogenen Filarien gehören Wuchereria bancrofti, Brugia 

malayi, Onchocerca volvulus und Loa loa [29]. Die Pathologie ist abhängig von der 

Spezies, so führt die Infektion mit O. volvulus zu der so genannten Flussblindheit, während 

die Infektion mit W. bancrofti starke Lymphstauungen, die Elephantiasis, verursacht. 

Verantwortlich für die Pathologie sind vor allem die Mikrofilarien (Mf), die in infizierten 

Personen in großen Mengen auftreten können [30]. Beim Absterben der Mf kommt es zu 

starken inflammatorischen Immunreaktionen [31], die das lokale Gewebe nachhaltig 

schädigen.  

Die Infektion von BALB/c Mäusen mit L. sigmodontis stellt das einzige Mausmodell für 

Filarieninfektionen dar, in dem der gesamte Lebenszyklus des Wurmes durchlaufen wird 

[32]. Die Baumwollratte (Sigmodon hispidus) ist das natürliche Reservoir von 

L. sigmodontis. Als Vektor für die Übertragung des infektiösen dritten Larvenstadiums 

(L3) dient die Milbe Ornithonyssus bacoti [33]. In Abb. 2.1.1 ist der Infektionszyklus 

dargestellt. Bei einer Blutmahlzeit an infizierten Baumwollratten nimmt die Milbe Mf auf. 

Diese durchdringen die Darmwand und wandern in die Thoraxmuskulatur ein. Innerhalb 

von 12-14 Tagen reifen die Larven über das zweite Larvenstadium (L2) zur L3. Die L3 
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wandern in den Kopf der Milbe und können bei der nächsten Blutmahlzeit über die 

Mundwerkzeuge in den Endwirt gelangen. Innerhalb von 3-4 Tagen wandern die L3 über 

die Lymph- und Blutgefäße an ihren Zielort, die Pleurahöhle [34]. In der Pleurahöhle 

häuten sich die L3 nach 8-10 Tagen zum vierten Larvenstadium. Zwischen Tag 26-28 

entwickeln sich schließlich die adulten Würmer, die zwischen Tag 55 und Tag 80 nach der 

Infektion (post infectionem; p.i.) Mf in die Pleurahöhle entlassen, die im Blut nachweisbar 

sind. Nach 120 Tagen kommt es durch die Bildung von Granulomen, einer Umkapselung 

der Würmer mit inflammatorischen Zellen, zur Beendigung der Infektion in BALB/c 

Mäusen [35]. Im Gegensatz zu den suszeptiblen BALB/c Mäusen kommt es in der 

resistenten C57BL/6 Maus nicht zur Entwicklung fertiler adulter Würmer und Mf im Blut 

und die Infektion wird 35-40 Tage p.i. erfolgreich bekämpft. 

 

 
Abb. 2.3.1: Der Lebenszyklus von L. sigmodontis 
Der natürliche Wirt von L. sigmodontis ist die Baumwollratte. Milben nehmen bei einer Blutmahlzeit auf der 
Baumwollratte L1 auf. In der Milbe entwickeln sich innerhalb von 14 Tagen L1 zur L3. Durch den Biss der 
infizierten Milbe werden L3 auf die Maus oder die Ratte übertragen. Diese erreichen über die Lymphgefäße 
die Pleurahöhle, häuten sich zweimal und entwickeln sich zu adulten weiblichen und männlichen Würmern. 
Die weiblichen Würmer entlassen ab Tag 55 p.i. Mf. Im Gegensatz zu den suszeptiblen BALB/c Mäusen 
kommt es in der resistenten C57BL/6 Maus nicht zur Entwicklung fertiler adulter Würmer und die Infektion 
wird 35-40 Tage nach der Infektion bekämpft. 
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Untersuchungen in BALB/c Mäusen haben gezeigt, dass neben NK- [36] und B1-Zellen 

[37] vor allem CD4+ T-Zellen essentiell für die Immunabwehr gegen L. sigmodontis sind 

[38]. Darüber hinaus basiert die Immunabwehr gegen L. sigmodontis auf einer gemischten 

Th1/Th2-Immunantwort. Das Fehlen von IL-4 führt zu einer signifikant erhöhten und 

verlängerten Mikrofilarämie in BALB/c Mäusen [39] und Mäuse die sowohl für IL-5 als 

auch für IFN-γ defizient sind, zeigen eine signifikant erhöhte Wurmlast im Vergleich zu 

BALB/c Mäusen die nur für eines der beiden Zytokine defizient sind [40]. Neben der 

schützenden Immunantwort induziert L. sigmodontis in BALB/c Mäusen jedoch auch 

immunsupprimierende Zelltypen wie regulatorische T-Zellen (Treg) [41, 42], oder 

alternativ aktivierte Makrophagen (AAM) [43], welche die Immunabwehr gegen 

L. sigmodontis hemmen. 

2.4 Das experimentelle Modell der Leishmaniose 

Die Leishmaniose des Menschen wird von Protozoen der Gattung Leishmania spp. 

ausgelöst. Sie zählt weltweit zu den wichtigsten Infektionskrankheiten. Schätzungen 

zufolge sind mehr als 12 Millionen Menschen in 88 verschiedenen Ländern infiziert und 

jährlich kommt es zu etwa 2 Millionen Neuerkrankungen [44]. Weltweit sind 30 

Leishmanien-Spezies bekannt, die im Menschen verschiedene Formen der Leishmaniose 

verursachen können. Je nach Symptomatik unterscheidet man die viszerale, mukokutane 

und kutane Leishmaniose. 

Leishmanien folgen einem zweiphasigen Lebenszyklus (Abb. 2.4.1) während dem sie in 

verschiedenen Formen vorkommen. In ihrem Vektor, der Sandmücke (u.a. Phlebotomus 

oder Lutzomyia), kommen sie als gestreckte, begeißelte, promastigote Leishmanien vor. 

Durch einen Stich der weiblichen Sandmücke werden 10-100 infektiöse, promastigote 

Leishmanien in den Wirt injiziert. In ihren Wirten, zu denen Hunde, Nager, Menschen, 

Katzen, Rinder und Pferde gehören, werden die Promastigoten von Makrophagen 

aufgenommen. In ihnen transformieren sie sich in rundliche, unbegeißelte Amastigote und 

es kommt zur massiven Vermehrung durch Teilung. Schließlich platzt die Wirtszelle und 

setzt Leishmanien in das umgebende Gewebe frei. Weitere Zellen werden infiziert, die 

auch in den Blutstrom gelangen und bei dem nächsten Stich von einer Sandmücke 

aufgenommen werden können [45].  

Die Infektion verschiedener Mausstämme mit L. major hat in den letzten Jahren viel zum 

Verständnis der Mechanismen beigetragen, die mit Resistenz oder Anfälligkeit gegenüber 

diesem Erreger verbunden sind. Der genetische Hintergrund der Mäuse spielt eine 
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entscheidende Rolle für den Verlauf der Leishmaniose. C57BL/6 Mäuse, die in der frühen 

Phase der Infektion eine IFN-γ-basierte Th1-Immunantwort gegen L. major entwickeln, 

können die Infektion vollständig ausheilen und bilden ein immunologisches Gedächtnis. 

Im Gegensatz dazu kommt es in BALB/c Mäusen, die als Reaktion auf die Infektion die 

Th2-Zytokine IL-4, IL-5, IL-10 und IL-13 produzieren, zu einem chronischen Verlauf [8]. 

Dies zeigt dass die Ausbildung einer Th1-Immunantwort für die Bekämpfung der Infektion 

essentiell ist. 

 

 
 

Abb. 2.4.1: Vereinfachter Lebenszyklus von Leishmanien 
Infizierte Sandmücken injizieren metazyklische, promastigote Leishmanien in den Wirt. Die Parasiten 
werden von Makrophagen aufgenommen, wandeln sich in die amastigote Form um und replizieren im 
Phagolysosom. Dies führt schließlich zum Platzen der Wirtszelle. Die dabei freigesetzten Erreger infizieren 
umgebende Zellen. Bei einer erneuten Blutmahlzeit nimmt die Sandmücke amastigote Leishmanien auf, die 
sich in ihr zu infektiösen Promastigoten entwickeln [46]. 
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Um die Immunantwort zu studieren wird häufig eine hoch dosierte Infektion (3 x 106 

Promastigote) durchgeführt, da diese zu einer starken und gut messbaren Immunantwort 

führt. Um eine natürlichere Infektion zu modellieren, werden auch niedrig dosierte 

Infektionen (100-3000 Promastigote) genutzt [47]. 

2.5 Malaria: die humane Infektion und Studien im Mausmodell 

Die Malaria wird von Protozoen der Gattung Plasmodium spp. verursacht. Sie kommt 

hauptsächlich in den Tropen und Subtropen vor und die natürliche Übertragung erfolgt von 

Mensch zu Mensch durch einen Stich der weiblichen Stechmücke (Anopheles). Nach 

Schätzungen der Weltgesundheitsorganisation (World Health Organisation, WHO) treten 

jährlich etwa 250 Millionen klinische Fälle auf, von denen fast 1 Million, hauptsächlich bei 

Kindern unter 5 Jahren, tödlich verlaufen [48]. 

 

Der Lebenszyklus der humanpathogenen Plasmodien verläuft als geschlechtlicher Zyklus 

(Sporogonie) in der Anopheles-Mücke und als asexueller Zyklus (Schizogonie) im 

Menschen [49] (Abb. 2.5.1). Bei dem Stich einer infizierten Anopheles kommt es mit dem 

Speichel zur Übertragung von Sporozoiten in das menschliche Blut. Die Sporozoiten 

dringen innerhalb weniger Minuten in die Leberzellen ein (Leberphase). Wahrscheinlich 

spielt das Haupt-Oberflächenproteinantigen der Sporozoiten, das Circumsporozoiten-

Protein (CSP), eine entscheidende Rolle beim Befall der Hepatozyten [50, 51]. In den 

Hepatozyten entwickeln sich die Sporozoiten zu Schizonten, die schließlich bis zu 30000 

Merozoiten pro parasitierte Zelle freisetzen (exoerythrozytäre Schizogonie). Diese 

gelangen in das periphere Blut und infizieren dort Erythrozyten. In den Erythrozyten 

vermehrt sich der Parasit weiter (erythrozytäre Schizogonie) und es kommt wieder zur 

Freisetzung von Merozoiten, die erneut Erythrozyten befallen (Blutphase). Eine geringe 

Anzahl von Merozoiten entwickelt sich zu Geschlechtsformen, den männlichen und 

weiblichen Gametozyten. Werden diese bei dem Stich einer Anopheles aufgenommen, 

beginnt in der Mücke der sexuelle Zyklus erneut. Für die Pathologie während einer 

Plasmodium-Erkrankung ist hauptsächlich die Blutphase verantwortlich. 

 

Es gibt vier humanpathogene Plasmodium Arten, die sich morphologisch sowie im Verlauf 

der Malaria-Erkrankung unterscheiden [52]. Plasmodium falciparum, der Erreger der 

Malaria tropica, ist die häufigste und gefährlichste Plasmodium-Spezies. Die Malaria 

tropica ist die einzige Plasmodium-Infektion, die zum Tode des Patienten führen kann. 
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Abb. 2.5.1 Der Lebenszyklus von Plasmodium spp. (Modifiziert nach CDC, Public Health Image 
Library, 2006) 
1. Bei einer Blutmahlzeit kommt es zur Übertragung von Sporozoiten durch die weibliche Anopheles Mücke 
in das Blut des Wirtes. Leberphase (A): 2. Sporozoiten werden mit dem Blutstrom in die Leber transportiert 
wo sie Hepatozyten infizieren. 3. In den Hepatozyten reifen sie zu Leberschizonten (exoerythrozytäre 
Schizogonie). 4. Die Schizonten bilden Merozoiten, welche nach dem Aufbrechen der Hepatozyten in die 
Blutbahn freigesetzt werden. Blutphase (B): 5. Die Merozoiten infizieren Erythrozyten. 6. In den Erythro-
zyten reifen die Merozoiten zu Schizonten, welche wiederum Merozoiten freisetzten, die Erythrozyten 
infizieren können (erythrozytäre Schizogonie). 7. Einige Parasiten entwickeln sich zu Gametozyten. 8. Bei 
einer Blutmahlzeit können sie wieder von Anopheles Mücken aufgenommen werden. 
 

Das Hauptsymptom aller Malaria-Erkrankungen ist das periodische Auftreten von Fieber-

schüben. Die Fieberschübe entstehen durch die Synchronisierung der Parasitenvermehrung 

und des Zerfalls aller parasitierten Erythrozyten, wodurch es zu einer periodischen 

Freisetzung von Toxinen der Plasmodien, wie des Merozoite surface antigen (MSA1), 

kommt [53]. Bei der P. falciparum-Infektion ist die zerebrale Malaria einer der 

schwerwiegendsten pathologischen Prozesse. Durch die „knob“-Bildung in der Membran 

infizierter Erythrozyten wird die Adhärenz an die Endothelien der Kapillaren gefördert. 

Die Kapillargefäße verstopfen mit infizierten Erythrozyten, es kommt zu Ödembildung 

und Blutungen, vor allem in Gehirn, Herz, Lunge und Niere. Die parasitierten Erythrozyten 

setzen Malariatoxine und Antigene frei, die eine verstärkte Synthese proinflammatorischer 
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Zytokine, wie TNF-α, Lymphotoxin, IFN-γ und IL-1 auslösen. Dies kann zu Bewusstseins-

störungen und Koma des Patienten führen [53, 54]. 

 

Zur Untersuchung der Immunologie der Malaria-Infektion stehen verschiedene 

Plasmodium spp. zur Verfügung, die pathogen für Nagetiere sind. Diese Mausmodelle 

bieten eine gute Möglichkeit, um die Pathogenese oder die Immunantwort im Verlauf der 

Erkrankung zu untersuchen. Einige Spezies, wie P. chabaudi adami, verursachen 

nicht-letale Infektionen, bei denen die Parasiten nach Abklingen der akuten Parasitämie, 

entweder vollständig eliminiert sind, oder schwächere Rückfälle verursachen. Diese 

Spezies eignen sich besonders zur Studie der Immunantwort gegen die Blutphase der 

Malaria, die Parasitämie. Andere Spezies, wie P. berghei, führen generell zu letalen 

Infektionen und eignen sich deshalb besonders für die Erprobung von Impfstoffen. Die 

P. berghei-Infektion von C57BL/6 Mäusen dient außerdem als Modell zur Untersuchung 

der zerebralen Malaria. Weitere Plasmodium-Spezies, wie P. yoelii oder P. chabaudi 

verursachen Malaria-Erkrankungen, die je nach Plasmodium- und verwendetem 

Mausstamm letal oder nicht-letal sind [55]. 

 

Für den Schutz gegenüber der Leberphase der Plasmodium-Infektion spielen zytotoxische 

(CD8+) T-Zellen eine entscheidende Rolle. CD8+ T-Zellen erkennen CD8 T-Zell-Epitope 

der Plasmodien auf den Haupthistokompatibilitätskomplexen (major histocompatibility 

complex; MHC) der Klasse I, die sich auf der Oberfläche von befallenen Hepatozyten 

befinden [56]. Sie können Schutz vor der Leberphase der Plasmodium-Infektion bieten, 

indem sie infizierte Hepatozyten erkennen und zerstören [49, 57]. Außerdem ist die 

Produktion von IFN-γ durch CD8+ T-Zellen, und andere Zellen, ein wichtiger Faktor bei 

der Bekämpfung von Plasmodium-Parasiten, da es zu einer Freisetzung von NO und 

anderen, für die Parasiten toxischen, Substanzen führt. Außerdem können CSP-spezifische 

Antikörper in vitro die Invasion von Hepatozyten durch P. falciparum verhindern [50]. Da 

die Sporozoiten in vivo jedoch nur 30 min extrazellulär vorliegen, ist es unwahrscheinlich, 

dass Antikörper eine entscheidende Rolle für den Schutz gegen die Leberphase spielen. 

Auch CD4+ T-Zellen [58], NK-Zellen [59] und γ T-Zellen [60] können zum Schutz gegen 

die Leberphase beitragen. 

Für den Schutz gegenüber der Blutphase ist die Kontrolle der Parasitämie essentiell. In 

Mäusen spielen Th1-Zellen und das Th1-Zytokin IFN-γ eine entscheidende Rolle, indem 

sie z. B. das Parasitenwachstum durch die Aktivierung klassisch aktivierter Makrophagen 
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begrenzen [55, 61-64]. Auch das proinflammatorische Th1-Zytokin IL-12 ist notwendig 

für eine effiziente Kontrolle der Parasitämie [64, 65]. In Abwesenheit von γ T-Zellen 

kommt es zu einer verlängerten Parasitämie in Mäusen [66]. Die Infektion von Mäusen mit 

P. chabaudi zeigte, dass sowohl Th1- als auch Th2-Zellen notwendig sind, um eine 

Infektion erfolgreich zu bekämpfen [62, 67, 68]. Von entscheidender Bedeutung für den 

Verlauf der Infektion ist das Verhältnis von Th1- und Th2-Zellen und deren Regulation im 

zeitlichen Verlauf der Infektion [64, 69], um eine zu starke proinflammatorische 

Immunantwort zu verhindern, die den Wirt schädigen kann. 

Des Weiteren werden Antikörper gegen diverse Plasmodium-Antigene produziert, die auf 

der Oberfläche infizierter Erythrozyten oder auf freien Merozoiten exprimiert werden [70, 

71], auch sie spielen eine gewisse Rolle in der Bekämpfung der Plasmodium-Infektion 

[72]. 

2.6 Vakzinierung gegen Malaria 

Trotz jahrzehntelanger Forschung gibt es noch immer keine effektive anti-Malaria 

Vakzine. Innerhalb der Leber- und der Blutphase gibt es verschiedene Ziele für die 

Aktivierung von humoralen, also Antikörper-basierten, oder zellulären 

Immunabwehrmechanismen: freie Sporozoiten, infizierte Hepatozyten, freie Merozoiten 

und parasitierte Erythrozyten. Eine Vakzinierung gegen die Leberphase von Plasmodium 

ist das Ziel vieler Vakzinierungsstrategien, da auf diese Weise die Entstehung der 

Blutphase, und die damit assoziierte Pathologie, verhindert werden könnte [73]. In Mäusen 

[74], Affen und Menschen [75] führt die Immunisierung mit Sporozoiten, die durch 

Röntgen- oder γ-Strahlung attenuiert worden sind, zu einer sterilen Immunität gegen eine 

Plasmodium-Infektion. Der Schutz wird hauptsächlich von CD8+ T-Zellen vermittelt, die 

spezifisch für das CSP der Sporozoiten sind. Ihre Depletion führt zu einem drastisch 

verminderten Schutz [76] und durch den Transfer von CSP-spezifischen CD8+ T-Zell-

klonen kann der Schutz auf nicht immunisierte Mäuse übertragen werden [77]. Die CSP-

spezifischen CD8+ T-Zellen vernichten die Parasiten mittels IFN-γ und NO-vermittelter 

Mechanismen [76-78]. Ob auch ein Schutz durch zytotoxische Aktivität vermittelt wird, 

wird kontrovers diskutiert [79, 80].  

Die in dieser Arbeit verwendeten experimentellen anti-Malaria Vakzinierungen induzieren 

schützende CD8+ T-Zellen, die IFN-γ und TNF-α produzieren und Zellen lysieren, welche 

das CSP-Epitop auf ihrem MHC-I präsentieren [81, 82]. 
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2.6.1 Die experimentelle anti-Malaria Vakzinierung: ACT-CSP und die 

heterologe prime/boost-Immunisierung 

In dieser Arbeit werden zwei verschiedene experimentelle Vakzinierungen gegen Malaria 

verwendet. 

Die Bordetella pertussis Adenylatcyclase (ACT) ist ein bakterielles Toxin das seine 

katalytische Domäne in das Cytosol eukaryotischer Zellen, speziell CD11b/CD18 

exprimierender antigenpräsentierender Zellen, translozieren kann [83]. Aus diesem Grund 

kann die Adenylatcyclase als Trägermolekül für Peptide genutzt werden, die in das 

MHC-I-Kompartiment eingeschleust werden sollen [84, 85]. In der Gruppe von Dr. Peter 

Sebo (Institut für Mikrobiologie, Akademie der Wissenschaften der Tschechischen 

Republik, Prag CZ) wurde eine rekombinante ACT kloniert, die das CD8-Epitop 

(CSP-245-253) mit seinen flankierenden Sequenzen enthält (ACT-CSP). Dr. S. Tartz (Bern-

hard-Nocht-Institut für Tropenmedizin, Hamburg; BNI) zeigte, dass die Immunisierung 

mit ACT-CSP zur Induktion von CSP-spezifischen CD8+ T-Zellen führt, die IFN-γ und 

TNF-α produzieren. Trotzdem vermitteln diese CSP-spezifischen CD8+ T-Zellen keinen 

Schutz gegenüber einer P. berghei Infektion. Eine mögliche Ursache könnte die 

Aktivierung von wirtseigenen regulatorischen Mechanismen sein, denn die Effizienz der 

Vakzine wird durch die Blockade des cytotoxic T lymphocyte-associated antigen-4 

(CTLA-4), einem negativen Regulator der T-Zellantwort, der auf aktivierten T-Zellen und 

Tregs exprimiert wird [86], gesteigert [81]. 

 

Die verbesserte heterologe prime/boost-Immunisierung wurde von Dr. S. Tartz und 

Dr. T. Jacobs (BNI) etabliert und basiert auf zwei verschiedenen (heterologen) 

Antigenträgern. Beide Antigenträger induzieren CD8+ T-Zellen, die spezifisch für das 

MHC-I Epitop CSP245-253 sind und vermitteln damit eine Immunantwort gegen die 

Leberphase von P. berghei. Die oben beschriebene Immunisierung mit ACT-CSP wird in 

diesem Protokoll als Verstärker der Immunantwort (boost) verwendet. 5 Wochen vor dem 

boost werden die Mäuse durch die dreimalige orale Verabreichung eines rekombinanten 

Salmonellen-Stamms immunisiert (prime). Dieser Stamm, Salmonella typhimurium 

SB824, ist stabil mit dem Plasmid pST-TB transfiziert und kann so ein Fusionsprotein aus 

einem Antigenträger, dem N-terminalen Teil des Yersinia outer protein E (YopE), und 

einem Fragment des P. berghei CSP, dass das MHC-I-Epitop CSP245-253 enthält, 

exprimieren. Das Fusionsprotein kann über einen Virulenzfaktor der Salmonellen, das 

Typ III-Sekretionssystem, in das Zytosol eukaryotischer Zellen transloziert werden und so 
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MHC-I-restringierte T-Zellantworten induzieren [82]. Nach der oralen Verabreichung von 

S. typhimurium SB824 (pST-TB) werden, wie nach der Injektion von ACT-CSP, CD8+ 

T-Zellen induziert, die spezifisch für das MHC-I-Epitop CSP245-253 sind. Die heterologe 

prime/boost-Immunisierung von BALB/c Mäusen führt zu einem 80-100 %igen Schutz 

gegenüber dem Auftreten der Blutphase von P. berghei [82] und scheint demnach die 

wirtseigenen regulatorischen Mechanismen überwinden zu können. 

2.7 Helmintheninfektionen und das Immunsystem des Wirtes: 

Immunantwort und Immunomodulation 

Schätzungen zufolge sind weltweit etwa 3 Milliarden Menschen mit parasitischen 

Helminthen infiziert, die unbehandelt oft zu mehrjährigen oder chronischen Infektionen 

führen [87]. Die klassische Reaktion eines Wirtes auf die Infektionen mit parasitären 

Helminthen ist eine Th2-Immunantwort, die zu den Charakteristiken einer starken 

Th2-Zytokinproduktion führen: der Induktion von Eosinophilen, Mastzellen und einer 

hohen Konzentrationen von IgE Antikörpern [88]. In verschiedenen Modellen wurde 

gezeigt, dass diese Th2-Immunantwort essentiell für die Bekämpfung von Helminthen-

Infektionen ist. Dennoch führt die Induktion einer Th2-Immunantwort in Menschen selten 

zu einer vollkommenen Bekämpfung des Parasiten [89]. Dieses zeigt, dass Helminthen 

Strategien entwickelt haben, die ihre Bekämpfung beeinträchtigen und es ihnen 

ermöglichen, lange im Wirt zu überleben. Dabei nutzen Helminthen wirtseigene 

Regelkreise zur Dämpfung von Immunantworten, die dem Wirt zur Erhaltung seines 

immunologischen Gleichgewichts und der Selbst-Toleranz dienen. Hierzu gehören Tregs 

[41] und AAM [90]. Sie produzieren zum Beispiel immunsupprimierende Zytokine wie 

IL-10 und/oder TGF-β und unterdrücken sowohl Th1- als auch Th2-Immunantworten. 

T-Zellen mit einem regulatorischen Phänotyp wurden zum ersten Mal aus Patienten mit 

einer O. volvulus Infektion isoliert [91]. 

Die Helminthen-induzierten Veränderungen des Immunsystems können die Immunantwort 

des Wirtes gegenüber Allergenen, Koinfektionen und Vakzinierungen verändern. Da auch 

immunpathologische Prozesse gedämpft werden können, muss dies nicht immer nachteilig 

für den Wirt sein. 

Bestimmte Autoimmunerkrankungen wie multiple Sklerose oder entzündliche 

Darmerkrankungen (inflammatory bowel disease, IBD) sind mit einer unkontrollierten 

Th1-Immunantwort assoziiert [92, 93]. Im Mausmodell für multiple Sklerose, der Experi-
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mentellen autoimmunen Enzephalomyelitis (EAE), wurde gezeigt, dass die Injektion von 

Schistosoma mansoni Eiern [94] oder die Infektion mit Trichinella pseudospiralis [95] die 

Th2-Immunantwort verstärkt, und so die Th1-assoziierte Pathologie und Inflammation im 

zentralen Nervensystem abschwächt. Im experimentellen Modell für Colitis führt die 

Trichinella spiralis-Infektion von Mäusen zu der Induktion einer Th2-Immunantwort, die 

ebenfalls zu einer abgeschwächten Th1-assoziierten Inflammation und verminderten 

Pathologie im Darmgewebe führt [96]. 

Im Gegensatz dazu sind Allergien eine klassische Th2-vermittelte Entzündungsreaktion. 

Humane Studien zeigten, dass Allergiker niedrigere Treg-Frequenzen haben [97], und dass 

die Aktivierung von Tregs zu einer erhöhten Toleranz gegenüber Allergenen führen kann 

[98]. Interessanterweise zeigten Helminthen-infizierte Patienten verminderte allergische 

Reaktionen [99, 100]. Diese Studien wurden von Ergebnissen im Mausmodell bestätigt. 

Die Infektion von Mäusen mit L. sigmodontis oder H. polygyrus induziert Tregs und 

vermindert die Produktion von Allergen-spezifischem Immunglobulin (Ig) sowie die 

Reizung der Atemwege im Asthma Modell [101, 102]. Diese Ergebnisse zeigen, dass 

Helminthen, obwohl sie häufig eine Th2-Polarisierung auslösen, eine Th2-assoziierte 

Allergie durch immunsuppressive Mechanismen kontrollieren können.  

 

Zahlreiche Studien befassen sich mit der Auswirkung von Helminthen-Infektionen auf die 

Immunantwort gegenüber Koinfektionen. Viele davon untersuchen die Auswirkung auf 

den Verlauf der Malaria [103-105], die Leishmaniose [106-108] oder Mycobac-

terium tuberculosis [109, 110], da die Erreger in überlappenden Endemiegebieten 

vorkommen und Koinfektionen eher die Regel, als eine Ausnahme sind [13, 111]. Die 

Ergebnisse sind teilweise widersprüchlich, zeigen jedoch, dass Helminthen-Infekionen den 

Verlauf einer Koinfektion beeinflussen können. 

Auch die Effizienz von Vakzinen kann durch Helminthen-Infektionen beeinträchtigt 

werden [112-115]. Dies ist von besonderer Relevanz, da endemisch vorkommende, oft 

asymptomatische, Helminthen-Infektionen den Erfolg von Schutzimpfungen vereiteln 

können. 

Viele Faktoren scheinen das Wechselspiel zwischen Helminthen und dem Immunsystem 

des Wirtes zu beeinflussen und die Frage, ob Helminthen „Freunde oder Feinde“ [116] 

sind, kann bis jetzt noch nicht klar beantwortet werden. 
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2.8 Fragestellung und Ziel der Arbeit 

Helminthen beeinflussen das Immunsystem auf vielschichtige Weise. Zum einen 

induzieren sie eine Th2-Immunantwort, zum anderen können sie auch wirtseigene 

immunsupprimierende Mechanismen aktivieren. Dies kann die Immunantwort des Wirtes 

gegenüber Koinfektionen und Vakzinierungen beeinflussen. Die Auswirkungen einer 

vorliegenden Helminthen-Infektion auf die Immunantwort des Wirtes gegenüber 

intrazellulären Parasiten sind von besonderem Interesse, da die erfolgreiche Abwehr von 

Würmern und pathogenen Protozoen sehr unterschiedliche und sogar gegensätzliche 

Anforderungen an das Immunsystem stellt.  

Ziel dieser Arbeit war es die Folgen einer vorliegenden Nematodeninfektion auf die 

Immunantwort der Maus gegenüber pathogenen Protozoen während Koinfektionen und 

Vakzinierungen zu untersuchen. Folgende Fragen sollten im Einzelnen beantwortet 

werden: 

 

- Verändert eine vorliegende S. ratti-Infektion die Immunantwort der Maus 

gegenüber einer L. major- oder einer P. yoelii-Koinfektion? 

- Hat die S. ratti-Infektion einen Einfluss auf die Pathologie der Proto-

zoen-Infektionen? 

- Verändert die S. ratti-Infektion die Effizienz einer experimentellen anti-Malaria 

Vakzine? 

- Unterscheiden sich eine transiente S. ratti-Infektion und eine langlebige 

L. sigmodontis-Infektion bezüglich ihres Einflusses auf die Immunantwort der 

Maus während einer Vakzinierung? 
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3 MATERIAL 

3.1 Laborgeräte 

Gerät Hersteller/Firma 

Analysewaage Sartorius AG, Göttingen 
β-Szintillationszähler „1450 Microbeta“ PerkinElmer/Wallace, Freiburg 

CO2-Inkubator für die Leishmanienkultur 
(FunctionLine) 

Heraeus Instruments, Hanau 

CO2-Inkubator für die Zellkultur               
(innova® co-170) 

New Brunswick Scientific, 
Nijmegen, Niederlande 

Digitalwaage Kern & Söhne, Alberstadt 
Durchflusszytometer „FACSCalibur“ Becton Dickinson, Heidelberg 

Einkanalpipetten Eppendorf, Hamburg 
 Gilson, Middleton, USA 

Elektronisch programmierbare Pipette Eppendorf, Hamburg 
Elektrophoresekammer (DNA-Gele) BioRad, München 

ELISA-Reader (MRX II) Dynex Technologies, Berlin 
ELISPOT-Reader BioSys, Karben-Frankfurt 

Fotoanlage (Geldokumentation) Mitsubishi, Japan 
Fußdicken-Messgerät Kroeplin GmbH, Schlüchtern 

Heizblock (Thermomixer, Comfort) Eppendorf, Hamburg 
Inversmikroskop (CK2) Olympus Europa, Hamburg 

Kühl-und Gefrieranlage Liebherr-Hausgeräte, Rostock 
Lichtmikroskop Hund GmbH, Wetzlar 

Lichtmikroskop (Axiostar plus) Zeiss, Jena 
Magnetrührer IKA Labortechnik, Staufen 

Mehrkanalpipetten Eppendorf, Hamburg 
Mikrowelle Panasonic, Japan 

pH-Meter (WTW pH 537) Labotec, Wiesbaden 
Photometer Eppendorf, Hamburg 

Photometer „NanoDrop 2000c“ Thermo Scientific, Wilmington, USA 
Pipettierhilfe „accu-jet pro“ Brandt, Wertheim 

Real-time PCR Cycler (RotorGene 6000) Corbett Life Science, Sydney, 
Australia 
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Gerät Hersteller/Firma 

Rührstrudler IKA Labortechnik, Staufen 

Schüttelinkubator (TH30/SM30) Edmund Bühler GmbH, Hechingen 
Schüttler IKA Labortechnik, Staufen 

Spannungsquelle (Gelelektrophorese) Edmund Bühler GmbH,  
Sterilwerkbank „Lamin Air HB 2448“ Heraeus Instruments, Hanau 

Thermocycler (P x 2) Thermo Scientific, Wilmington, USA 
Umkehrmikroskop (Axiovert 200) Zeiss, Jena 

UV-Transilliminator International Biotechnologies, USA 
Vortexer Heidolph Instruments, Schwabach 

Wasserbad Memmert, Schwabach 
Wasserdeionisierungsanlage SG Clear, Barsbüttel 

Zellerntegerät „Microcell Harvester“ Inotech, Reppischhof, Schweiz 
Zentrifuge (Multifuge 1 L-R) Heraeus-Sepatech, Hanau 

Zentrifuge (Eppendorf 5415D) Eppendorf, Hamburg 
Zentrifuge (1-15 K) Sigma, Osterode am Harz 

3.2 Verbrauchsmaterialien (Glas- und Plastikware) 

Alle mit * gekennzeichneten Waren wurden steril bezogen 

Verbrauchmaterial Hersteller/Firma 

Chirurgische Einmal-Skalpelle* Braun, Melsungen 

Deckgläschen Engelbrecht, Edermünde 
Durchflusszytometrie-Röhrchen (5 mL Polystyren) Sarstedt, Nümbrecht 

Ethylendiamintetraacetat- (EDTA) Röhrchen Kabe Labortechnik, Nümbrecht-
Elsenroth 

ELISA-Platten (Microlon, 96-Loch, Flachboden) Greiner, Frickenhausen 
ELISPOT-Filter-Platten (MultiScreen® HTS, 
96-Loch)* 

Millipore, Billerica, USA 

Filterspitzen (Biosphere®, 20 µL, 100 µL, 200 µL, 
1000 µL)* 

Sarstedt, Nümbrecht 

Glashomogenisator Braun, Melsungen 

Homogenisierer (Eppendorf® Micropestle für    
1,5-2 mL Reaktionsgefäße) 

Eppendorf, Hamburg 

Kanülen* Braun, Melsungen 
Knopfkanüle (gebogen, 1,0 x 40 mm) UMI Germany, Mönchengladbach 

Neubauer-Zählkammer (Tiefe 20 µm) Hecht-Assistent, Sondheim 
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Verbrauchmaterial Hersteller/Firma 

Neubauer-Zählkammer (Tiefe 100 µm) Brandt, Wertheim 

Objektträger, Mattrand Engelbrecht GmbH, Edermünde 
Parafilm Pechiney Plastic Packaging, Inc., 

Wisconsin, USA 
Petrischalen (100 x 200 mm)* Sarstedt, Nümbrecht 

Pipettenspitzen Eppendorf, Hamburg 
 Greiner bio-one, Frickenhausen  

Plastikküvetten (UVette®, 50-2000 µL) Eppendorf, Hamburg 
Plastikpipetten (5 mL, 10 mL, 25 mL)* Sarstedt, Nümbrecht 

Reaktionsgefäße (0,2 mL, 0,5 mL, 1,5 mL, 2 mL) Sarstedt, Nümbrecht 
Safelock-Reaktionsgefäße (1,5 mL, 2 mL) Eppendorf, Hamburg 

Schottflaschen Schütt Labortechnik, Göttingen 
Spritzen (1, 5 und 10 mL)* Braun, Melsungen 

Sterilfilter (Porengröße 0,22 µm und 0,45 µm)* Sarstedt, Nümbrecht 
Sterilfiltriergefäße „Stericup“* Millipore, Bedford, USA 

Tuberculin-Sicherheitsspritzen (Kendall 
MagellanTM)* 

Tyco Healthcare Deutschland 
GmbH, Neustadt (Donau) 

Ultra-Zentrifugen-Filter (Amicon® , 10 kDa) Millipore, Bedford, USA 

Zellkulturplatten (96-Loch, Rundboden)* Greiner bio-one, Frickenhausen 
Zellkulturplatten (6- und 96-Loch, Flachboden)* Greiner bio-one, Frickenhausen 

Zellkulturplatten für Blutagar „Greiner® 
suspension culture plates“ (96-Loch Flachboden)* 

Greiner bio-one, Frickenhausen 

Zellsiebe „Cell Strainer“ (70 µm)* Becton Dickinson, Heidelberg 
Zentrifugenröhrchen (15 mL, 50 mL)* Sarstedt, Nümbrecht 

Zentrifugenröhrchen aus Polypropylen 
„BlueMaxTM“(50 mL)* 

Becton Dickinson, Heidelberg 
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3.3 Chemikalien und Reagenzien 

Die verwendeten Chemikalien wurden, wenn nicht anders angegeben, von den Firmen 

Fluka (Neu-Ulm), Merck (Darmstadt), Roth (Darmstadt) oder Sigma (Deisenhofen) 

bezogen. 

 
Tab.  3.3-1: Reagenzien für molekularbiologische Arbeiten 

Reagenz Hersteller/Firma 

Agarose Biomol, Hamburg 

Ampuwa (steriles pyrogenfreies Wasser) Fresenius Kabi, Bad Homburg 
Desoxyribonukleosidtriphosphat MBI Fermentas, St. Leon-Rot 

DNA-Ladepuffer (x6) MBI Fermentas, St. Leon-Rot 
DNA-Molekulargewichtsmarker  

(100bp-Leiter plus) 

MBI Fermentas, St. Leon-Rot 

Ethidiumbromid Sigma, Deisenhofen 

Proteinase K Qiagen, Hilden 
QIAamp DNA Stool Kit Qiagen, Hilden 

Random-Primer Invitrogen, Darmstadt 
SYBR® Green I Invitrogen, Darmstadt 

TRIzol® Reagenz Invitrogen, Darmstadt 
 
Tab. 3.3-2: Reagenzien für biochemische Arbeiten 

Reagenz Hersteller/Firma 

Avidin-horseradish peroxidase (HRP) BD Pharmingen, Heidelberg 

BDTM ELISPOT AEC Substrat-Set BD Biosciences, San Diego, USA 
Dimethylsulfoxid (DMSO) Sigma, Deisenhofen 

Complete-Protease-Inhibitor-Cocktail Roche, Mannheim 
Rinderserumalbumin (BSA) Serva Feinbiochemika, Heidelberg 

Tetramethylbenzidin (TMB) Roth, Karlsruhe 
Tween 20 Sigma, Deisenhofen 
 
Tab. 3.3-3: Reagenzien für zellbiologische Arbeiten 

Reagenz Hersteller/Firma 

Ampicillin Boehringer, Mannheim 

Bacto-Trypton Difco, Detroit, USA 
β-Mercaptoethanol Sigma, Deisenhofen 
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Reagenz Hersteller/Firma 

Brain Heart Infusion Agar (BHI-Agar) Fluka, Neu-Ulm 

Carboxyfluorescein-Diacetat-Succinimidyl-Ester 
(CFSE) 

Molecular Probes, Leiden, 
Niederlande 

Cytofix/Cytoperm- und Perm/Wash-Lösung Becton Dickinson, Heidelberg 
Dulbecco´s PBS (phosphate buffered saline) PAN-Biotech, Frankfurt 

Fc-Blocklösung BNI, Hamburg 
Fötales Kälberserum (FCS) Sigma, Deisenhofen 

Gentamycin PAA, Linz, Österreich 
Glutaraldehyd Plano GmbH, Wetzlar 

GolgiStop BD Pharmingen, Heidelberg 
Hefeextrakt Difco, Detroit, USA 

HEPES (4-(2-Hydroxyethyl)-1-piperazinsulfonat) PAA, Linz, Österreich 
3H-Thymidin (1 mCi/mL) Amersham Pharmacia, Uppsala, 

Schweden 
Incidin Liquid Ecolab, Düsseldorf 

Kanamycin Boehringer, Mannheim 
Kaninchenblut (defibriniert) Charles River, Sulzfeld 
L-Glutamin PAA, Linz, Österreich 

PenicillinG-Streptomycin Lösung (100-fach) Gibco/BRL GmbH, Eggenstein 
RPMI 1640-Kulturmedium ohne L-Glutamin PAA, Linz, Österreich 

Szintillationsflüssigkeit für β-Counter Roth, Karlsruhe 
Trypanblau Sigma, Deisenhofen 

3.4 Enzyme 

Enzym Hersteller/Firma 

Reverse Transkriptase (Revert AidTM H Minus) MBI Fermentas, St. Leon-Rot 

RNAse A (DNAse frei) Roche, Penzberg 
RT-PCR Mastermix (MaximaTM SYBR Green 
qPCR) 

MBI Fermentas, St. Leon-Rot 

Taq-DNA-Polymerase (LC) MBI Fermentas, St. Leon-Rot 

Taq-DNA-Polymerase (Hotstar) Qiagen, Hilden 
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3.5 Antikörper 

Tab. 3.5-1: Antikörper für T-Zell-Stimulation, ELISA und ELISPOT 

Antikörper/Spezifität Hersteller/Firma 

anti-IFN-γ ELISPOT Paar BD Biosciences, San Diego, USA 

ELISA Kits „DuoSet®“ 
(IL-10, IL-13, IFN-γ) 

R&D Systems, Wiesbaden 

Hamster anti-CD3 (145-2C11) Hybridomüberstand, BNI 
Ratte anti-Maus IgG1-HRP Invitrogen, Darmstadt 

Ratte anti-Maus IgG2b-HRP (LO-MG2b) Southern Biotech, Birmingham, 
USA 

Ratte anti-Maus IgG3-HRP (LO-MG3) Southern Biotech, Birmingham, 
USA 

Ratte anti-Maus IgM-HRP Zymed, Karlsruhe 
 

 

Alle für die FACS-Analyse verwendeten Antikörper wurden von BD Pharmingen (Heidel-

berg, Deutschland) bezogen. 

 
Tab. 3.5-2: Antikörper für die FACS-Analyse 

Antikörper/Spezifität Klon Verdünnung 

Ratte anti-Maus CD8α-PerCP-Cy5.5 53-6.7 1:400 

Ratte anti-Maus CD62L-PE MEL-14 1:200 

Ratte anti-Maus IFN-γ-APC XMG1.2 1:100 

Ratte anti-Maus IFN-γ-PE XMG1.2 1:100 

Ratte anti-Maus TNF-α-APC MP6-XT22 1:100 

Ratte anti-Maus TNF-α-FITC MP6-XT22 1:100 

Ratte IgG1-FITC/-APC (Isotypkontrollen) R3-34 1:100 
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3.6 Peptide, Proteine und Proteinkomplexe 

Peptid/Protein/Proteinkomplex Hersteller/Firma 

ACT-CSP245-253 zur Verfügung gestellt von Dr. S. Tartz, 
BNI, Hamburg 

CSP245-253 SYIPSAEKI ProImmune, Oxford, UK 
Pro5® MHC Class 1 Pentamer-APC                
(CSP-spezifisch) 

ProImmune, Oxford, UK 

3.7 Kulturmedien, Puffer und Stammlösungen 

Alle Puffer und Stammlösungen wurden mit deionisiertem Wasser (Aqua dest.) angesetzt. 

Zur Verwendung für die Zellkultur wurden hitzeunempfindliche Lösungen autoklaviert 

(135 °C, 2 bar, 20 min) und hitzeempfindliche Lösungen steril filtriert (Porengröße 

0,22 µm). FCS wurde zur Inaktivierung von Komplementfaktoren 30 min bei 56 °C erhitzt 

und bis zur Verwendung bei -20 °C gelagert. 

 

Medium/Puffer/Stammlösung Zusammensetzung 

Ampicillin-Stammlösung 50 mg/mL in dH2O 
 

Blutagar 50 mL Kaninchenblut (defibriniert) 
50 mL NaCl (0,9 % in dH2O) 

1 x PenicillinG-Streptomycin 
200 mL BHI-Agar (52 g/L in dH2O) 

 
CFSE-Stammlösung 5 mM in DMSO 

 
dNTP-Mix (PCR) 2 mM dATP/dCTP/dGTP/dTTP 

 
dNTP-Mix (cDNA-Synthese) 10 mM dATP/dCTP/dGTP/dTTP 

 
ELISA-Beschichtungspuffer Lösung A: 10 mM Na2CO3 

Lösung B: 20 mM NaHCO3 
Lösungen mischen bis pH 9,6 

 
ELISA- und ELISPOT Blockpuffer 1x PBS mit 1 % BSA (w/v) 
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Medium/Puffer/Stammlösung Zusammensetzung 

ELISA-Stopplösung 2 M H2SO4 

 

ELISA-Substratpuffer 100 mM NaH2PO4, pH 5,5 

 
ELISA-Substratlösung 12 mL ELISA-Substratpuffer 

200 µL ELISA-TMB-Lösung 
1,2 µL 30 % H2O2 

 
ELISA-TMB-Lösung 30 mg Tetramethylbenzidin (TMB) 

in 5 mL DMSO 
 

ELISA-Waschpuffer 1x PBS mit 0,05 % (w/v) Tween 20 
 

Erythrozytenlysepuffer 10 % 0,1 M Tris/HCL (pH 7,5) 
90 % 0,16 M Ammoniumchlorid 

 
Ethidiumbromid-Lösung 10 mg/mL 

 

FACS-Puffer 1 % FCS 
0,1 % Natriumazid in 1x PBS 

 
Gewebelysepuffer 100 mM Tris pH 8,5 

5 mM EDTA 
0,2 % SDS 

200 mM NaCl 
in dH2O 

 
Kanamycin-Stammlösung 50 mg/mL in dH2O 

 
LB-Medium 5 g Hefeextrakt 

10 g Bacto-Tryptophan 
10 g NaCl 

ad 1 L dH2O, pH 7,5 
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Medium/Puffer/Stammlösung Zusammensetzung 

Paraformaldehyd-Lösung 4 % Paraformaldehyd in PBS 
 

PBS (10x) 80 g NaCl 

2 g KCl 
11,5 g Na2HPO4 

2 g KH2PO4 
ad 1 L dH2O 

für 1x PBS ergibt sich pH 7,2 
 

PBS/Pen-Strep 1x PBS 
1-fach PenicillinG-Streptomycin 

 
RPMI-Vollmedium 500 mL RPMI 1640-Medium ohne 

Glutamin 
50 mL FCS 

10 mL 1 M HEPES 
10 mL 200 mM L- Glutamin 
2,5 mL 10 mg/mL Gentamycin 

500 μL β-Mercaptoethanol 
 

RPMI/Pen-Strep  
(RPMI-Vollmedium für Leishmanien) 

500 mL RPMI 1640-Medium ohne 
Glutamin 

50 mL FCS 
5 mL 200 mM L- Glutamin 

1-fach PenicillinG-Streptomycin 
1 mL β-Mercaptoethanol 

 
SYBR® Green-Lösung 1:1000 in DMSO 

 
TBE- Puffer (x 10) 0,89 M Tris Base 

0,89 M Borsäure 
20 mM Na2EDTAx2H2O 
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Medium/Puffer/Stammlösung Zusammensetzung 

Trypanblau-Lösung 2 mg Trypanblau 
in 100 mL 1x PBS 

 

Wright´s stain-Lösung 1 mg/mL in Methanol 

3.8 Tiere und Parasiten 

Tab. 3.8-1: Mausstämme für Infektionsstudien 

Mausstamm Herkunft 

C57BL/6J (H-2b) UKE, Hamburg 
BALB/c (H-2d) UKE, Hamburg 
 
Tab. 3.8-2: Parasiten für Infektionsstudien 

Parasit Herkunft 

Leishmania major (MHOM/IL/81/FE/BNI) BNI, Hamburg (Solbach, 1986) 

Litomosoides sigmodontis BNI, Hamburg 
Plasmodium berghei ANKA Sporozoiten zur Verfügung gestellt von 

Prof. Dr. Heussler, BNI, Hamburg 
Plasmodium yoelii 17XNL (nicht-letal) Stabilat infizierter Erythrozyten zur 

Verfügung gestellt von J. Langhorne, 
National Institute for Medical Research, 
London, England 

Strongyloides ratti Lebenszyklus zur Verfügung gestellt von 
Dr. Utzinger, Schweizerisches Tropen- 
und Public Health-Institut, Basel, Schweiz 

 
Tab. 3.8-3: Tiere für die Stammerhaltung 

Tier Herkunft 

Baumwollratten (Sigmodon hispidus) BNI, Hamburg 

Tropische Rattenmilbe              
(Ornithonyssus bacoti) 

zur Verfügung gestellt von Odile Bain, 
Muséum national d´Histoire naturelle, 
Paris, Frankreich 

Wistar Ratten (Rattus norwegicus) Charles River, Sulzfeld 
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3.9 Bakterienstämme 

S. typhimurium SB824 (pST-TB)  

(ΔaroA; sptp::kan/amp) 

zur Verfügung gestellt von 

Dr. S. Tartz, BNI, Hamburg 

3.10 Oligonukleotidprimer 

Alle Oligonukleotide wurden von der Firma TIB Molbiol (Berlin) bezogen. 

Bezeichnung Sequenz 

StroS2 5´-TTAGAGTCGTGTTGCTTGGAA-3´ 

StroAS1 5´-GTGCAACTGGCTCTGTATGC-3´ 
GAPDHmouse_F 5´-GGGTGTGAACCACGAGAAAT GAPDH-3´ 

GAPDHmouse_R 5´-CCTTCCACAATGCCAAAGTT-3´ 
Pb18SrRNA_F 5´- GGATGTATTCGCTTTATTTAATGCTT-3´ 

Pb18SrRNA_R 5´- CACGCGTGCAGCCTAGTAT-3´ 
Leishmania-18S rRNA-ISF 5´-GCTCCAAAAGCGTATATTAATGCTGT-3´ 

Leishmania-18S rRNA-ISR 5´-TCCTTCATTCCTAGAGGCCGTGAGT-3´ 
Maus β-Actin Primer-F 5´-TCACCCACACTGTGCCCATCTACGA-3´ 
Maus β-Actin Primer-R 5´-GGATGCCACAGGATTCCATACCCA-3´ 

TYPH-F 5´-TTGTTCACTTTTTACCCCTGAA-3´ 
TYPH-R 5´-CCCTGACAGCCGTTAGATATT-3´ 

s-YopE-SacII 5´-CACCCGCGGCAGACCATCAATTTG-3´ 
as-CSP-I-Xho/Sal 5´-CGCGTCGACCTCGAGGATCTGTTTAA 

CAAATTCTAG-3´ 

3.11 Software 

Software Hersteller 

FACS-Software „Cell Quest Pro“ 3.0 Becton Dickinson, Heidelberg 
NanoDrop 2000/2000c Software Thermo Scientific, Wilmington, 

USA 
GraphPad Prism 4.0 GraphPad Software, La Jolla, USA 

RotorGene 6000 1.7 Corbett Life Science, Sydney, 
Australia 
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4 METHODEN 

4.1 Zellbiologische Methoden 

4.1.1 Wichtige Grundsätze der Zellkultur 

Alle Zellkulturarbeiten wurden in der sterilen Atmosphäre einer Sicherheitswerkbank 

durchgeführt. Dabei wurden sterilisierte Glaswaren und Lösungen sowie sterile Einmal-

plastikwaren verwendet. Materialien und Lösungen wurden vor Gebrauch autoklaviert 

(135 °C, 2 bar, 20 min). Glasmaterial wurde für 3 h bei 180 °C sterilisiert. Die Zellen 

wurden, wenn nicht anders angegeben, in CO2-Brutschränken bei 37 °C und 5 % CO2 

kultiviert. Wasch- und Pelletierschritte erfolgten, wenn nicht anders angegeben, für 10 min 

bei 300 x g und 4 °C. 

4.1.2 Leishmania-Kultur 

Die Kultivierung promastigoter L. major-Parasiten erfolgte in RPMI/Pen-Strep auf 

Blutagar bei 28 °C und 5 % CO2. Für die Herstellung der Blutagarplatten wurden 50 µL 

Blutagar im 45 °-Winkel in eine unbeschichtete 96-Loch Zellkultur-Flachbodenplatte 

gegossen, so dass die Hälfte des Bodens frei von Agar blieb. Innerhalb von einer Woche 

wuchsen die Leishmanien in 150  µL RPMI/Pen-Strep zu einer dichten Kultur. Um die 

Leishmanien zu expandieren wurden Parasiten aus acht Vertiefungen einer Zellkulturplatte 

vereint und in 16 mL RPMI/Pen-Strep aufgenommen. Anschließend wurden diese auf eine 

neue Blutagarplatte verteilt (150  µL/Vertiefung). Um die Virulenz der Leishmanien zu 

erhalten, erfolgte alle 7-9 Wochen eine Mauspassage. Hierfür wurden BALB/c-Mäuse mit 

3 x 106 L. major-Promastigoten in die rechte Hinterpfote infiziert. Nach etwa 4 Wochen 

wurden die Mäuse abgetötet und die Parasiten aus der Pfote isoliert. Hierfür wurde die 

Pfote steril mit einer Schere in einer Petrischale zerkleinert und mit 20 mL RPMI/Pen-

Strep durch ein Zellsieb gedrückt. Das Leishmanien-Pellet wurde nach Zentrifugation 

(3000 x g und 4 °C für 10 min) in 16 mL RPMI/Pen-Strep resuspendiert und auf einer 

Blutagarplatte ausgesät. 
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4.1.3 Präparation muriner Milz- und Lymphknotenzellen 

Zur Gewinnung muriner Milz- oder Lymphknotenzellen wurden die Organe steril 

präpariert, in einer Petrischale mit 10 mL Vollmedium zwischen zwei Objektträgern 

zerrieben und anschließend pelletiert. Lymphknotenzellen konnten direkt verwendet 

werden. Milzzellen wurden im Anschluss, zur Lyse der Erythrozyten, in 10 mL 

Erythrozytenlysepuffer resuspendiert und 5 min bei Raumtemperatur (RT) inkubiert. Die 

Reaktion wurde durch Zugabe von 10 mL RPMI-Vollmedium abgestoppt. Die Milzzellen 

wurden dreimal in RPMI-Vollmedium gewaschen, in RPMI-Vollmedium aufgenommen 

und die Zellzahl bestimmt. 

4.1.4 Präparation muriner Leberzellen 

Murine Leberzellen wurden in dieser Arbeit präpariert, um RNA zu Isolieren. Für eine 

Leber wurden drei 2 mL Reaktionsgefäße mit je 500 µL Trizol vorbereitet. Vor der 

Entnahme wurde die Leber mit etwa 5 mL PBS über die Pfortader gespült. Anschließend 

wurde die Leber herauspräpariert und auf die Reaktionsgefäße verteilt. Das Gewebe wurde 

im Reaktionsgefäß mit einem Homogenisierer zerkleinert. Die Zellsuspension einer Leber 

wurde in einem 50 mL Zentrifugenröhrchen vereinigt, unter Zugabe von 8,5 mL Trizol 

(Endvolumen 10 mL) resuspendiert und 5 min bei RT inkubiert. Das Homogenisat wurde 

bis zur weiteren Verwendung, jedoch nicht länger als 4 Wochen, bei -70 °C gelagert. 

4.1.5 Präparation muriner peripherer Blutzellen 

Durch Punktion der Schwanzvene wurden ca. 200 µL Blut entnommen und direkt in einem 

mit EDTA beschichteten Röhrchen gesammelt, um eine Agglutination zu verhindern. 

50 mL Erythrozytenlysepuffer wurden in einem 50 mL Zentrifugenröhrchen vorgelegt und 

das Blut gut darin gemischt. Nach 8 min Inkubation bei RT wurden die Zellen pelletiert, 

dreimal in RPMI-Vollmedium gewaschen und in RPMI-Vollmedium resuspendiert. 

4.1.6 Bestimmung der Zellzahl und der Zellvitalität mit Trypanblau 

Zur Bestimmung der Zellzahl und der Zellvitalität wurde Trypanblau verwendet. Der 

Farbstoff dringt durch die poröse Zellwand abgestorbener Zellen ein und färbt diese blau. 

Lebende Zellen erscheinen dagegen unter dem Mikroskop farblos. 20 µL der Zellsus-

pension wurden mit 80 µL Trypanblau gemischt und die Zellen in einer Neubauer-

Zählkammer (100 µm Tiefe, Kammerfaktor 104) ausgezählt, und die Zellzahl unter 
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Berücksichtigung der Verdünnung bestimmt. Die Zellzahl/mL ergibt sich aus der Multipli-

kation von gezählten Zellen, Kammerfaktor und Verdünnungsfaktor. 

4.1.7 In vitro Stimulationsexperimente 

In dieser Arbeit wurden Milz-, Lymphknoten- (LK-) und periphere Blutzellen von naiven 

und infizierten C57BL/6 und BALB/c Mäusen in vitro stimuliert. Dazu wurden, soweit 

nicht anders angegeben, 2 x 105 Zellen in RPMI-Vollmedium in eine Vertiefung einer 

96-Loch Zellkultur- oder ELISPOT-Filterplatte pipettiert. Für die intrazelluläre Zytokin-

bestimmung wurden 1 x 106 Zellen in ein FACS-Röhrchen gegeben. Die Zellen wurden bei 

37 °C und 5 % CO2 in einem Endvolumen von 200 µL mit verschiedenen Stimulanzien 

inkubiert. Die durchgeführten in vitro Stimulationsexperimente und verwendeten 

Stimulanzien sind in Tab. 4.1-1 aufgelistet. Als Negativkontrolle diente die Inkubation der 

Zellen in RPMI-Vollmedium.  

 
Tab. 4.1-1: In dieser Arbeit durchgeführte in vitro Stimulationsexperimente 
Assay Zellherkunft Stimulans Inkubationszeit Parameter 

Zytokin-ELISA Milz 
popliteale LK 
 

anti-CD3 AK (1 µg/mL) 
S. ratti-Lysat (1 mg/mL) 
lösliches Leishmanien-Antigen 
(SLA) (lösliches Äquivalent von 
drei Parasiten/Lymphozyt) 

72 h IL-10 
IL-13 
IFN-γ 
Proliferation 

     

ELISPOT Milz anti-CD3 AK (1 µg/mL) 
CSP245-253 (1 µg/mL) 

20-24 h IFN-γ 

     

FACS-Färbung 
(intrazellulär) 

Blut 
Milz 

CSP245-253 (1 µg/mL) 5-6 h  TNF-α 
IFN-γ 

4.1.8 Messung der Zellproliferation  

Durch den Einbau von Tritium (3H)-markiertem Thymidin in neusynthetisierte DNA kann 

die Proliferationsrate von Zellen bestimmt werden. Die Einbaurate von 3H-Thymidin ist 

proportional zur Zellproliferation. Mit dieser Methode wird die ThymidinEinbaurate von 

allen Zellen gemessen, die sich in einem Ansatz befinden, so dass Aussagen auf 

Einzelzellniveau nicht möglich sind. 72 h nach in vitro Stimulation wurden 150 µL 

Kulturüberstand aus jeder Vertiefung einer 96-Loch Platte entnommen und durch 50 µL 

RPMI-Vollmedium mit 0,5 % 3H-Thymidin (0,25 µCi/mL) ersetzt. Für die Messung der 

eingebauten Radioaktivität wurden die Zellen nach 18 h Inkubation bei 37 °C mit Hilfe 

eines Zellerntegerätes aus der Vertiefung entnommen, mit Aqua dest. lysiert und auf einen 
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Glasfaserfilter übertragen. Die DNA bleibt im Filter hängen, während freies 3H-Thymidin, 

das nicht in die DNA eingebaut wurde, ausgewaschen wird. Der getrocknete Filter wurde 

mit 5 mL β-Szintillationsflüssigkeit getränkt, und in eine Folie eingeschweißt. Die 

Radioaktivität wurde mit Hilfe eines β-Szintillisationszählers bestimmt und als Zerfälle pro 

Minute (counts per minute, cpm) angegeben. 

4.1.9 Beladung von Milzzellen mit CSP245-253-Peptid 

Für die Beladung mit CSP245-253 wurden Milzzellen von BALB/c Mäusen isoliert und die 

Zellsuspension in zwei Hälfen aufgeteilt. Eine Hälfte der Zellsuspension wurde mit CSP245-

253-Peptid (Endkonzentration (ec) 3 µg/mL) versetzt, die andere nicht. Beide Ansätze 

wurden 1,5 h bei 37 °C und 5 % CO2 im Brutschrank inkubiert. Anschließend wurden die 

Zellen in sterilem 1x PBS gewaschen und für die Markierung mit CFSE eingesetzt 

(4.1.10).  

4.1.10 Markierung von Zellen mit CFSE 

Der Fluoreszenzfarbstoff CFSE (Carboxyfluorescein-Diacetat-Succinimidyl-Ester) bindet 

kovalent an Aminogruppen zytoplasmatischer Proteine. Bei einer Zellteilung wird der 

Farbstoff gleichmäßig an beide Tochterzellen weitergegeben, und die Zellen behalten die 

CFSE-vermittelte Fluoreszenz so lange die Zellwand intakt, die Zellen also vital sind. Mit 

einer CFSE-Färbung kann deshalb die Anzahl von Zellteilungen nachverfolgt und die 

Vitalität von Zellen untersucht werden. Es ist außerdem möglich Zellen mit verschiedenen 

Konzentrationen dieses Fluoreszenzfarbstoffes zu färben und diese Zellen später 

durchflusszytometrisch anhand ihrer Fluoreszenzintensität zu unterscheiden. 

Für die CFSE-Markierung wurden Milzzellen aus naiven Spendermäusen verwendet. Die 

Zellen wurden pelletiert, in 1x PBS/0,1 % BSA resuspendiert und die Zellsuspension auf 

37 °C vorgewärmt. Um die Zellen mit einer hohen Konzentration CFSE (CFSEhigh) zu 

markieren wurden sie mit 10 µM CFSE in 1x PBS/0,1 % BSA inkubiert. Zur Markierung 

von Zellen mit einer niedrigen Konzentration von CFSE (CFSElow) wurde zu den Zellen 1 

µM CFSE in 1x PBS/0,1 % BSA zugegeben. Die Zellen wurden 5 min bei 37 °C im 

Brutschrank inkubiert und anschließend dreimal mit 10 mL 1x PBS/0,1 % BSA 

gewaschen. Nach einer erneuten Inkubation für 10 min bei 37 °C im Brutschrank wurden 

die Zellen pelletiert, in 10 mL 1x PBS/0,1 % BSA resuspendiert und ausgezählt. 
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4.1.11 Durchflusszytometrische Analyse (FACS-Färbung) 

Die Durchflusszytometrie ist ein Verfahren zur quantitativen Bestimmung von Ober-

flächenmolekülen und intrazellulären Proteinen mittels fluoreszenzmarkierter Antikörper 

(AK). Die zu analysierende Zellsuspension wird im Durchflusszytometer in Einzelzell-

suspension gebracht und die vereinzelten Zellen in Tröpfchenform an einem Laserstrahl 

vorbeigeleitet. Photomultiplikatoren messen dabei die Streuung des Laserlichts. Die 

Vorwärtsstreuung korreliert mit der Größe der Zellen, die seitliche Streuung mit der 

Granularität. Die Zellen werden mit spezifischen AK gefärbt, die mit einem Fluoreszenz-

farbstoff konjugiert sind. Die gebräuchlichen Fluorochrome sind Phycoerythrin (PE), 

Fluorescein-Isothiocyanat (FITC), Peridinin-Chlorophyll-Protein (PerCP) und Allo-

phycocyanin (APC). Durch die Verwendung unterschiedlich markierter AK können 

mehrere Antigene auf oder in einer Zelle gleichzeitig nachgewiesen werden. Die Daten 

wurden mithilfe der „FACS-Calibur“ Durchflusszytometers aufgenommen und mittels der 

„Cellquest“-Software entweder in einem Histogramm (Einparameterdarstellung) oder in 

einem Dotplot (Zweiparameterdarstellung) ausgewertet  

Für alle Färbungen wurden die Proben bei 4 °C gekühlt. Pro Färbung wurden, soweit nicht 

anders angegeben, 2 x 105 bis 1 x 106 Zellen pelletiert.  

 

Färbung von Oberflächenmolekülen: 

Zur Absättigung der Fc-Rezeptoren wurden die Zellen zunächst für 10 min mit 50 µL 

Fc-Blocklösung inkubiert. Zur Färbung von Oberflächenmolekülen wurden jeder Probe 

50 µL Antikörperlösung in der entsprechenden Verdünnung (siehe Tab. 3.5-2) in 

Fc-Blocklösung zugegeben und für 30 min inkubiert. Die Zellen wurden mit 2 mL FACS-

Puffer gewaschen, pelletiert und zur direkten Messung in 200 µL FACS-Puffer 

aufgenommen. Für die Detektion CSP-spezifischer T-Zellen wurden die Zellen zunächst 

ebenfalls 10 min mit 50 µL Fc-Blocklösung inkubiert. Zu der Fc-Blocklösung wurden 

4-8 µL eines H2-Kd-Pentamers, das mit dem CSP245-253 SYIPSAEKI beladen und mit dem 

Fluorochrom APC markiert war, pipettiert. Nach 10 min erfolgte die Färbung 

extrazellulärer Moleküle, wie oben beschrieben. 

 

Färbung von intrazellulären Molekülen: 

Um intrazellulär IFN-γ und TNF-α nachzuweisen, wurden 1 x 106 Zellen im FACS-

Röhrchen in einem Volumen von 200 µL mit CSP245-253 SYIPSAEKI (ec 0,5 µg/mL) für 6 

h bei 37 °C inkubiert. In jeden Ansatz wurden zusätzlich 0,5 µL GolgiStop pipettiert, um 
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den Transport von Proteinen aus der Zelle zu inhibieren. Im Anschluss an die 

Oberflächenfärbung wurden die Zellen 20 min bei 4 °C mit 200 µL Cytofix/Cytoperm-

Lösung fixiert, permeabilisiert und anschließend zweimal mit 2 mL Perm-Wash-Lösung 

gewaschen. Die Antikörper gegen IFN-γ und TNF-α wurden, wie in Tab. 3.5-2 angegeben, 

in Perm-Wash-Lösung verdünnt und 50 µL zu den Zellen gegeben. Nach 45-minütiger 

Inkubation bei 4 °C wurden die Zellen erneut zweimal mit Perm-Wash-Lösung gewaschen 

und für die Analyse in 200 µL FACS-Puffer aufgenommen. 

4.2 Biochemische Methoden 

4.2.1 ELISA zum Nachweis von Zytokinen (IL-10, IL-13, IFN-γ) im Zell-

kulturüberstand 

Der Nachweis von Zytokinen im Zellkulturüberstand erfolgte mit Hilfe eines Sandwich-

ELISAs (enzyme linked immunosorbent assay) durch den Einsatz zweier hochspezifischer 

AK, die je an unterschiedliche Epitope des nachzuweisenden Antigens binden. Zuerst 

wurde eine 96-Loch Flachboden ELISA-Platte mit einem AK gewünschter Spezifität 

beschichtet. Hierfür wurden je 50 µL einer 1:180 Verdünnung des AK (DuoSet® ELISA-

Kit; R&D Systems) in 1x PBS aufgebracht und über Nacht bei 4 °C inkubiert. Ungebun-

dener AK wurde durch viermaliges Waschen mit ELISA-Waschpuffer entfernt. Die 

Blockade freier Oberflächenbindungsstellen erfolgte durch die zweistündige Inkubation 

mit 100 µL ELISA-Blockpuffer bei RT. Der Blockpuffer wurde durch viermaliges 

Waschen mit ELISA-Waschpuffer entfernt, und je 40 µL der unverdünnten Zellüberstände 

(Dreifachwerte) sowie Doppelwerte der jeweiligen Konzentration eines Zytokinstandards 

pipettiert. Die Bindung des Antigens an den immobilisierten AK erfolgte über Nacht bei 

4 °C. Nach erneutem Waschen erfolgte der Nachweis des gebundenen Antigens mit bio-

tinylierten Sekundärantikörpern. Hierfür wurden die Platten nach dem Waschen mit 50 µL 

einer 1:180 Verdünnung des jeweiligen Biotin-AK (DuoSet® ELISA-Kit; R&D Systems) 

in 1x PBS/0,1 % BSA für 2 h bei RT inkubiert. Nach viermaligem Waschen wurden 50 µL 

Streptavidin-HRP-Konjugat (horse radish peroxidase, HRP) (1:200 in 1x PBS/0,1 % BSA) 

zugefügt und für 20 min inkubiert. Nach sechsmaligem Waschen mit ELISA-Waschpuffer 

wurden je 100 µL ELISA-Substratlösung pipettiert und die Reaktion nach 15 min durch 

Zugabe von 25 µL ELISA-Stopplösung beendet. Die Detektion erfolgte unmittelbar im 
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Anschluss photometrisch bei einer Wellenlänge von 450 nm, und die Zytokinkonzen-

trationen wurden mit Hilfe einer Standardreihe berechnet. 

4.2.2 ELISA zum Nachweis von S. ratti-spezifischen Ig im Serum 

In dieser Arbeit wurden S. ratti-spezifische Ig im Serum von C57BL/6 Mäusen 

nachgewiesen. Hierfür wurde 50 µL S. ratti-Lysat (2,5 µg/mL) in 1x PBS auf eine 96-Loch 

Flachboden ELISA-Platte aufgebracht. Nach einer Inkubation über Nacht bei 4 °C wurden 

die Platten viermal mit ELISA-Waschpuffer gewaschen und 2 h bei RT mit 200 µL 

ELISA-Blockpuffer geblockt. Anschließend wurden 50 µL jedes Serums in Duplikaten 

(1:200) in 1x PBS/0,1 % BSA aufgetragen und über Nacht bei 4 °C inkubiert. Die Platten 

wurden fünfmal gewaschen und dann mit HRP-konjugiertem Ratte anti-Maus IgG1, 

IgG2b, IgG3, IgM nach Herstellerangaben für 1 h bei RT inkubiert. Nach einem weiteren 

Waschschritt wurden 100 µL ELISA-Substratlösung pipettiert. Das Abstoppen der 

Reaktion nach 2,5 min und die Detektion erfolgten wie in 4.2.1 beschrieben. Relative 

ELISA Units (REU) wurden kalkuliert indem die optische Dichte bei einer Wellenlänge 

von 450 nm (OD450) jeder Probe durch die OD450 der Negativkontrolle 

(1x PBS/0,1 % BSA) der entsprechenden Platte dividiert wurde. 

4.2.3 ELISA zum Nachweis von Leishmanien-spezifischem Ig im Serum 

Für die Detektion von Leishmanien-spezifischem Ig im Serum wurden promastigote 

L. major-Parasiten von der Blutagarplatte geerntet, wie in 4.1.2 beschrieben, mit PBS 

gewaschen und anschließend mit PBS auf eine Konzentration von 2 x 106/mL eingestellt. 

50 µL dieser Suspension (1 x 105 L. major) wurden in jedes Loch einer Flachboden 

ELISA-Platte aufgebracht und die Platte 8 min bei 1500 x g zentrifugiert. Der Überstand 

wurde dekantiert und 50 µL 0,25 % Glutaraldehyd/1x PBS in die Vertiefung einer 96 Loch 

Platte gegeben. Nach dreimaligem Waschen mit PBS wurden freie Oberflächenbindungs-

stellen, wie in 4.2.1 beschrieben, blockiert und die Platten erneut gewaschen. Das 

Auftragen der Serumproben, die Wasch-, Detektions- und Entwicklungsschritte wurden, 

wie in 4.2.2 beschrieben, durchgeführt. REU wurden wie oben beschrieben kalkuliert. 

4.2.4 Enzyme-linked Immunospot Assay (ELISPOT) 

Der ELISPOT ist eine vom ELISA abgewandelte Methode, um einzelne Zytokin- oder 

Antikörper-produzierende Zellen nachzuweisen [117]. Der ELISPOT wurde in dieser 



METHODEN                                                                                                                        37 

Arbeit zum Nachweis IFN-γ-sezernierender Zellen verwendet. Hierfür wurden 96-Loch 

ELISPOT-Platten mit 5 µg/mL anti-IFN-γ AK über Nacht bei 4 °C beschichtet. An-

schließend wurden freie Bindungsstellen mit ELISPOT-Blockpuffer für 2 h bei RT 

blockiert. Nach dreimaligem Waschen der Platte mit 1x PBS wurden 2 x 105 Zellen pro 

Vertiefung zugegeben. Die Zellen wurden mit 1 µg/mL anti-CD3 AK, 1 µg/mL CSP245-253 

oder RPMI-Vollmedium für 20 h stimuliert. Anschließend wurde die Platte dreimal mit 1x 

PBS und mit 2 µg/mL Biotin-konjugiertem anti-IFN-γ AK in einem Volumen von 50 µL 

1x PBS/0,1 % BSA für 2 h bei 37 °C inkubiert. Nach erneutem dreimaligem Waschen 

wurde Avidin-HRP (1:400 in 1x PBS/0,1 % BSA) zugegeben und 1 h bei 37 °C inkubiert. 

Nach dreimaligem Waschen wurde eine Substratlösung zugegeben (BDTM ELISPOT AEC 

Substrat-Set). Diese enthält neben H2O2 und NiCl das Substrat Diaminbenzidin. Das 

bräunliche Produkt dieses Substrats geht nach der enzymatischen Umsetzung nicht in 

Lösung, sondern bleibt im reaktiven Zentrum der Peroxidase gebunden und erscheint in 

Form von dunklen Punkten (Spots). Nach Erreichen einer sichtbaren Färbung (etwa 

2-3 min) wurde die Reaktion mit Leitungswasser gestoppt. Die Zahl der Spots wurde mit 

Hilfe eines ELISPOT-Readers bestimmt. Das Ergebnis wurde in spot forming units (sfu, 

Zahl der Spots pro 106 Zellen) angegeben. 

4.3 Molekularbiologische Methoden 

Für alle molekularbiologischen Arbeiten wurden sterile, DNAse und RNAse freie Reak-

tionsgefäße sowie pyrogenfreies, steriles Wasser („Ampuwa“) verwendet.  

4.3.1 Gewinnung von DNA aus Gewebe 

Für die DNA-Gewinnung wurden Füße L. major-infizierter Mäuse verwendet, in die zuvor 

L. major Parasiten injiziert worden waren. Die Füße der Mäuse wurden mit einer Schere in 

einer Petrischale zerkleinert. Es folgte eine Inkubation mit 1 mL Gewebelysepuffer über 

Nacht bei 56 °C und 1200 rpm auf dem Schüttelinkubator. Zusätzlich wurde jedem Ansatz 

1 µL Proteinase-K zum Abbau von Proteinen und zur Freisetzung von Nukleinsäuren 

zugegeben. Am nächsten Tag wurde die Probe zentrifugiert (13.000 x g bei 4 °C für 15 

min), um unlösliche Bestandteile abzutrennen. Der Überstand wurde in ein neues, auf Eis 

vorgekühltes Reaktionsgefäß überführt. Anschließend wurde eine gesättigte NaCl-Lösung 

(ec 25 %) zugegeben und die Probe 5 min auf Eis inkubiert. Nach einer erneuten 

Zentrifugation wurde die obere DNA-haltige Phase vorsichtig abgenommen, in ein neues 
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Reaktionsgefäß überführt und mit RNAse A (Stock 20 mg/mL; ec 20 µg/mL) versetzt. 

Nach 15-minütiger Inkubation bei 37 °C und 100 rpm wurden 1 Volumen Isopropanol und 

1/10 Volumen 3 M NaAcetat (pH 5,5) zugegeben und die Lösung zum Mischen 10 x 

invertiert. Die in diesem Schritt gefällte DNA wurde pelletiert (13.000 x g, RT, 5 min) und 

der Überstand verworfen. Das DNA-Pellet wurde mit 500 µL 80 %-igem EtOH 

gewaschen, erneut pelletiert und der Überstand verworfen. Die DNA wurde nun kurz 

luftgetrocknet und in 1 mL Aqua dest. gelöst. Die Konzentration und Reinheit der DNA 

wurden photometrisch bestimmt (4.3.4). 

4.3.2 Gewinnung von DNA aus Stuhlproben 

Die DNA wurde aus 200 mg Stuhl einer Probe (siehe Abschnitt 4.5.3) mit Hilfe des 

„QIAamp DNA Stool Kit“ (Qiagen, Hilden) nach Herstellerangaben isoliert. Die DNA 

wurde in 200 µL Elutionspuffer (Qiagen, Hilden) eluiert.  

4.3.3 Gewinnung von RNA aus der Leber mit TRIzol® Reagenz 

Für die Gewinnung von RNA aus der Leber wurden 5 mL einer Leber/Trizol-Suspension 

(4.1.4) mit frischem Trizol auf ein Endvolumen von 10 mL aufgefüllt. Alle weiteren 

Schritte erfolgten nach Herstellerangaben. Die RNA wurde in 1 mL Wasser (Ampuwa) 

gelöst und die Konzentration sowie die Reinheit photometrisch bestimmt. Die RNA wurde 

anschließend auf eine Konzentration von 1 µg/µL eingestellt. 

4.3.4 Bestimmung der Konzentration von Nukleinsäuren 

Die Konzentration von isolierter DNA oder RNA wurde mit dem NanoDrop Photometer 

bei einer Wellenlänge von 260 nm nach Herstellerangaben gemessen. Die Reinheit der 

Nukleinsäuren wurde mit den Quotienten 260/280 (~1,8 bei reiner DNA; ~ 2,0 bei reiner 

RNA) und 260/230 (~ 2,0-2,2 für DNA und RNA) bestimmt. 

4.3.5 Reverse Transkription 

Nach der Isolierung der Leber-RNA (0) von P. berghei infizierten BALB/c Mäusen wurde 

die erhaltene mRNA mit Hilfe von Random-Primern und Reverser Transkriptase (RNA-

abhängige DNA-Polymerase) in cDNA umgeschrieben. Um Kontaminationen mit 

genomischer P. berghei-DNA festzustellen, wurde ein Ansatz ohne Reverse Transkriptase 

angesetzt. Die Reverse Transkription wurde wie folgt angesetzt: 
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Ansatz: [µL] 

Template-RNA (1 µg/µL) 1,0 

dNTP-Mix (10 mM) 1,0 

Random-Primer (100 ng/µL) 3,0 

Ampuwa-Wasser 7,0 

Gesamtvolumen 12 

 

Die Proben wurden 5 min auf 65 °C erhitzt und dann sofort auf Eis abgekühlt. Zu jedem 

Reaktionsansatz wurden 4 µL 5 x First Strand Buffer (MBI, Fermentas), 0,5 µL Reverse 

Transkriptase (Revert AidTM H-Minus) und 3,5 µL Ampuwa-Wasser zugegeben. Die 

Proben wurden 1 h bei 42 °C inkubiert und die Reverse Transkriptase anschließend durch 

eine 10-minütige Erwärmung auf 70 °C inaktiviert. Die erhaltene cDNA wurde für eine 

quantitative Real-Time-PCR (qPCR) zur Bestimmung der P. berghei Sporozoitenlast in 

der Leber (4.3.8) eingesetzt. 

4.3.6 Polymerasekettenreaktion (PCR) 

Die Polymerasekettenreaktion (polymerase chain reaction, PCR) dient der enzymatischen 

Amplifikation von DNA in vitro [118]. Dabei werden die Eigenschaften thermostabiler 

DNA-Polymerasen z. B. aus Thermophilus aquaticus genutzt. Sie halten Temperaturen von 

95 °C stand und können DNA bei 72 °C optimal synthetisieren. Eine Matrizen-DNA 

(Template) wird bei 95 °C denaturiert und die Temperatur dann zur Anlagerung komple-

mentärer Oligonukleotide (Primer) an die Einzelstränge abgesenkt (Annealing). Bei 72 °C 

wird der komplementäre DNA-Strang von den Primern ausgehend in 5´→3´ Richtung 

synthetisiert. Das zwischen den Oligonukleotiden liegende DNA-Fragment wird so in 

jedem Zyklus vervielfältigt, und die Konzentration steigt exponentiell an. Dadurch können 

selbst geringe DNA-Mengen amplifiziert werden. In dieser Arbeit wurden zwei 

verschiedene PCRs durchgeführt, um die Persistenz der Salmonellen in Mäusen nach einer 

Immunisierung mit S. typhimurium SB824 (pST-TB) zu untersuchen (4.5.13). Eine PCR 

wurde zur Detektion der Salmonellen (Primer: TYPH-F und TYPH-R), eine zweite zur 

Detektion des pST-TB Vektors (Primer s-YopE-SacII und as-CSP-I-Xho/Sal), mit dem die 

Salmonellen transfiziert waren, durchgeführt. Für beide Reaktionen wurden die 

Komponenten in 0,2 mL Reaktionsgefäßen wie folgt pipettiert: 
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PCR-Ansatz: [µL] 

Template-DNA 1,0 

10 x Reaktionspuffer 2,5 

MgCl2 (25 mM) 1,5 

dNTP-Mix (2 mM) 2,5 

Primer (sense) 2,0 

Primer (anti-sense) 2,0 

Taq-Polymerase (LC) 0,5 

Ampuwa-Wasser 13,0 

Gesamtvolumen 25 

 

Für die Amplifikation der Reaktionsansätze wurden folgende Temperaturprogramme 

verwendet: 

 
Tab. 4.3-1: Temperatur-Programm für die S. typhimurium-PCR 
Schritt Temperatur Zeit 

initiale Denaturierung 94 °C 5 min 

Denaturierung 94 °C  30 sec 

Annealing 57 °C 1 min           x 45 

Elongation 72 °C 1 min 

finale Elongation 72 °C 5 min 

 
Tab. 4.3-2: Temperatur-Programm für die pST-TB-PCR 

Schritt Temperatur Zeit 

initiale Denaturierung 94 °C 5 min 

Denaturierung 94 °C  30 sec 

Annealing 55 °C 30 sec           x 45 

Elongation 72 °C 30 sec 

finale Elongation 72 °C 5 min 

 

Es wurde stets eine Negativkontrolle mit Ampuwa-Wasser anstelle des Templates durch-

geführt. Das Produkt der S. typhimurium-PCR war ein 400 bp großes, das der pST-TB-

PCR ein 600 bp großes Fragment. Im Anschluss wurden die PCR-Ansätze in einem 

Agarosegel analysiert. 
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4.3.7 Agarosegelelektrophorese 

Bei der Agarosegelelektrophorese werden DNA-Fragmente in einem elektrischen Feld der 

Größe nach aufgetrennt. Die DNA-Fragmente wandern hierbei aufgrund ihrer negativ 

geladenen Phosphorsäurediestergruppen von der Kathode zur Anode. Die Wanderungsge-

schwindigkeit von linearen DNA-Molekülen ist dabei umgekehrt proportional zum 

dekadischen Logarithmus der Anzahl der Basenpaare (bp). In dieser Arbeit wurden 1 %-

ige Agarose-Gele verwendet die in 1 x TBE-Puffer angesetzt wurden. Die Detektion der 

DNA erfolgte durch Zugabe von 0,2 µg/mL des interkalierenden Farbstoffs 

Ethidiumbromid zu den Gelen. Nach der Elektrophorese wurde die DNA im Gel unter UV-

Licht sichtbar gemacht. Als Größenstandard wurde der DNA-Molekulargewichtsmarker 

„100bp-Leiter plus“ verwendet. 

4.3.8 Quantitative real-time PCR 

Die quantitative real-time PCR (qPCR) beruht auf der herkömmlichen PCR-Methode 

(4.3.6) und ermöglicht die Vervielfältigung von Nukleinsäuren mit einer gleichzeitigen 

Quantifizierung der amplifizierten Gengfragmente. Die in dieser Arbeit verwendeten 

qPCRs basierten auf der Verwendung von SYBR® Green I (Invitrogen, Darmstadt), einem 

fluoreszierenden Farbstoff, der sich in die Furche von doppelsträngiger DNA einlagert. Die 

Fluoreszenz nimmt proportional zur Menge des PCR-Produktes zu und ermöglicht so die 

Quantifizierung der Zielsequenz [119]. Mit Hilfe von genspezifischen Primern wurden so 

die relativen Konzentrationen von parasitenspezifischen Genen nachgewiesen. Alle qPCRs 

wurden mit dem RotorGene 6000 (Corbett Life Science, Sydney, Australia) durchgeführt. 

Für die relative Bestimmung der Menge an Ziel-DNA war die Bestimmung des Ct-Wertes 

(cycle threshold) essentiell. Er beschreibt den Zyklus in dem die Fluoreszenz erstmalig 

über den Fluoreszenz-Hintergrund ansteigt. Der Ct-Wert ist umgekehrt proportional zu der 

eingesetzten Menge der Ziel-DNA: je niedriger der Ct ist desto höher ist die Menge an 

Ziel-DNA in der Probe. Jede PCR-Reaktion wurde in Duplikaten durchgeführt. In jedem 

qPCR Lauf wurden pro Primerpaar zwei Negativkontrollen mit Ampuwa-Wasser anstelle 

des Templates durchgeführt. 

 

A) qPCR zur relativen Quantifizierung von S. ratti Eiern und L1 im Stuhl 

Um den S. ratti-Infektionsverlauf zu verfolgen wurde DNA zu den angegebenen 

Zeitpunkten aus Stuhlproben der Mäuse isoliert (4.3.2). Die isolierte DNA wurde 1:200 in 

Ampuwa-Wasser verdünnt und 2 µL für die PCR-Reaktion eingesetzt. Ein 180 bp 
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Fragment des S. ratti 28S rRNA Gens wurde amplifiziert und ein Plasmid dass dieses 

Fragment enthielt diente als Kalibrator. Für eine Reaktion wurden die Komponenten in 0,2 

mL Reaktionsgefäßen wie folgt pipettiert: 

 

PCR-Ansatz: [µL] 

Template-DNA (1:200) 

oder Kalibrator 

2,0 

10 x Reaktionspuffer 1,0 

MgCl2 (25 mM) 0,4 

dNTP-Mix (2,0 mM) 0,2 

Primer (sense) 0,3 

Primer (anti-sense) 0,3 

SYBR® Green I (1:1000) 0,1 

Taq-Polymerase (LC) 0,05 

BSA (1 µg/µL) 1,0 

Ampuva-Wasser 4,65 

Gesamtvolumen 10 

 

Für die Amplifikation der Reaktionsansätze wurde folgendes Temperaturprogramm 

verwendet: 

 
Tab. 4.3-3: Temperatur-Programm für die S. ratti qPCR 
Schritt Temperatur Zeit 

Aktivierung der Polymerase 95 °C 15 min 

Denaturierung 95 °C  10 sec 

Annealing 50 °C 15 sec           x 40 

Elongation 72 °C 20 sec 

finale Elongation 72 °C 5 min 

 

Für jeden Lauf wurde eine Schmelzkurven-Analyse durchgeführt, um die Spezifität der 

PCR-Reaktion in jedem Reaktionsansatz zu prüfen. Hierfür wurde die Temperatur von 

62 °C bis 95 °C erhöht. Um die Unterschiede der Ct Werte zwischen den Proben und dem 

Kalibrator in Kopien/µL umzurechnen wurde die comparative quantification (efficiency 

corrected Ct method) verwendet.  
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B) qPCR zur relativen Quantifizierung von P. berghei Sporozoiten in der Leber 

Um die relative P. berghei-Parasitenlast zu bestimmen wurde zu den angegebenen 

Zeitpunkten Gesamt-RNA aus den Lebern der Mäuse isoliert (4.3.3), 1 µg davon in cDNA 

umgeschrieben (4.3.5) und 0,5 µL davon als Template für die qPCR eingesetzt. Für jede 

Probe wurden zwei verschiedene qPCRs durchgeführt. In einer qPCR wurde ein 114 bp 

Fragment des P. berghei ANKA 18S rRNA Gens amplifiziert. Als Referenz wurde für jede 

Probe ein 120 bp Fragment des murinen GAPDH amplifiziert. Für eine Reaktion wurden 

die Komponenten in 0,2 mL Reaktionsgefäßen wie folgt pipettiert:  

 

PCR-Ansatz: [µL] 

Template-DNA 0,5 

Primer (sense) 1,0 

Primer (anti-sense) 1,0 

RT-PCR Mastermix 

(Fermentas) 

5,0 

Ampuva-Wasser 2,5 

Gesamtvolumen 10 

 

Für die Amplifikation der Reaktionsansätze wurde folgendes Temperaturprogramm 

verwendet: 

 
Tab. 4.3-4: Temperatur-Programm für die P. berghei qPCR 
Schritt Temperatur Zeit 

Aktivierung der Polymerase 95 °C 15 min 

Denaturierung 95 °C  15 sec 

Annealing 50 °C 20 sec           x 35 

Elongation 68 °C 20 sec 

Linearisierung der Amplifikate 95 °C 30 sec 

 

Für jeden Lauf wurde eine Schmelzkurven-Analyse durchgeführt, um die Spezifität der 

PCR-Reaktion in jedem Reaktionsansatz zu prüfen. Hierfür wurde die Temperatur von 

67 °C bis 95 °C in 1 °C Schritten erhöht. Die relative Genexpression der P. berghei 18S 

rRNA wurde mit der Delta-Delta-Ct Methode (ΔΔCT) berechnet. 
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C) qPCR zur relativen Quantifizierung von L. major-Parasiten im Fuß 

Um die L. major-Parasitenlast zu bestimmen wurde zu den angegebenen Zeitpunkten DNA 

aus den Füßen der Mäuse isoliert (4.3.1). Die Proben wurden auf eine Konzentration von 

125 pg doppelsträngige DNA pro mL eingestellt und für jede Probe wurden zwei 

verschiedene qPCRs durchgeführt. In einer qPCR wurde ein Fragment des L. major 18S 

rRNA Gens amplifiziert. Als Referenz wurde für jede Probe ein Fragment des Maus 

β-Actin Gens amplifiziert. Um Standardkurven zu erstellen wurden 10-fach Verdünnungen 

von genomischer Maus-DNA und einem Plasmid, dass das Genfragment der L. major 18S 

rRNA enthält, verwendet. Diese wurden, zusammen mit den Proben für die qPCR 

eingesetzt. Für eine Reaktion wurden die Komponenten in 0,2 mL Reaktionsgefäßen wie 

folgt pipettiert:  

 

PCR-Ansatz: [µL] 

Template-DNA 1,0 

Primer (sense) 1,0 

Primer (anti-sense) 1,0 

RT-PCR Mastermix 

(Fermentas) 

12,5 

Ampuva-Wasser 9,5 

Gesamtvolumen 25 

 

Für die Amplifikation der Reaktionsansätze wurde folgendes Temperaturprogramm 

verwendet: 

 
Tab. 4.3-5: Temperatur-Programm für die L. major  qPCR 

Schritt Temperatur Zeit 

Initiale Denaturierung 95 °C 13 min 

Denaturierung 95 °C  20 sec 

Annealing 58 °C 30 sec           x 40 

Elongation 72 °C 30 sec 

 24 °C 5 min 

 

Die relative Konzentration der L. major DNA in den Proben wurde mit Hilfe der Ct-Werte 

der Proben und der Standardkurven mit den bekannten Konzentrationen bestimmt. Die 
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erhaltenen Werte für L. major DNA und Maus β-Actin wurden dividiert um die relative 

Parasitenlast (U/pg) zu bestimmen. 

4.4 Mikrobiologische Methoden 

4.4.1 Kultur von Bakterien 

Salmonella typhimurium SB824 (pST-TB) wurde in LB-Medium mit Kanamycin 

(50 µg/mL), Ampicillin (100 µg/mL) und 0,3 M NaCl bei 37 °C und 220 rpm kultiviert. 

Durch die Zugabe von NaCl wurde die Expression der Komponenten des Typ III-

Sekretionsapparates induziert [120].  

4.4.2 Einfrieren von Bakterien 

Zur Konservierung von Bakterienklonen wurden Glycerol-Stocks angelegt. Hierfür wurden 

850 µL einer Übernachtkultur mit 150 µL Glycerin versetzt, in flüssigem Stickstoff schnell 

eingefroren und bei -80 °C gelagert. Bakterien, die auf diese Weise eingefroren werden, 

bleiben lange Zeit vital und können zum erneuten Animpfen in LB-Medium verwendet 

werden. 

4.5 Tierversuche, Parasitenstammerhaltung und Herstellung von Para-

siten-Antigen 

Alle Tierversuche wurden in Übereinstimmung mit dem deutschen Tierschutzgesetz 

durchgeführt und von der Hamburger Behörde für Soziales, Familie, Gesundheit und 

Verbraucherschutz genehmigt. Für alle Versuche wurden weibliche, 8-10 Wochen alte 

BALB/c- oder C57BL/6-Mäuse eingesetzt, die im Tierhaus des Bernhard-Nocht-Institut in 

individualy vetilated cages (IVCs, einzelbelüftete Käfige) unter keimarmen Bedingungen 

gehalten wurden. 

4.5.1 Gewinnung von Serum 

Durch Punktion der Schwanzvene wurden Mäusen ca. 100 µL Blut entnommen. Die Blut-

probe wurde für 30 min bei RT inkubiert und anschließend 15 min bei 15.000 x g 

zentrifugiert. Anschließend wurde das Serum abgenommen und bis zur Analyse bei -20 °C 

gelagert. 
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4.5.2 Infektion mit S. ratti und Stammerhaltung 

Für die Infektion von Mäusen mit S. ratti wurden 1000-5000 iL3 in 30 µL 1x PBS sub-

kutan in eine von beiden Hinterpfoten injiziert.  

Der S. ratti Lebenszylus wurde durch die fortlaufende Passagierung in Wistar Ratten 

aufrecht erhalten. Hierfür wurde der Stuhl von S. ratti infizierten Ratten gesammelt, in 

etwas Leitungswasser aufgeweicht und mit der ca. dreifachen Menge Aktivkohle 

vermengt. Die Aktivkohlekultur wurde mit Parafilm abgedeckt und bei 25 °C im 

Brutschrank gelagert. Nach sechs Tagen Inkubation wurden iL3 mit Hilfe eines Baermann 

Apparates isoliert [15] und dreimal in PBS/Pen-Strep gewaschen. Nach jedem 

Waschschritt wurden die iL3 zur Sedimentation 30 min bei 4 °C in den Kühlschrank 

gestellt. Vor einer Infektion wurden die Larven in 1x PBS aufgenommen und die Anzahl 

iL3/mL mikroskopisch bestimmt. Um Wistar Ratten für die Stammerhaltung mit S. ratti zu 

infizieren, wurden ihnen 2500 iL3 in einem Volumen von 200 µL 1x PBS subkutan in die 

Flanke injiziert. 

4.5.3 Nachweis der S. ratti-Infektion 

Der Verlauf der Infektion und die Wurmlast wurden zum einen durch die Bestimmung von 

Strongyloides-DNA im Stuhl und zum anderen durch das Auszählen von adulten Würmern 

im Dünndarm der Mäuse kontrolliert. Während der Experimente wurden regelmäßig 

Stuhlproben gesammelt, hierbei wurden die Tiere jeweils für 24 h auf Zellstoff gesetzt. Die 

DNA wurde wie in 4.3.2 beschrieben isoliert und für die qPCR (4.3.8-A) eingesetzt. Die 

Anzahl adulter Würmer im Dünndarm wurde zu den angegebenen Zeitpunkten bestimmt. 

Hierfür wurden die Mäuse abgetötet, der Dünndarm präpariert, longitudinal aufgeschnitten 

und für 3 h bei 37 °C in einer Petrischale mit Leitungswasser inkubiert. Anschließend 

wurde der Darm verworfen und die adulten S. ratti Weibchen mikroskopisch ausgezählt.  

4.5.4 Herstellung von Strongyloides-Antigen 

Zur Herstellung von Strongyloides-Antigen (S. ratti-Lysat) wurde 1 mL aufgereinigte iL3 

pelletiert und in 4 mL PBS/Pen-Strep, nach Herstellerangaben in Complete-Protease-

Inhibitor-Cocktail resuspendiert. Die Suspension wurde in einem Glashomogenisator mit 

15 Kolbenschüben homogenisiert. Das Homogenisat wurde 1h bei 100.000 x g und 4 °C 

zentrifugiert und der Überstand durch einen Filter (Porengröße 0,2 µM) sterilfiltriert. Das 
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Lysat wurde mit Hilfe von Amicon 10 kDa Filtern auf eine Konzentration von 1 mg/µL 

eingestellt und bis zum Gebrauch bei -20 °C gelagert. 

4.5.5 Infektion mit L. sigmodontis 

Für eine Infektion von Mäusen mit L. sigmodontis mussten zunächst Milben, die als 

Vektor dienten, mit Mf infiziert werden. Zur Infektion der Milben wurden Baumwollratten 

verwendet, die eine Mikrofilarämie von mindestens 600-1500 Mf/µL Blut hatten. Die 

Milben wurden zunächst zusammen mit Holzstreu in einen Glaskolben überführt. Nach 

vier Tagen wurde eine infizierte Baumwollratte auf das Milbenstreu gesetzt. Während 

dieser Blutmahlzeit wurden L3 von den Ratten auf die Milben übertragen. Innerhalb von 

12-14 Tagen entwickelte sich in den Milben das infektiöse dritte Larvenstadium (iL3). Die 

Infektion der Mäuse erfolgte durch eine 20-stündige Blutmahlzeit der Milben an den 

Mäusen.  

4.5.6 Stammerhaltung von L. sigmodontis 

Für die Zucht und Erhaltung von L. sigmodontis dienten Baumwollratten (Sigmodon 

hispidus) als Zwischen- und Endwirte. Als natürlicher Vektor für die L. sigmodontis L3 

dienten Milben (Ornithonyssus bacoti). Diese wurden in einer Kunststoffwanne mit 

Holzstreu bei einer Lufttemperatur von 29 °C und einer relativen Luftfeuchte von 90 % 

gehalten. Die Fütterung der Milben erfolgte durch eine Blutmahlzeit auf 1-4 Tage alten 

NMRI Mäusen. 

4.5.7 Nachweis der L. sigmodontis-Infektion 

Zum Nachweis der L. sigmodontis-Infektion wurde die Pleurahöhle abgetöteter Mäuse mit 

5 mL 1x PBS gespült. Die Würmer konnten anschließend mikroskopisch ausgezählt 

werden. 

4.5.8 Infektion mit Plasmodium spp. 

Die Infektion mit P. yoelii erfolgte durch intraperitoneale Injektion von 2 x 106 infizierten 

Erythrozyten (parasitized red blood cells; pRBCs) in 200 µL sterilem 1x PBS.  

Für die Infektion von Mäusen wurden P. berghei Sporozoiten verwendet, die frisch aus der 

Speicheldrüse von 20-25 Tage infizierten Anopheles-Mücken präpariert worden waren 
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(zur Verfügung gestellt von Prof. Dr. V. Heussler, BNI Hamburg). Die Mäuse wurden mit 

je 1000 Sporozoiten in 100 µL PBS intravenös infiziert.  

4.5.9 Nachweis von Plasmodium spp.-Infektionen 

In regelmäßigen Abständen nach der Infektion wurden das Gewicht sowie die Parasitämie 

der Mäuse bestimmt. Zur Bestimmung der Parasitämie wurden Blutausstriche von Blut aus 

der Schwanzvene gemacht, die Ausstriche mit Wright´s stain-Lösung gefärbt und die Zahl 

der Parasiten mikroskopisch bestimmt. Die Parasitämie wird als prozentualer Anteil der 

infizierten Erythrozyten an der Gesamtzahl der Erythrozyten angegeben. Um vor Beginn 

der Blutphase die Parasitenlast in der Leber infizierter Mäuse zu bestimmen, wurde eine 

Plasmodium-spezifische qPCR durchgeführt (4.3.8). 

4.5.10 Infektion mit L. major  

Promastigote Leishmanien in der stationären Wachstumsphase wurden aus den Blutagar-

platten entnommen und dreimal mit 10 mL sterilem PBS gewaschen (Zentrifugation bei 

3000 x g und 4 °C für 10 min). Anschließend wurde eine 1:10-Verdünnung der Parasiten 

in Paraformaldehyd-Lösung in einer Neubauer-Zählkammer (Tiefe 20 µm, Kammerfaktor 

5 x 104) ausgezählt. Zur Infektion von Mäusen wurden 3 x 106 (hoch dosiert) oder 3 x 103 

(niedrig dosiert) L. major-Parasiten in 30 µL sterilem 1x PBS subkutan in eine der beiden 

Hinterpfoten injiziert. Um die Gedächtnis-T-Zell-Antwort zu untersuchen, wurden nach 

dem Abheilen der Primärinfektion 3 x 106 oder 3 x 103 L. major-Parasiten, wie oben 

beschrieben, injiziert und der Infektionsverlauf dokumentiert. 

4.5.11 Nachweis der L. major-Infektion 

Durch die wöchentliche Messung des Durchmessers beider Hinterpfoten wurde der 

Infektionsverlauf anhand der Zunahme des Pfotendurchmessers verfolgt. Dabei wurde die 

prozentuale Zunahme des Durchmessers der infizierten Pfote gegenüber der nicht 

infizierten Pfote in Prozent angegeben.  

Zusätzlich erfolgte zu den angegebenen Zeitpunkten die relative Bestimmung der 

L. major-Parasitenlast durch eine spezifische qPCR (4.3.8) 
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4.5.12 Herstellung von Leishmanien-Antigen 

Für die Herstellung von löslichem Leishmanien-Antigen (soluble Leishmania antigen, 

SLA) wurden Promastigote L. major-Parasiten in der stationären Wachstumsphase aus der 

Blutagarplatte entnommen und dreimal mit 10 mL sterilem 1x PBS gewaschen (Zentrifu-

gation bei 3000 x g und 4 °C für 10 min). Anschließend wurde eine 1:10-Verdünnung der 

Parasiten in Paraformaldehyd-Lösung in einer Neubauer-Zählkammer (20  µm Tiefe, 

Kammerfaktor 5 x 104) ausgezählt. Die Parasiten wurden mit 1x PBS auf eine 

Konzentration von 1 x 109 L. major/mL eingestellt und in Reaktionsgefäße überführt 

(200 µL-Aliqouts). Im Anschluss wurden die Parasiten für je 3 min abwechselnd im 55 °C 

warmen Wasserbad und flüssigem Stickstoff inkubiert. Dieser Vorgang wurde dreimal 

wiederholt und das SLA bis zur Verwendung bei -20 °C gelagert. 

4.5.13 Immunisierung mit S. typhimurium SB824 und Persistenzanalyse 

Für die Immunisierung von BALB/c Mäusen wurden S. typhimurium SB824 (pST-TB) aus 

einer Übernachtkultur in 50 mL LB-Medium mit Antibiotika und 0,3 M NaCl angeimpft 

und bis zu einer Dichte von OD600 = 0,6-0,7 bei 37 °C im Schüttler kultiviert. Die 

Konzentration der Bakterien wurde anhand einer Standardkurve bestimmt. Die Bakterien 

wurden pelletiert (3000 x g, 20 min, 4 °C) und einmal mit PBS gewaschen. Das Pellet 

wurde anschließend in PBS aufgenommen. Jeder Maus wurden oral 5 x 108 Salmonellen in 

200 µL sterilem 1x PBS mittels einer Knopfkanüle verabreicht. Die Mäuse wurden 

entweder einmal oder dreimal (Tag 0, 3 und 7) mit Salmonellen immunisiert. Fünf Wochen 

nach der letzten Verabreichung wurden die Mäuse mit ACT-CSP immunisiert (4.5.14). 

Um zu untersuchen, wie lange die Salmonellen in den Mäusen persistieren, wurden zu 

angegebenen Zeitpunkten Stuhlproben infizierter Mäuse entnommen. Diese wurden in LB-

Medium homogenisiert und über Nacht bei 37 °C im Schüttler inkubiert, um vorhandene 

Bakterien anzureichern. Anschließend wurden die Suspensionen 5 min auf 95 °C erhitzt 

und zur Detektion von Salmonellen mittel PCR eingesetzt (4.3.6). 

4.5.14 Immunisierung mit ACT-CSP 

BALB/c Mäuse wurden mit 20 µg ACT-CSP immunisiert. Das Adenylatcyclasekonstrukt 

wurde in 200 µL 1x PBS intraperitoneal injiziert. Sieben Tage nach der letzten Immunisie-

rung wurden die Mäuse entweder zur Organentnahme getötet oder mit P. berghei-

Sporozoiten infiziert (4.5.8). 
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4.5.15 Bestimmung der CSP-spezifischen zytotoxischen Aktivität in vivo 

In dieser Arbeit wurde die zytotoxische Aktivität CSP-spezifischer CD8+ T-Zellen in vivo 

untersucht. Hierfür wurden Milzzellen aus naiven BALB/c Spendermäusen isoliert (4.1.3), 

eine Hälfte der Zellen mit CSP beladen (CSP+) (4.1.9) und mit dem Fluoreszenzfarbstoff 

CFSE markiert. Die mit CSP245-253 beladenen Zellen wurden, wie in 4.1.10 beschrieben, 

mit einer hohen Konzentration CFSE (CFSEhigh) markiert, die unbeladenen Milzzellen mit 

einer niedrigen Konzentration CFSE (CFSElow). Beide Zellpopulationen (CSP+/CFSEhigh
 

und CSP-/ CFSElow) konnten anhand der unterschiedlichen Fluoreszenzintensität im 

Durchflusszytometer unterschieden werden. Die Zellen wurden 1:2 gemischt und BALB/c 

Mäusen, die vorher mit ACT-CSP immunisiert worden sind (4.5.14), intravenös injiziert. 

Hierbei wurden 5 x 106 Zellen in 200 µL sterilen 1x PBS pro Maus eingesetzt. Nach 5 h 

wurden die Milzzellen der immunisierten Mäuse isoliert und die prozentuale Verteilung 

von CSP+/CFSEhigh- und CSP-/ CFSElow-Zellen mittels FACS-Analyse bestimmt. Zur 

Bestimmung der CSP-spezifischen zytotoxischen Aktivität von CD8+ T-Zellen in Prozent 

wurde folgende Formel verwendet: 

 

 

4.5.16 Statistik 

Die statistische Auswertung der Daten erfolgte mit dem Programm GraphPad Prism 4.0. 

Um zwei verschiedene Versuchsgruppen miteinander zu vergleichen wurde der unpaired 

two-tailed student´s t-test verwendet. Zur statistischen Analyse von Unterschieden 

zwischen mehr als zwei Versuchsgruppen wurde der one-way ANOVA mit Bonferroni´s 

post test verwendet.
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5 ERGEBNISSE 

In der vorliegenden Arbeit sollte der Einfluss einer bestehenden Nematodeninfektion auf 

die Immunantwort gegen pathogene Protozoen im Mausmodell untersucht werden. Hierfür 

wurde die Infektion mit dem Nagetierparasiten Strongyloides ratti verwendet. 

Der Ergebnisteil dieser Arbeit ist in vier Abschnitte gegliedert. Im ersten Abschnitt wurde 

die Immunantwort der Maus auf eine S. ratti-Infektion untersucht. Im zweiten und dritten 

Abschnitt wurde untersucht, ob diese Immunantwort einen Einfluss auf den Verlauf von 

Koinfektionen hat. Hierfür wurden Mäuse mit intrazellulären Protozoen koinfiziert. Im 

zweiten Abschnitt wurden die Folgen einer Koinfektion mit Leishmania major untersucht. 

Der dritte Teil beschreibt die Analyse einer Koinfektion mit Plasmodium yoelii. Im letzten 

Abschnitt des Ergebnisteils wurde der Einfluss einer S. ratti-Infektion auf die Effizienz 

einer experimentellen Impfung gegen den Erreger der Malaria untersucht. In diese 

Untersuchung wurde eine zweite Nematodenspezies, Litomosoides sigmodontis, mit 

eingeschlossen. Hiermit sollte untersucht werden, ob die transiente S. ratti-Infektion das 

Immunsystem auf andere Weise beeinflusst, als die persistierende, quasi chronische 

Infektion mit L. sigmodontis. 

5.1 Die Immunantwort der Maus auf eine S. ratti-Infektion 

In dieser Arbeit sollte der Einfluss einer vorliegenden Infektion mit dem pathogenen 

Nematoden S. ratti auf die Immunantwort von Mäusen gegenüber Koinfektionen und 

Vakzinierungen untersucht werden. Hierfür waren genaue Kenntnisse über den 

Infektionsverlauf und die, durch den Parasiten induzierte, Immunantwort notwendig. Um 

diese zu untersuchen wurden acht Wochen alte C57BL/6 Weibchen mit S. ratti-iL3, durch 

subkutane Injektion in den rechten Fußballen, infiziert und am Tag 273 auf dieselbe Weise 

reinfiziert. Der Verlauf der Infektion wurde anhand des Ausstoßes von Eiern und 

geschlüpften L1 im Stuhl der Mäuse verfolgt. Hierfür wurde der Ausstoß von S. ratti-DNA 

mittels einer Strongyloides-spezifischen qPCR gemessen, die ursprünglich zur Diagnose 

von S. stercoralis in humanem Stuhl etabliert wurde (Kramme et al, in Vorbereitung). Der 

zeitliche Ablauf des Experiments ist in Abb. 5.1.1-A dargestellt. Abb. 5.1.1-B zeigt, dass 

an Tag 5 bereits Larvenausstoß messbar war, der an Tag 7 der S. ratti-Infektion sein 

Maximum erreichte. Anschließend nahm die Menge der S. ratti-DNA im Stuhl der Mäuse 

wieder ab, bis an Tag 12 kein Larvenausstoß mehr nachweisbar war. Nachdem die Mäuse 
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an Tag 273 mit S. ratti-iL3 reinfiziert wurden, ergab sich ein vergleichbarer Infektions-

verlauf mit einem maximalen Larvenausstoß an Tag 7 der Reinfektion. Dieser betrug 

allerdings weniger als 20 % des Maximums das während der Primärinfektion gemessen 

wurde. Die Ergebnisse zeigten, dass C57BL/6 Mäuse nach der Injektion von S. ratti-iL3 

eine patente Infektion entwickelten, die zum Ausstoß von Eiern und L1 im Stuhl der 

Mäuse führte. Diese Infektion wurde von den Mäusen erfolgreich bekämpft und verlieh 

ihnen eine Teil-Resistenz gegenüber einer Reinfektion, sogar 273 Tage nach der ersten 

Infektion. 

 

 
Abb. 5.1.1: Bestimmung des Verlaufs einer S. ratti-Infektion in C57BL/6 Mäusen mittels qPCR 
(A) Gezeigt ist der zeitlichen Ablauf des Experiments. Weibliche acht Wochen alte C57BL/6 Mäuse (n=5) 
wurden mit S. ratti-iL3 subkutan in die rechte Hinterpfote infiziert und an Tag 273 reinfiziert. (B) Der 
Larvenausstoß im Stuhl der Mäuse wurde mittels S. ratti-spezifischer qPCR quantifiziert. Zu den 
angegebenen Zeitpunkten wurde Gruppen- oder Einzelstuhl von fünf Mäusen in Duplikaten untersucht. Die 
Fehlerbalken zeigen ± SEM. 
 

Im Folgenden sollte die zelluläre Immunantwort von C57BL/6 Mäusen während einer 

Infektion mit S. ratti untersucht werden. Um die S. ratti-spezifische Produktion von 

Zytokinen zu messen wurden mesenteriale Lymphknoten- (mesLK-) und Milzzellen an 

Tag 7 der Infektion und Reinfektion der Mäuse isoliert und in Anwesenheit von 

anti-CD3 AK und S. ratti-Lysat in vitro kultiviert. Die mesLK wurden präpariert, da sie die 

drainierenden Lymphknoten des Darms sind, in dem die Adulten S. ratti-Weibchen 

persistieren. Die Milzzellen wurden untersucht, da sie Aufschluss darüber geben, ob die 

Immunantwort einen systemischen Charakter hat. Für die Untersuchung wurde der Tag 7 
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der S. ratti-Infektion bzw. der -Reinfektion ausgewählt, da zu diesem Zeitpunkt der 

Larvenausstoß maximal war (Abb. 5.1.1-B und [28]). Abb. 5.1.2-A bis -C zeigen exem-

plarisch die Ergebnisse für Milz- und mesLK-Zellen an Tag 7 der Infektion. In Abb. 

5.1.2-A ist der zeitliche Ablauf des Experiments dargestellt. Nach der Stimulation mit anti-

CD3 AK zeigten Milzzellen aus S. ratti-infizierten Mäusen eine tendenziell erhöhte 

Produktion der Th2-Zytokine IL-10 und IL-4, während Milzzellen aus naiven Kontroll-

Mäusen diese Zytokine kaum oder gar nicht sezernierten (Abb. 5.1.2-B). Im Gegensatz 

dazu war die Produktion des Th1-Zytokins IFN-γ sowie die Proliferation auf anti-CD3 AK 

der Milzzellen S .ratti-infizierter Mäuse signifikant reduziert (IFN-γ = p<0,01; 

Proliferation = p<0,05). Das zeigt, dass die tendenziell erhöhte Produktion von IL-10 und 

IL-4 nach Stimulation mit anti-CD3 AK nicht das Ergebnis einer erhöhten Proliferation 

war. Diese sowie weitere bereits publizierte Daten zeigen, dass eine transiente Suppression 

der IFN-γ-Produktion und der Proliferation nach anti-CD3 AK Stimulation ein typisches 

Merkmal der Immunantwort gegen S. ratti sind [28]. 

 

 
Abb. 5.1.2: Die zelluläre Immunantwort von C57BL/6 Mäusen während einer S. ratti-Infektion 
(A) Gezeigt ist der zeitliche Ablauf des Experiments. Weibliche acht Wochen alte C57BL/6 Mäuse wurden 
mit S. ratti-iL3 subkutan in die rechte Hinterpfote infiziert oder naiv belassen. An Tag 7 der Infektion 
wurden die S. ratti-infizierten (grau) oder naiven (kariert) Mäuse abgetötet und die Milzen (B) und mesLK 
(C) präpariert. 2 x 105 Milz- oder mesLK-Zellen wurden in Triplikaten in RPMI-Vollmedium, anti-CD3 AK 
oder S. ratti-Lysat inkubiert. Die Proliferation wurde durch den Einbau von 3H-Thymidin bestimmt. In den 
Zellüberständen wurden IL-10, IL-4 und IFN-γ mittels ELISA quantifiziert. Die Graphen zeigen exempla-
risch eines von zwei unabhängigen Experimenten (n=2), dargestellt sind die Mittelwerte ± SEM. Die Sterne 
zeigen signifikante Unterschiede zwischen den Mittelwerten der Gruppen (student´s t-test): *p<0,05; 
**p<0,01. 
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Die spezifische Produktion von IL-10 und IL-4 auf S. ratti-Lysat war in den Milzzellen 

S. ratti-infizierter Mäuse leicht erhöht, während Milzzellen naiver Mäuse diese Zytokine 

nicht sekretierten (Abb. 5.1.2-B). Gleichzeitig war die S. ratti-spezifische Proliferation von 

Milzzellen in S. ratti-infizierten Mäusen signifikant gesteigert (p<0,05). Nach Stimulation 

mit S. ratti-Lysat war in keiner der Mäuse eine IFN-γ Produktion messbar. Diese 

Ergebnisse stimmen ebenfalls mit weiteren Daten unserer Arbeitsgruppe überein [28].  

Abb. 5.1.2-C zeigt die Zytokinproduktion von ex vivo stimulierten mesLK-Zellen. Die 

Produktion der Th2-Zytokine IL-10 und IL-4 nach Stimulation mit anti-CD3 AK an Tag 7 

war hier noch deutlicher sichtbar (IL-10 = p<0,01; IL-4 = p<0,05) als in den Milzzellen. 

Eine signifikante Supression der IFN-γ Produktion war auch in mesLK-Zellen S. ratti-

infizierter Mäuse zu sehen (p<0,05; Abb. 5.1.2-C). Es war kein Unterschied im 

Proliferationsverhalten mesLK-Zellen infizierter und naiver Mäuse nach Stimulation mit 

anti-CD3 AK messbar. Die S. ratti-spezifische Proliferation und IL-10 Produktion auf 

Lysat war in den mesLK-Zellen S. ratti-infizierter Mäuse signifikant erhöht (Prolife-

ration = p<0,01; IL-10 = p<0,01), während keine spezifische Produktion von IL-4 und 

IFN-γ nachweisbar war (Abb. 5.1.2-C). Eine S. ratti-induzierte Th2-Immunantwort war 

demnach sowohl in den drainierenden Lymphknoten-Zellen als auch auf systemischer 

Ebene, in der Milz, messbar. 

Die zelluläre Immunantwort von Milz- und mesLK-Zellen an Tag 7 der S. ratti-Rein-

fektion war tendenziell vergleichbar mit der an Tag 7 der Primärinfektion (Daten nicht 

gezeigt). Lediglich das Ausmaß der Produktion der Th2-Zytokine war leicht verringert und 

spiegelte den reduzierten Larvenausstoß der Mäuse wieder [28].  

Zusammenfassend wurde gezeigt, dass die Infektion von C57BL/6 Mäusen mit dem 

pathogenen Nematoden S. ratti eine klassische Th2-Immunantwort hervorruft, die mit 

einer simultanen Supression des Th1-Zytokins IFN-γ einhergeht. Dieses Resultat stimmt 

mit dem Th1/Th2-Konzept überein, nach dem Th1- und Th2- Immunantworten antagonis-

tisch wirken [6, 121, 122]. Im nächsten Abschnitt wurde der Einfluss einer S. ratti-

Infektion auf den Verlauf einer L. major-Infektion untersucht, für deren Kontrolle die 

Ausbildung einer IFN-γ-basierten Th1-Immunantwort von zentraler Bedeutung ist [8, 123]. 
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5.2 Untersuchung einer Koinfektion mit S. ratti und L. major 

5.2.1 Einfluss der S. ratti-Infektion auf die Koinfektion mit L. major 

Im Folgenden sollte der Einfluss einer bestehenden S. ratti-Infektion auf den Verlauf und 

die Immunantwort einer L. major-Koinfektion untersucht werden. Abb. 5.2.1-A zeigt den 

zeitlichen Ablauf des Experiments. Acht Wochen alte C57BL/6 Weibchen wurden mit dem 

pathogenen Nematoden S. ratti durch eine subkutane Injektion von iL3 in die rechte 

Hinterpfote infiziert.  

An Tag 6 der S. ratti-Infektion wurden die Mäuse mit dem Protozoen L. major durch 

Injektion von 3 x 106 L. major-Promastigoten (hoch dosiert) in die selbe Pfote koinfiziert 

(Abb. 5.2.1-A, -B und -C). Dieser Zeitpunkt wurde ausgewählt, da die transiente S. ratti-

spezifische Th2-Immunantwort zwischen Tag 6-9 p.i. maximal ausgeprägt ist. In diesem 

Zeitraum zeigten mesLK-Zellen, nach ex vivo Stimulation mit anti-CD3 AK und S. ratti-

Lysat, eine maximale Produktion Th2-assoziierter Zytokine wie IL-3, Il-4, IL-5, IL-10 und 

IL-13. Gleichzeitig war die Produktion des Th1-assoziierten Zytokins IFN-γ supprimiert 

und die Wurmlast im Darm und Stuhl der Mäuse maximal (siehe Abschnitt 5.1 und [28].  

Als Kontrollen dienten Mäuse, die ausschließlich mit S. ratti oder ausschließlich mit 

L. major infiziert wurden. Um die Gedächtnis-T-Zell-Antwort zu untersuchen wurden die 

Mäuse, nach Abheilen der L. major-Primärinfektion, mit 3 x 106 (hoch dosiert) L. major-

Parasiten reinfiziert. 

Der Verlauf der L. major-Infektion wurde durch die wöchentliche Messung des 

Durchmessers beider Hinterpfoten verfolgt. Abb. 5.2.1-B zeigt, dass kein Unterschied 

zwischen L. major- und S. ratti-/L. major-infizierten Mäusen zu sehen war. An Tag 10 und 

Tag 31 der L. major-Infektion wurde zusätzlich die relative Parasitenlast durch Quantifi-

zierung der L. major-DNA in den Pfoten der Mäuse bestimmt (Abb. 5.2.1-C). L. major-

infizierte und S. ratti-/L. major-koinfizierte Mäuse zeigten auch hier keinen Unterschied in 

der schwere der Infektion. In beiden Gruppen war die L. major-Parasitenlast an Tag 31 fast 

bis zur Detektionsgrenze gesunken (Abb. 5.2.1-C). Diese Ergebnisse zeigen, dass die 

erfolgreiche Abwehr einer L. major-Infektion nicht durch eine vorliegende 

Nematodeninfektion beeinflusst wird. In den Experimenten wurde die, für das murine 

Modell der Leishmaniose übliche [8], hohe Dosis von 3 x 106 L. major-Promastigoten für 

die Infektion der Mäuse verwendet. 
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Abb. 5.2.1: Erfolgreiche Bekämpfung einer L. major-Infektion in Mäusen mit vorliegender S. ratti-
Infektion 
(A) zeigt den zeitlichen Ablauf des Experiments. Weibliche acht Wochen alte C57BL/6 Mäuse wurden mit 
S. ratti-iL3 subkutan in die rechte Hinterpfote infiziert oder naiv belassen. Nach 6 Tagen wurden die Mäuse 
subkutan mit 3 x 106 (B, C) oder 3 x 10 3 (D) L. major-Promastigoten in dieselbe Hinterpfote infiziert oder 
naiv belassen. An Tag 112 (B, C) oder 160 (D) wurden die Mäuse mit 3 x 106 L. major-Promastigoten 
reinfiziert. Dargestellt sind die Ergebnisse für S. ratti-infizierte C57BL/6 (grau), L. major-infizierte (schwarz) 
und koinfizierte (weiß) C57BL/6 Mäuse. Der Verlauf der L. major-Infektion wurde durch die wöchentliche 
Messung der Pfotenschwellung (B, D) sowie durch Quantifizierung der Leishmania-DNA in den Pfoten der 
Mäuse mittels qPCR (C) verfolgt. Die Detektionsgrenze der qPCR wurde als die relative Parasitenlast 
festgelegt, die bei Mäusen ohne L. major-Infektion gemessen wurde. Die Graphen zeigen die zusammen-
gefassten Daten von zwei unabhängigen Experimenten (n=5-9), dargestellt sind die Mittelwerte ± SEM. 
 

Um auszuschließen, dass diese artifiziell hohe Dosis womöglich leichte Effekte der 

S. ratti-Infektion verschleiert, wurde eine Koinfektion mit 3 x 103 (niedrig dosiert) 

L. major-Promastigoten durchgeführt (Abb. 5.2.1-D). Der Verlauf der Fußschwellung war 

auch hier unverändert und die Ausbildung einer Gedächtnis-T-Zell-Antwort bei einer 

nachfolgenden hoch dosierten L. major Reinfektion nicht beeinträchtigt. Um zu prüfen, ob 

möglicherweise erst die effektivere Gedächtnis-Immunantwort gegen S. ratti mit der 

Abwehr einer L. major-Infektion interferiert, wurden Mäusen an Tag 7 einer S. ratti-

Reinfektion mit L. major koinfiziert. Der Verlauf der Fußschwellung von koinfizierten und 

von ausschließlich mit L. major infizierten Mäusen war unverändert (Daten nicht gezeigt).  



ERGEBNISSE                                  57 

Abschließend betrachtet konnte kein Einfluss einer vorliegenden S. ratti-Infektion 

oder -Reinfektion auf den Verlauf einer L. major-Primär- (hoch- und niedrig dosiert) 

oder -Sekundärinfektion beobachtet werden. 

 

Obwohl die Koinfektion mit S. ratti keinen Einfluss auf den Verlauf einer L. major-

Infektion zeigte, war es trotzdem möglich, dass sich die antagonistischen Immunantworten 

(Th1/Th2) während der Koinfektion gegenseitige beeinflussen. Aus diesem Grund wurde 

im Folgenden die zelluläre Immunantwort gegen S. ratti und L. major in einzeln sowie in 

koinfizierten Mäusen untersucht (Abb. 5.2.2-A bis -E). Um die S. ratti-spezifische 

Sekretion von Zytokinen zu messen, wurden mesLK-Zellen an Tag 8 nach S. ratti-

Infektion isoliert und in Anwesenheit von anti-CD3 AK und S. ratti-Lysat in vitro 

kultiviert. Die S. ratti-spezifische Immunantwort wurde in den mesLK untersucht, da diese 

die drainierenden Lymphknoten des Darms sind, dem Ort an dem die adulten S. ratti-

Weibchen persistieren. Als Zeitpunkt wurde Tag 8 nach der Wurm-Infektion gewählt, da 

die S. ratti-induzierte Th2-Immunantwort um diesem Zeitpunkt ihr Maximum erreicht 

(siehe 5.1 und [28]). Nach der Stimulation mit anti-CD3 AK zeigten mesLK-Zellen aus 

L. major-infizierten Mäusen keine Produktion der Th2-Zytokine IL-10 und IL-13, während 

die mesLK-Zellen S. ratti-infizierter Mäuse diese Zytokine in großen Mengen sezernierten. 

Im Gegensatz dazu war die Produktion von IL-10 und IL-13 in den mesLK-Zellen 

koinfizierter C57BL/6 Mäuse reduziert (Abb. 5.2.2-B). Dieser Unterschied war hoch-

signifikant (p<0,001), obwohl die Mäuse zu diesem Zeitpunkt erst zwei Tage mit L. major 

infiziert waren. Die Proliferation der mesLK-Zellen nach Stimulation mit anti-CD3 AK 

war in allen drei Gruppen vergleichbar (Abb. 5.2.2-B).  

Die spezifische Produktion von IL-10 und IL-13 nach Stimulation mit S. ratti-Lysat war in 

den mesLK-Zellen koinfizierter Mäuse, im Vergleich zu denen aus S. ratti-infizierten 

Mäusen, nur tendenziell reduziert (p>0,05), während die Proliferation nicht beeinflusst war 

(Abb. 5.2.2-B).  

Das Th1-Zytokin IFN-γ wurde nur von mesLK-Zellen L. major-infizierter Mäuse nach 

Stimulation mit anti-CD3 AK produziert. Eine transiente Suppression der IFN-γ-

Produktion nach anti-CD3 AK Stimulation ist ein typisches Merkmal der Immunantwort 

gegen S. ratti (siehe Abschnitt 5.1 und [28]). Die Ergebnisse deuten darauf hin, dass die 

Suppression an Tag 8 der S. ratti-Infektion auch in koinfizierten Mäusen erhalten bleibt 

(Abb. 5.2.2-B). 
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Abb. 5.2.2: Die zelluläre Immunantwort in S. ratti und L. major einzeln sowie koinfizierten Mäusen 
(A) Gezeigt ist der zeitlichen Ablauf des Experiments. Weibliche acht Wochen alte C57BL/6 Mäuse wurden 
mit S. ratti-iL3 subkutan in die rechte Hinterpfote infiziert oder naiv belassen. Nach 6 Tagen wurden die 
Mäuse subkutan mit 3 x 106 L. major-Promastigoten in dieselbe Hinterpfote infiziert oder naiv belassen. Zu 
den angegebenen Zeitpunkten wurden die S. ratti- (grau), L. major- (schwarz) oder ko-infizierten (weiß) 
Mäuse abgetötet und mesLK (B, C) oder popliteale LK (popLK) (D, E) präpariert. 2 x 105 mesLK- oder 
3 x 105 popLK-Zellen wurden in Triplikaten in RPMI-Vollmedium, anti-CD3 AK, S. ratti-Lysat oder 
Leishmanien-Antigen (soluble Leishmania antigen, SLA) inkubiert. Die Proliferation wurde durch den 
Einbau von 3H-Thymidin bestimmt. In den Zellüberständen wurden IFN-γ, IL-10 und IL-13 mittels ELISA 
quantifiziert. Die Graphen zeigen die zusammengefassten Daten von zwei unabhängigen Experimenten (B, 
C: n=6; D, E: n=4), dargestellt sind die Mittelwerte ± SEM. Die Sterne zeigen signifikante Unterschiede 
zwischen den Mittelwerten der Gruppen (B, C: one-way ANOVA mit Bonferroni´s post test; D, E: student´s 
t-test): *p<0,05, **p=<0,01, ***p=0,001. 
 

Um die S. ratti- und L. major-spezifischen Immunantworten am gleichen Tag messen zu 

können, wurde Tag 16 der S. ratti-Infektion (entspricht Tag 10 der L. major-Infektion) 
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gewählt. Die Zellen der mesLK und der poplitealen Lymphknoten (popLK), die jeweils 

den Ort der S. ratti- bzw. der L. major-Infektion drainieren, wurden präpariert und in vitro 

stimuliert (Abb. 5.2.2-A). In den mesLK wurde keine S. ratti-spezifische Zytokin-

produktion gemessen (Abb. 5.2.2-C). Dieses stimmte mit der, zu diesem späten Zeitpunkt 

der Infektion typischerweise abnehmenden S. ratti-spezifischen Th2-Immunantwort 

überein [28]. Trotzdem war nach Stimulation mit anti-CD3 AK noch eine deutliche 

Produktion von IL-10 und IL-13 in den mesLK-Zellen S. ratti-infizierter Mäuse messbar, 

die in koinfizierten Mäusen signifikant unterdrückt war (p<0,001). Die, zu diesem 

Zeitpunkt nur noch schwache, S. ratti-spezifische Proliferation war in L. major-

koinfizierten Mäusen tendenziell, jedoch nicht signifikant unterdrückt (p>0,05; Abb. 

5.2.2-C). Die leichte Suppression der IFN-γ Produktion, die nach Stimulation mit anti-

CD3 AK an Tag 8 der S. ratti-Infektion in koinfizierten Mäusen beobachtet wurde (Abb. 

5.2.2-B), war an Tag 16 der Infektion nicht mehr vorhanden (Abb. 5.2.2-C). Dies 

unterstreicht den bereits erwähnten transienten Charakter der S. ratti-vermittelten IFN-γ-

Suppression (siehe Abschnitt 5.1 und [28]).  

In den popLK-Zellen koinfizierter Mäuse war die Produktion von IFN-γ nach Stimulation 

mit anti-CD3 AK und SLA nicht supprimiert, sondern sogar erhöht (p<0,05; Abb. 

5.2.2-D). Da auch die IFN-γ Produktion der unstimulierten popLK-Zellen erhöht war 

(p<0,05) ist es wahrscheinlich, dass die Injektion von S. ratti-iL3 und L. major-

Promastigoten in dieselbe Pfote zu einem unspezifischen proinflammatorischen Milieu 

geführt hat. Diese gesteigerte IFN-γ-Sekretion sowie die erhöhte Proliferation unstimu-

lierter popLK-Zellen war in koinfizierten Mäusen auch an Tag 31 sichtbar (Abb. 5.2.2-E). 

Zu diesem Zeitpunkt ging die Fußschwellung aller Mäuse bereits zurück. Dieses war ein 

Zeichen für die erfolgreiche Bekämpfung der Infektion. Die S. ratti-Koinfektion hatte 

weder an Tag 10, noch an Tag 31 der L. major-Infektion einen Einfluss auf die IL-10 

Produktion der popLK-Zellen (Abb. 5.2.2-D und -E). IL-13 war zu keinem Zeitpunkt in 

den popLK-Zellen messbar, weder als Antwort auf die SLA- noch auf die anti-CD3 AK-

Stimulation. 

Die Analyse der L. major-spezifischen humoralen Immunantwort zeigte keine 

Unterschiede zwischen L  major- und S. ratti-/L. major-infizierten Mäusen (Abb. 5.2.3-A 

bis -E). Vor allem war die Sekretion von L. major-spezifischem IgG2b, dass mit Th1-

Immunantworten assoziiert ist, nicht supprimiert (Abb. 5.2.3-D). 
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Abb. 5.2.3: Die L. major-spezifische humorale Immunantwort in einzeln und koinfizierten Mäusen 
(A) zeigt den zeitlichen Ablauf des Experiments. Weibliche acht Wochen alte C57BL/6 Mäuse wurden mit 
S. ratti-iL3 subkutan in die rechte Hinterpfote infiziert, oder naiv belassen. Nach 6 Tagen wurden die Mäuse 
subkutan mit 3 x 106 L. major-Promastigoten in dieselbe Hinterpfote infiziert. Zu den angegebenen Zeitpunk-
ten wurden die relativen ELISA Units (REU) von L. major-spezifischem IgM (B), IgG1 (C), IgG2b (D) und 
IgG3 (E) im Serum (1:200) mittels ELISA bestimmt. Dargestellt ist eines von zwei repräsentativen Experi-
menten. Gezeigt sind die Mittelwerte von fünf individuell analysierten L. major-infizierten (schwarze Drei-
ecke) oder L. major-/S. ratti-koinfizierten (weiße Quadrate) Mäusen ± SEM. 

 

Zusammenfassend zeigten die Ergebnisse, dass eine bestehende S. ratti-Infektion die 

Ausbildung einer schützenden zellulären und humoralen Th1-Immunantwort gegen 

L. major nicht behindert. Die Koinfektion mit S. ratti führt sogar zu der Ausbildung einer 

generellen proinflammatorischen Immunantwort. 

Interessanterweise wurde die etablierte Th2-Polarisierung von S. ratti-infizierten Mäusen 

durch eine nachfolgende L. major-Infektion teilweise unterdrückt. Diese Ergebnisse 

warfen die Frage auf, ob die verminderte Produktion der Th2-Zytokine während der 

L. major-Koinfektion die erfolgreiche Klärung der S. ratti-Infektion beeinträchtigen 

konnte. 
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5.2.2 Einfluss der L. major-Infektion auf die Koinfektion mit S. ratti 

Um zu untersuchen, ob eine Koinfektion mit L. major mit der erfolgreichen Bekämpfung 

einer S. ratti-Infektion interferiert, wurde zunächst der Larvenausstoß im Stuhl von S. ratti-

infizierten und S. ratti-/L. major-koinfizierten Mäusen mittels qPCR verglichen (Abb. 

5.2.4). Trotz der veränderten Zytokinproduktion (Abb. 5.2.2) war der Larvenausstoß der 

S. ratti-infizierten und der S. ratti-/L. major-koinfizierten Mäuse gleich. Beide 

Mausgruppen kontrollierten die Infektion erfolgreich (Abb. 5.2.4-B).  

 

 
Abb. 5.2.4: Unveränderter Larvenausstoß in S. ratti- und S. ratti/L. major-infizierten Mäusen 
(A) Gezeigt ist der zeitlichen Ablauf des Experiments. Weibliche 8 Wochen alte C57BL/6 Mäuse (n=6-8) 
wurden mit S. ratti-iL3 subkutan in die rechte Hinterpfote infiziert, oder naiv belassen. Nach 6 Tagen wurden 
die Mäuse subkutan mit 3 x 106 L. major-Promastigoten in dieselbe Hinterpfote infiziert, oder S. ratti-
infiziert belassen. (B) Der Larvenausstoß im Stuhl der Mäuse wurde mittels S. ratti-spezifischer qPCR 
quantifiziert. Zu den angegebenen Zeitpunkten wurde Einzelstuhl von 6-8 Mäusen in Duplikaten untersucht. 
Gezeigt sind die Mittelwerte ± SEM. 
 

Dieses war ebenfalls der Fall wenn die Mäuse mit S. ratti reinfiziert wurden. Es wurde 

gezeigt, dass C57BL/6 Mäuse eine Teil-Resistenz gegenüber einer S. ratti-Reinfektion 

aufbauen, die sich in einem deutlich verringerten Ausstoß von S. ratti-DNA im Stuhl 

äußert [28]. Diese Teil-Resistenz war in Mäusen mit vorangegangener L. major-Infektion 

genauso vorhanden, wie in Mäusen die nur mit S. ratti infiziert waren (Daten nicht 

gezeigt). Die Ausbildung einer Gedächtnis-Immunantwort gegen S. ratti wurde demnach 

nicht durch eine vorliegende L. major-Infektion gestört. 
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Dennoch war es denkbar, dass die verringerte Th2-Immunantwort in koinfizierten Mäusen 

(Abb. 5.2.2-B und -C) die Bekämpfung einer S. ratti-Infektion beeinträchtigen könnte, 

wenn die Mäuse zuerst mit L. major und anschließend mit S. ratti infiziert würden.  

Um diese Hypothese zu untersuchen, wurden Koinfektions-Experimente in umgekehrter 

Reihenfolge durchgeführt. Mäuse wurden zunächst mit 3 x 106 L. major-Promastigoten 

(hoch dosiert) infiziert und nach 14 Tagen, als die L. major spezifische Th1-Immunantwort 

etabliert war, mit S. ratti-iL3 koinfiziert (Abb. 5.2.5-A). Der Larvenausstoßes im Stuhl 

(Abb. 5.2.5-B) sowie die Wurmlast im Dünndarm (Abb. 5.2.5-C) wurden verglichen und 

zeigten, dass die S. ratti-Infektion in koinfizierten Mausen nicht verschlimmert oder 

verlängert war. Zwar war der Larvenausstoß im Stuhl koinfizierter Mäuse an Tag 8 p.i. 

leicht erhöht, dieser Unterschied war jedoch nicht signifikant und spiegelte sich auch nicht 

in der Anzahl adulter Würmer im Darm wieder (Abb. 5.2.5-B und -C). 

 
Abb. 5.2.5: Unveränderte Wurmlast in L. major-/S. ratti-koinfizierten Mäusen  
(A) Gezeigt ist der zeitlichen Ablauf des Experiments. Weibliche acht Wochen alte C57BL/6 Mäuse wurden 
zuerst mit 3 x 106 L. major-Promastigoten subkutan in die rechte Hinterpfote infiziert oder naiv belassen. 
Nach 14 Tagen wurden die Mäuse subkutan mit S. ratti-iL3 in dieselbe Hinterpfote infiziert. (B) Der Verlauf 
der S. ratti-Infektion in einzeln (grau) und L. major-koinfizierten (weiß) Mäusen wurde durch den Nachweis 
von S. ratti-DNA im Stuhl der Mäuse mittels qPCR verfolgt. Einzelstuhl von 4 Mäusen pro Zeitpunkt wurde 
in Duplikaten untersucht. (C) An Tag 6 und 7 der S. ratti-Infektion wurden die adulten Würmer im 
Dünndarm der Mäuse gezählt. Gezeigt sind die Ergebnisse für je vier einzeln untersuchte Mäuse zu den 
angegebenen Zeitpunkten als Mittelwerte ± SEM. 
 

Um die Ursache für die unverändert erfolgreiche Bekämpfung der S. ratti-Infektion 

genauer zu untersuchen wurden die zelluläre und humorale Immunantwort analysiert (Abb. 

5.2.6-A bis -G). In dieser Versuchsanordnung, der Koinfektion von L major-infizierten 

Mäusen mit S. ratti, war jedoch keine Suppression der S. ratti-spezifischen Proliferation in 

koinfizierten Mäusen nachweisbar. Auch die Sekretion von IL-10 und IL-13 in mesLK-
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Zellen nach Stimulation mit anti-CD3 AK oder S. ratti-Lysat war in koinfizierten Mäusen 

nicht mehr unterdrückt (Abb. 5.2.6-B bis -D).  

 

 
Abb. 5.2.6: Die zelluläre und humorale Immunantwort in S. ratti- und L. major-/S. ratti-infizierten 
Mäusen 
(A) Gezeigt ist der zeitliche Ablauf des Experiments. Weibliche acht Wochen alte C57BL/6 Mäuse wurden 
zuerst mit 3 x 106 L. major-Promastigoten subkutan in die rechte Hinterpfote infiziert oder naiv belassen. 
Nach 14 Tagen wurden die Mäuse subkutan mit S. ratti-iL3 in dieselbe Hinterpfote infiziert. (B-E) Zu den 
angegebenen Zeitpunkten wurden L. major-koinfizierte (weiß) oder S. ratti-einzeln infizierte (grau) Mäuse 
abgetötet und die mesLK isoliert. 2 x 105 mesLK-Zellen wurden in Triplikaten mit RPMI-Medium, anti-
CD3 AK oder S. ratti-Lysat inkubiert. Die Proliferation wurde durch den Einbau von 3H-Thymidin bestimmt 
(B). IL-10 (C), IL-13 (D) und IFN-γ (E) wurden mittels ELISA im Zellüberstand gemessen. Die relativen 
ELISA Units (REU) für S. ratti-spezifisches IgM (F) und IgG1 (G) wurden zu den angegebenen Zeitpunkten 
mittels ELISA im Serum (1:200) der Mäuse bestimmt. Gezeigt sind die zusammengefassten Ergebnisse von 
zwei unabhängigen Experimenten (B-E: n=8; F, G: n=4) als Mittelwerte ± SEM. 
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Des Weiteren wurde die S. ratti-vermittelte Suppression von IFN γ durch die L. major-

Koinfektion nicht aufgehoben (Abb. 5.2.6-E). Schließlich hatte die L. major-Koinfektion 

auch keinen Einfluss auf die S. ratti-spezifische humorale Immunantwort (Abb. 5.2.6-F 

und -G).  

Zusammenfassend zeigen diese Ergebnisse, dass eine bereits 14 Tage andauernde 

L. major-Infektion keinerlei Einfluss auf die zelluläre- und humorale Immunantwort gegen 

S. ratti hat. Die Bekämpfung der Wurminfektion wird nicht beeinflusst, obwohl eine nur 

zweitägige Koinfektion mit L. major bereits einen deutlich suppressiven Effekt auf die 

S. ratti induzierte Th2-Immunantwort hat (Abb. 5.2.2-B). 

5.3 Untersuchung einer Koinfektion mit S. ratti und P. yoelii 

Obwohl die Infektion mit S. ratti eine klassische Th2-Immunantwort auslöst (Kapitel 5.1 

und [28]), störte sie die Ausbildung einer schützenden Th1-Immunantwort bei einer 

Koinfektion mit L. major nicht. Als nächstes stellte sich die Frage, ob die S. ratti-Infektion 

generell keinen suppressiven Effekt auf eine Th1-Immunantwort ausübt, oder ob es an der 

Kombination der Erregerspezies lag. Im Folgenden wurden deshalb Koinfektions-

Experimente mit S. ratti und einem weiteren Pathogen durchgeführt, für dessen 

erfolgreiche Bekämpfung ebenfalls die Ausbildung einer Th1-Immunantwort entscheidend 

ist. 

5.3.1 Einfluss der S. ratti-Infektion auf die Koinfektion mit P. yoelii in 

C57BL/6 Mäusen 

Parasiten der Gattung Plasmodium verursachen Malaria und sind, wie Leishmanien, intra-

zelluläre protozoische Parasiten. Das Th1-Zytokin IFN-γ spielt eine zentrale Rolle bei der 

erfolgreichen Immunantwort gegen Plasmodium spp., indem es z. B. das Parasiten-

wachstum durch die Aktivierung klassisch aktivierter Makrophagen begrenzt [55, 62, 63]. 

So führte die Unterdrückung einer IFN-γ basierten Th1-Immunantwort in IL-12-, IL-2- 

oder IFN-γ-defizienten Mäusen zu einer erhöhten und verlängerten Parasitämie nach 

Infektion mit P. chabaudi und P. yoelii (nicht-letaler Stamm, NL) [64, 124]. Außerdem 

verstarben P. yoelii (letaler Stamm, XL) infizierte C57BL/6 Mäuse nach der Verab-

reichung von anti-IFN-γ-AK schneller als unbehandelte Kontrollmäuse [125]. 

Im Folgenden sollte der Einfluss einer S. ratti-Infektion auf den Verlauf und die Immun-

antwort bei einer P. yoelii-Koinfektion in C57BL/6 Mäusen untersucht werden. Abb. 
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5.3.1-A zeigt den zeitlichen Ablauf des Experiments. C57BL/6 Mäuse wurden mit dem 

pathogenen Nematoden S. ratti durch die subkutane Injektion von iL3 in die rechte 

Hinterpfote infiziert. An Tag 6 der S. ratti-Infektion wurden die Mäuse mit dem Protozoen 

P. yoelii durch intraperitoneale Injektion von 2 x 106 parasitierten Erythrozyten koinfiziert 

(Abb. 5.3.1-B, -C). Dieser Zeitpunkt der S. ratti-Infektion wurde ausgewählt, da die 

transiente S. ratti-spezifische Th2-Immunantwort mit der simultanen Suppression von 

IFN-γ zwischen Tag 6-9 der Infektion maximal waren (siehe Kapitel 5.1 und [28]). Als 

Kontrollgruppe dienten C57BL/6 Mäuse die nur mit P. yoelii infiziert wurden. Der Verlauf 

der P. yoelii-Infektion wurde durch die Bestimmung der Parasitämie und des Gewichts-

verlustes der Mäuse zu den angegebenen Zeitpunkten verfolgt. Abb. 5.3.1-B und -C 

zeigen, dass die P. yoelii-Infektion in P. yoelii- und S. ratti-/P. yoelii-infizierten Mäusen 

gleich verlief. In beiden Gruppen waren an Tag 22 der P. yoelii-Infektion keine 

parasitierten Erythrozyten mehr im Blut nachweisbar und die Infektion wurde erfolgreich 

bekämpft. 

 

 
Abb. 5.3.1: Erfolgreiche Bekämpfung einer P. yoelii-Infektion in Mäusen mit vorliegender S. ratti-
Infektion 
(A) Gezeigt ist der zeitliche Ablauf des Experiments. Weibliche acht Wochen alte C57BL/6 Mäuse wurden 
mit S. ratti-iL3 subkutan in die rechte Hinterpfote infiziert oder naiv belassen. Nach 6 Tagen wurden die 
Mäuse durch intraperitoneale Injektion von 1 x 106 pRBCs mit P. yoelii infiziert. Dargestellt sind die 
Ergebnisse für P. yoelii-infizierte (schwarze Dreiecke) und S. ratti-/P. yoelii-koinfizierte (weiße Quadrate) 
C57BL/6 Mäuse. Der Verlauf der P. yoelii-Infektion wurde durch die Bestimmung der Parasitämie in den 
Blutausstrichen der Mäuse (B) sowie durch die Messung des Gewichtsverlustes (C) verfolgt. Die Graphen 
zeigen die zusammengefassten Daten von vier unabhängigen Experimenten (n=18-23). Dargestellt sind die 
Mittelwerte ± SEM. 
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Diese Ergebnisse zeigten, dass die erfolgreiche Abwehr der P. yoelii-Infektion durch die 

vorliegende S. ratti-Infektion nicht beeinflusst wurde. Dies war auch der Fall wenn 

C57BL/6 Mäuse gleichzeitig, oder an Tag 2 der S. ratti-Infektion mit P. yoelii koinfiziert 

wurden (Daten nicht gezeigt).  

 

Obwohl die Koinfektion mit S. ratti weder den Verlauf der Parasitämie noch den 

Gewichtsverlust während der P. yoelii-Infektion veränderte, konnten die antagonistischen 

Immunantworten (Th1/Th2) gegen P. yoelii und S. ratti sich dennoch gegenseitig 

beeinflussen. Im Folgenden wurde die zelluläre Immunantwort gegen S. ratti und P. yoelii 

in einzeln und in koinfizierten Mäusen verglichen (Abb. 5.3.2-A bis -E). Hierfür wurden 

Milzzellen der Mäuse isoliert, da sowohl die Immunantwort gegen S. ratti als auch die 

gegen Plasmodium spp. in der Milz messbar ist. Bei einer Infektion mit Plasmodium spp. 

zirkulieren infizierte Erythrozyten mit dem Blut durch den gesamten Körper. Die 

Immunantwort ist deshalb im Blut und in verschiedenen Organen wie Leber und Milz 

messbar. Bei einer S. ratti-Infektion drainieren die mesLK den Ort, an dem die adulten 

Würmer persistieren, die S. ratti-spezifische Immunantwort ist jedoch auch in der Milz 

messbar (siehe Kapitel 5.1 und [28]). Als Zeitpunkt wurde Tag 6 der Infektion mit P. yoelii 

gewählt, da hier bereits eine Parasitämie (>0,3 %) nachweisbar war (Abb. 5.3.1-B). In dem 

hier verwendeten Koinfektionsregime entsprach das Tag 12 der S. ratti-Infektion, ein 

Zeitpunkt an dem die S. ratti-induzierte Th2-Immunantwort bereits abnehmend, aber noch 

messbar ist [28]. Die Milzzellen wurden mit anti-CD3 AK in vitro stimuliert (Abb. 

5.3.2-A). In einem zweiten Ansatz wurden die Zellen mit S. ratti-Antigen kultiviert, um die 

S. ratti-spezifische Zytokinproduktion zu messen. Eine Stimulation mit P. yoelii-Antigen 

wurde nicht durchgeführt. Der Erreger der Plasmodium spp. befinden sich während der 

Blutphase fast durchgehend in Erythrozyten, so dass eine Plasmodium spp. spezifische 

Stimulation nur mit infizierten Erythrozyten möglich wäre. Parallel müsste eine 

Stimulation mit nicht-infizierten Erythrozyten durchgeführt werden. Hierfür sind große 

Mengen infizierter und naiver Erythrozyten erforderlich, die nicht zur Verfügung standen. 

Nach der Stimulation mit anti-CD3 AK zeigten Milzzellen von P. yoelii-infizierten 

Mäusen nur eine geringe Sekretion des Th2-Zytokins IL-13 während Milzzellen S. ratti 

einzeln infizierter Mäuse dieses Zytokin in signifikant (p<0,05) größeren Mengen 

produzierten (Abb. 5.3.2-D). Im Vergleich dazu war die Sekretion von IL-13 in den 

Milzzellen koinfizierter C57BL/6 Mäuse tendenziell verringert (p>0,05). Die Proliferation 

der Milzzellen nach Stimulation mit anti-CD3 AK war in P. yoelii-infizierten Mäusen, im 
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Vergleich zu S. ratti-infizierten Mäusen, signifikant (p<0,01) reduziert. Diese Reduktion 

war auch in S. ratti-/P. yoelii-koinfizierten Mäusen sichtbar (p<0,01). Das Th2-Zytokin 

IL-10 wurde nach Stimulation mit anti-CD3 AK und S. ratti-Lysat von den Milzzellen aller 

Mäuse in vergleichbaren Mengen produziert (Abb. 5.3.2-C). 

 

 
Abb. 5.3.2: Die zelluläre Immunantwort in S. ratti und P. yoelii einzeln sowie koinfizierten C57BL/6 
Mäusen 
(A) Gezeigt ist der zeitliche Ablauf des Experiments. Weibliche acht Wochen alte C57BL/6 Mäuse wurden 
mit S. ratti-iL3 subkutan in die rechte Hinterpfote infiziert oder naiv belassen. Nach 6 Tagen wurden die 
Mäuse durch intraperitoneale Injektion von 1 x 106 pRBCs mit P. yoelii infiziert oder naiv belassen. An Tag 
6 der P. yoelii-Infektion (entspricht Tag 12 der S. ratti-Infektion) wurden die S. ratti- (grau), P. yoelii- 
(schwarz) oder koinfizierten Mäuse (weiß) abgetötet und die Milzzellen präpariert. 2 x 105 Milzzellen 
wurden in Triplikaten in RPMI-Vollmedium, anti-CD3 AK oder S. ratti-Lysat inkubiert. Die Proliferation 
wurde durch den Einbau von 3H-Thymidin bestimmt (B). In den Zellüberständen wurden IL-10 (C), IL-13 
(D) und IFN-γ (E) mittels ELISA quantifiziert. Die Graphen zeigen die zusammengefassten Daten von zwei 
unabhängigen Experimenten (n=4), dargestellt sind die Mittelwerte ± SEM. Die Sterne zeigen signifikante 
Unterschiede zwischen den Mittelwerten der Gruppen (one-way ANOVA mit Bonferroni´s post test): 
*p<0,05, **p=<0,01. 

 

In keiner der Gruppen war eine Produktion von IL-13 nach Stimulation S. ratti-Lysat 

nachweisbar (Abb. 5.3.2-D). Die Proliferation von Milzzellen nach Stimulation mit 
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S. ratti-Lysat war in S. ratti-infizierten Mäusen deutlich messbar, während sie in P. yoelii-

infizierten und S. ratti-/P. yoelii-koinfizierten Mäusen signifikant reduziert war (p<0,01). 

Das Th1-Zytokin IFN-γ wurde von den Milzzellen aller Mäuse nach Stimulation mit 

anti-CD3 AK in großen Mengen produziert während nach der Stimulation mit 

S. ratti-Lysat kaum IFN-γ im Zellüberstand nachweisbar war. Interessanterweise war die 

IFN-γ Produktion in den Milzzellen koinfizierter Mäuse, im Vergleich zu denen S. ratti-

infizierter Mäuse, signifikant erhöht (p<0,01; Abb. 5.3.2-E). Die transiente Suppression der 

IFN-γ-Produktion, ein typisches Merkmal der Immunantwort gegen S. ratti (siehe Kapitel 

5.1 und [28]), war in S. ratti-/P. yoelii-koinfizierten Mäusen zu diesem Zeitpunkt aufge-

hoben. 

Zusammenfassend zeigen diese Ergebnisse, dass eine bestehende S. ratti-Infektion die 

Ausbildung einer schützenden zellulären Immunantwort gegen P. yoelii nicht beeinflusst. 

Der Verlauf und die Bekämpfung der P. yoelii-Infektion sind in koinfizierten Mäusen 

unverändert (Abb. 5.3.1-B, -C). Die tendenziell erhöhte IL-13-Produktion nach Stimulation 

mit anti-CD3 AK hat keinen supprimierenden Effekt auf die Produktion von IFN-γ in 

S. ratti-/P. yoelii-koinfizierten C57BL/6 Mäusen (Abb. 5.3.2-C und -D).  

5.3.2 Einfluss der S. ratti-Infektion auf die Koinfektion mit P. yoelii in 

BALB/c Mäusen 

Im Vergleich zu C57BL/6 Mäusen sind BALB/c Mäuse suszeptibler für eine Infektion mit 

dem Erreger der murinen Malaria P. yoelii (NL). Zwar bekämpfen auch BALB/c Mäuse 

die Infektion erfolgreich innerhalb von 3-4 Wochen, der transiente Gewichtsverlust und die 

Parasitämie sind jedoch höher als in C57BL/6 Mäusen [126]. Eine mögliche Ursache 

hierfür könnte die genetische Prädisposition von BALB/c Mäusen für eine Th2-

Immunantwort sein, während die Immunantwort von C57BL/6 Mäusen tendenziell zu Th1 

polarisiert [123, 127-129]. 

Im Folgenden wurden die in Abschnitt 5.3.1 beschriebenen Experimente mit BALB/c 

Mäusen durchgeführt, um den Einfluss einer bestehenden S. ratti-Infektion auf den Verlauf 

einer P. yoelii-Infektion zu untersucht. Der zeitliche Ablauf des Experiments ist in Abb. 

5.3.3-A gezeigt. BALB/c Weibchen wurden durch die subkutane Injektion von iL3 in die 

rechte Hinterpfote mit S. ratti infiziert. An Tag 6 der S. ratti-Infektion wurden die Mäuse 

mit dem Protozoen P. yoelii durch intraperitoneale Injektion von 2 x 106 pRBCs 

koinfiziert. Als Kontrollgruppe dienten C57BL/6 Mäuse die nur mit P. yoelii infiziert 



ERGEBNISSE                                  69 

wurden. Der Verlauf der Malaria wurde durch die Bestimmung der Parasitämie und des 

Gewichtes der Mäuse zu den angegebenen Zeitpunkten verfolgt (Abb. 5.3.3-B, -C). 

Im Vergleich zu nur mit P. yoelii infizierten Mäusen, zeigten S. ratti-/P. yoelii-koinfizierte 

BALB/c Mäuse eine signifikante Erhöhung der maximalen Parasitämie an Tag 16 der 

P. yoelii-Infektion (p<0,05; Abb. 5.3.3-B) sowie einen tendenziell stärkeren Gewichtsver-

lust während der Infektion (Abb. 5.3.3-C). Dennoch waren sowohl in P. yoelii- als auch in 

S.ratti-/P. yoelii-infizierten Mäusen an Tag 26 keine Parasiten mehr im Blut nachweisbar 

und schließlich nahmen alle Mäuse wieder an Gewicht zu. Dieses sprach für eine 

erfolgreiche und unbeeinträchtigte Bekämpfung der P. yoelii-Infektion in beiden 

Mausgruppen, obwohl die Plasmodium-Infektion in S. ratti-koinfizierten Mäusen einen 

tendenziell schwereren Verlauf zeigte. 

 

 
Abb. 5.3.3: Verlauf der P. yoelii-Infektion in P. yoelii-infizierten und S. ratti-/P. yoelii-koinfizierten 
BALB/c Mäusen 
(A) Gezeigt ist der zeitliche Ablauf des Experiments. Weibliche acht Wochen alte BALB/c Mäuse wurden 
mit S. ratti-iL3 subkutan in die rechte Hinterpfote infiziert oder naiv belassen. Nach 6 Tagen wurden die 
Mäuse durch intraperitoneale Injektion von 1 x 106 pRBCs mit P. yoelii infiziert. Dargestellt sind die 
Ergebnisse für P. yoelii-infizierte (schwarze Dreiecke) und S. ratti-/P. yoelii-koinfizierte (weiße Quadrate) 
BALB/c Mäuse. Der Verlauf der P. yoelii-Infektion wurde durch die Bestimmung der Parasitämie in den 
Blutausstrichen der Mäuse (B), sowie durch die Messung des Gewichtsverlustes (C) verfolgt. Die Graphen 
zeigen die zusammengefassten Daten von zwei unabhängigen Experimenten (n=6-12), dargestellt sind die 
Mittelwerte ± SEM. Der Stern zeigt einen signifikanten Unterschied zwischen den Mittelwerten der Gruppen 
(student´s t-test): *p<0,05. 
 

Um zu untersuchen, ob eine veränderte zelluläre Immunantwort für den schwereren 

Verlauf der Infektion in koinfizierten Mäusen verantwortlich war, wurde diese in einzeln 
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und koinfizierten BALB/c Mäusen untersucht (Abb.5.3.4-A bis -E). Zusätzlich wurde die 

zelluläre Immunantwort von naiven BALB/c Mäusen auf eine P. yoelii-Infektion 

gemessen. Wie bereits oben für C57BL/6 Mäuse beschrieben wurden Milzzellen an Tag 6 

der P. yoelii-Infektion (entspricht Tag 12 der S. ratti-Infektion in koinfizierten Mäusen) 

isoliert und in Anwesenheit von anti-CD3 AK und S. ratti-Lysat in vitro kultiviert 

(Abb.5.3.4-A).  

 
Abb.5.3.4: Die zelluläre Immunantwort in S. ratti- und P. yoelii-infizierten sowie koinfizierten BALB/c 
Mäusen 
(A) zeigt den zeitlichen Ablauf des Experiments. Weibliche acht Wochen alte BALB/c Mäuse wurden mit 
S. ratti-iL3 subkutan in die rechte Hinterpfote infiziert oder naiv belassen. Nach 6 Tagen wurden die Mäuse 
durch intraperitoneale Injektion von 1 x 106 pRBCs mit P. yoelii infiziert oder naiv belassen. An Tag 6 der 
P. yoelii-Infektion (entspricht Tag 12 der S. ratti-Infektion) wurden die S. ratti- (grau), P. yoelii- (schwarz), 
koinfizierten- (weiß) oder naiven (kariert) Mäuse abgetötet und die Milzzellen präpariert. 2 x 105 Milzzellen 
wurden in Triplikaten in RPMI-Vollmedium, anti-CD3 AK oder S. ratti-Lysat inkubiert. Die Proliferation 
wurde durch den Einbau von 3H-Thymidin bestimmt (B). In den Zellüberständen wurden IL-10 (C), IL-13 
(D) und IFN-γ (E) mittels ELISA quantifiziert. Die Graphen zeigen die zusammengefassten Daten von zwei 
unabhängigen Experimenten (n=6), dargestellt sind die Mittelwerte ± SEM. Die Sterne zeigen signifikante 
Unterschiede zwischen den Mittelwerten der Gruppen (one-way ANOVA mit Bonferroni´s post test): 
*p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001. 
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Abb.5.3.4-C und -D zeigen, dass Milzzellen von S. ratti-infizierten Mäusen, im Vergleich 

zu naiven und P. yoelii-infizierten Mäusen, nach der Stimulation mit anti-CD3 AK deutlich 

mehr IL-10 und IL-13 sezernierten (p<0,001). Im Gegensatz dazu war die Produktion 

dieser Th2-Zytokine in koinfizierten BALB/c Mäusen deutlich reduziert (p<0,001).  

Die Proliferation der Milzzellen nach Stimulation mit anti-CD3 AK war in S. ratti-

infizierten und naiven Mäusen gleich stark (Abb.5.3.4-B). Im Vergleich dazu zeigten 

Milzzellen aus P. yoelii- oder S. ratti-/P. yoelii-infizierten Mäusen eine deutlich reduzierte 

Proliferation (p<0,01; Abb.5.3.4-B). Eine solche Suppression der Proliferation nach 

Stimulation mit anti-CD3 AK wurde bereits in C57BL/6 Mäusen nach der Infektion sowie 

Koinfektion mit P. yoelii beobachtet (Abb. 5.3.2-B). Der gesteigerte aktivierungsinduzierte 

Zelltod, vor allem innerhalb der CD4+ T-Zell-Population, durch Plasmodium-Antigene der 

Blutphase wurde mehrfach beschrieben [130, 131] und könnte die Ursache für die 

verminderte Proliferation sein. 

Die Produktion des Th1-Zytokins IFN-γ nach Stimulation mit anti-CD3 AK war in S. ratti 

infizierten Mäusen, im Vergleich zu naiven Kontrollmäusen, deutlich verringert (p<0,001; 

Abb.5.3.4 -E). Wie bereits beschrieben ist eine transiente Suppression dieses Zytokins 

während der S. ratti-Infektion charakteristisch und teilweise auch noch an Tag 12 der 

Infektion zu beobachten [28]. Durch die Koinfektion mit P. yoelii wurde diese Suppression 

vollkommen aufgehoben, so dass P. yoelii- und S. ratti-/P. yoelii-infizierte Mäuse, im 

Vergleich zu naiven Mäusen, eine tendenziell erhöhte IFN-γ Produktion zeigten 

(Abb.5.3.4 -E). Eine spezifische Produktion von IL-10, IL-13 oder IFN-γ nach Stimulation 

mit S. ratti-Lysat war nicht in den Milzzellen der Mäuse messbar (Abb.5.3.4-C bis -E). 

S. ratti-infizierte Mäuse zeigten eine tendenziell erhöhte S. ratti-spezifische Proliferation 

die in S. ratti-/P. yoelii-koinfizierten Mäusen nicht sichtbar war (Abb.5.3.4 -B).  

Die zellulären Immunantworten von P. yoelii- und S. ratti-koinfizierten Mäusen waren 

folglich nahezu identisch und lieferten keine Erklärung für den leicht verschlimmerten 

Verlauf der Malaria in koinfizierten BALB/c Mäusen. 

Zusammenfassend zeigen diese Ergebnisse, dass eine bestehende S. ratti-Infektion die 

Ausbildung einer schützenden zellulären Immunantwort gegen P. yoelii weder in 

C57BL/6- noch in BALB/c Mäusen beeinträchtigt. Obwohl der Verlauf der Malaria in 

koinfizierten BALB/c Mäusen leicht verschlimmert ist, setzt sich auch in diesen Mäusen 

die dominante und schützende Th1-Immunantwort gegen P. yoelii durch.  

Generell zeigen die Abschnitte 5.2 und 5.3, dass S. ratti nicht mit einer schützenden Th1-

Immunantwort interferiert. Diese Beobachtung ist nicht nur auf eine Parasitenspezies oder 
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auf einen Mausstamm beschränkt, sondern ein allgemeines Phänomen, dass sich während 

der L. major-Koinfektion in C57BL/6 Mäusen sowie während der P. yoelii-Koinfektion in 

C57BL/6 und BALB/c Mäusen zeigt. 
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5.4 Einfluss einer vorliegenden Nematodeninfektion auf die Effizienz 

einer experimentellen anti-Malaria Vakzine 

In zahlreichen Tiermodellen sowie humanen Studien wurde gezeigt, dass eine vorliegende 

Wurminfektion die Immunantwort des Wirtes nicht nur gegenüber weiteren Infektionen, 

sondern auch gegenüber Vakzinierungen verändern kann. Eine abgeschwächte T-Zellant-

wort sowie ein reduzierter Impfschutz können die Folgen sein [103, 116, 132, 133]. Im 

letzten Teil dieser Arbeit wurde der Einfluss einer S. ratti-Infektion auf die Immunantwort 

der Maus gegenüber einer experimentellen anti-Malaria Vakzine untersucht. Die Studien 

wurden mit weiblichen BALB/c Mäusen durchgeführt. Zusätzlich zu dem vorher 

verwendeten Nematoden S. ratti wurde der Einfluss einer weiteren Nematodenspezies 

untersucht, der Nagetierfilarie L. sigmodontis. Im Gegensatz zu dem Nematoden S. ratti, 

der eine transiente etwa 3-4 Wochen andauernde Infektion hervorruft [25, 26, 28], führt die 

Infektion von BALB/c Mäusen mit L. sigmodontis zu einer Infektion die etwa 17 Wochen 

andauert [32].  

Als Modell für eine Vakzine wurde die experimentelle Immunisierung gegen die 

Leberphase von P. berghei genutzt. Die P. berghei-Infektion ist ein gut etabliertes Modell, 

um die letale Form der Malaria in Mäusen zu studieren [134]. Die Immunisierungen 

basieren auf dem Hauptoberflächenprotein der P. berghei Sporozoiten, dem Circumsporo-

zoiten-Protein (CSP). Die Induktion CSP-spezifischer CD8+ T-Zellen [81, 82] diente in 

dieser Arbeit als Maß für die Effizienz der Impfung. Es wurden zwei unterschiedliche 

Immunisierungen verwendet. Im ersten Teil wurde die Vakzinierung mit einer 

rekombinanten Adenylatcyclase, ACT-CSP, durchgeführt. Im zweiten Teil der Studie 

wurde eine prime/boost-Immunisierung genutzt, die eine Kombination aus ACT-CSP und 

einem rekombinanten Salmonellenstamm (SB824 (pST-TB)) ist.  

5.4.1 Einfluss von zwei verschiedenen Nematodeninfektionen auf die Effizienz 

einer Immunisierung mit ACT-CSP 

Im Folgenden wurde der Einfluss einer S. ratti- und einer L. sigmodontis-Infektion auf die 

Effizienz einer Immunisierung mit der rekombinanten Adenylatcyclase ACT-CSP 

untersucht. Abb. 5.4.1-A zeigt den zeitlichen Ablauf des Experiments. BALB/c Weibchen 

wurden entweder mit S. ratti oder mit L. sigmodontis infiziert. Die Infektion mit S. ratti 

erfolgte durch subkutane Injektion von iL3 in den rechten Fußballen. Die Infektion von 
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BALB/c Mäusen mit L. sigmodontis erfolgte mittels einer natürlichen Übertragung des 

Parasiten durch infizierte Milben. An Tag 8 der S. ratti- bzw. an Tag 14 der 

L. sigmodontis-Infektion wurden die Mäuse durch intraperitoneale Injektion mit 20 µg 

ACT-CSP immunisiert (Abb. 5.4.1-A). Als Zeitpunkt wurde Tag 8 der S. ratti-Infektion 

gewählt, da die Th2-Immunantwort sowie die Wurmlast an Tag 6-9 maximal ist [28]. Tag 

14 der L. sigmodontis-Infektion wurde ausgewählt, da zu diesem Zeitpunkt eine deutliche 

Suppression der T- und B-Zellaktivierung messbar ist (Hartmann et al., Manuskript in 

Vorbereitung). 

 

 
Abb. 5.4.1: Reduzierte Frequenz CSP-spezifischer IFN-γ-produzierender Milzzellen in L. sigmodontis 
infizierten Mäusen 
(A) zeigt den zeitlichen Ablauf des Experiments. Weibliche 8 Wochen alte BALB/c Mäuse wurden entweder 
durch Milben mit L. sigmodontis- (Gr. 2; schwarze Balken) oder durch subkutane Injektion mit S. ratti-iL3 in 
die Hinterpfote infiziert (Gr. 3; graue Balken). An Tag 14 der L. sigmodontis- bzw. an Tag 8 der S. ratti-
Infektion wurden die Mäuse durch intraperitoneale Injektion von 20 µg ACT-CSP immunisiert. Eine naive 
Kontrollgruppe wurde ebenfalls mit ACT-CSP immunisiert (Gr. 1; weiße Balken). Sieben Tage nach der 
Immunisierung wurden Milzzellen präpariert und 2 x 105 Zellen mit CSP-Peptid245-253 (B) oder anti-CD3 AK 
(C) inkubiert. Die Anzahl IFN-γ-produzierender Milzzellen nach Stimulation wurde mittels ELISPOT 
bestimmt (B, C). Gezeigt sind die zusammengefassten Ergebnisse von vier unabhängigen Experimenten 
(n=12-17) als Mittelwerte ± SEM. Die Sterne zeigen signifikante Unterschiede zwischen den Mittelwerten 
der Gruppen (student´s t-test): **p<0,01. 

 

Als Kontrolle diente eine nicht wurminfizierte, aber mit ACT-CSP immunisierte 

Mausgruppe. Eine Woche nach der Immunisierung wurden die Milzzellen der Mäuse 

präpariert, mit dem CSP245-253-Peptid oder anti-CD3 AK stimuliert und die Zahl der IFN-γ-

produzierenden Zellen mittels ELISPOT bestimmt. Die Anzahl CSP-spezifischer IFN-γ-
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produzierender Zellen war in L. sigmodontis-infizierten Mäusen, im Vergleich zu nicht 

infizierten Mäusen, signifikant reduziert (p<0,01). Eine vorherige Infektion mit S. ratti 

hatte dagegen keinen Effekt auf die Induktion CSP-spezifischer IFN-γ-produzierender 

Zellen (Abb. 5.4.1-B). Die unspezifische Stimulation mit anti-CD3 AK zeigte keine 

signifikanten Unterschiede bei der Induktion IFN-γ-produzierender Zellen zwischen den 

Gruppen (Abb. 5.4.1-C). Mit diesem Resultat wurde kontrolliert, dass die Verminderung 

CSP-spezifischer IFN-γ-produzierender Zellen in L. sigmodontis infizierten Mäusen nicht 

das Ergebnis einer generell verringerten Vitalität der Zellen war, sondern die Reduktion 

CSP-spezifischer Zellen reflektierte. Eine Inkubation der Zellen ohne Stimulus führte zu 

keiner signifikanten IFN-γ Produktion (Daten nicht gezeigt). 

Protektive CSP-spezifischen CD8+ T-Zellen produzieren neben IFN-γ auch TNF-α [135]. 

Im folgenden Experiment wurde deshalb die Frequenz von polyfunktionalen 

IFN-γ-/TNF-α-produzierenden CSP-spezifischen CD8+ T-Zellen in den Milzen naiver, 

L. sigmodontis- und S. ratti-infizierter BALB/c Mäuse verglichen (Abb. 5.4.2-A). Hierfür 

wurden die Milzzellen eine Woche nach der Immunisierung mit ACT-CSP isoliert und mit 

dem CSP245-253-Peptid stimuliert. Die Zellen wurden auf der Oberfläche mit anti-CD8 AK 

und intrazellulär mit anti-IFN-γ- und anti-TNF-α AK gefärbt. Die Ergebnisse der 

durchflusszytometrischen Analyse sind in Abb. 5.4.2-B zusammengefasst. 

Die Frequenz CSP-spezifischer CD8+ IFN-γ/TNF-α doppelt positiver Milzzellen war in 

L. sigmodontis-infizierten Mäusen, im Vergleich zu naiven immunisierten Mäusen, 

signifikant reduziert (p<0,05). Im Gegensatz dazu war zwischen den Frequenzen 

protektiver Zellen in S. ratti-infizierten und naiven Mäusen kein signifikanter Unterschied 

messbar. In Abb. 5.4.2-C sind repräsentative Färbungen von CSP-stimulierten Milzzellen 

aus immunisierten naiven (naiv + CSP), L. sigmodontis- (L. sigmodontis + CSP) und 

S. ratti-infizierten (S. ratti + CSP) Mäusen gezeigt. Die Färbung von unstimulierten 

Milzzellen aus naiven immunisierten Mäusen (naiv – CSP) diente als Kontrolle, um den 

unspezifischen Hintergrund der Färbung zu detektieren (0,01 %).  

Die Ergebnisse der ELISPOT-Analyse (Abb. 5.4.1-B) und der intrazellulären Zyto-

kinfärbung (Abb. 5.4.2-B) zeigten übereinstimmend, dass die Frequenz CSP-spezifischer 

IFN-γ-, bzw. IFN-γ-/TNF-α-produzierender Zellen in L. sigmodontis-infizierten Mäusen 

signifikant verringert war. Als nächstes stellte sich die Frage, ob durch die Infektion mit 

L. sigmodontis die Menge CSP-spezifischer Zellen reduziert war oder ob bei gleicher 

Frequenz weniger dieser CSP-spezifischen Zellen IFN-γ und TNF-α produzierten. 
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Abb. 5.4.2: Reduzierte Frequenz CSP-spezifischer CD8+ IFN-γ-/TNF-α-produzierender Milzzellen in 
L. sigmodontis-infizierten Mäusen 
(A) zeigt den zeitlichen Ablauf des Experiments. Weibliche 8 Wochen alte BALB/c Mäuse wurden entweder 
mittels Milben mit L. sigmodontis- (Gr. 2) oder durch subkutane Injektion mit S. ratti-iL3 in die Hinterpfote 
infiziert (Gr. 3). An Tag 14 der L. sigmodontis- bzw. an Tag 8 der S. ratti-Infektion wurden die Mäuse durch 
intraperitoneale Injektion von 20 µg ACT-CSP immunisiert. Eine naive Kontrollgruppe wurde ebenfalls mit 
ACT-CSP immunisiert (Gr. 1). Sieben Tage nach der Immunisierung wurden Milzzellen präpariert und 
1 x 106 Zellen mit CSP-Peptid245-253 stimuliert. (B) Gezeigt sind die Frequenzen CSP-spezifischer 
IFN-γ-/TNF-α-produzierender CD8+ T-Zellen in den Milzen von naiven (weißer Balken), L. sigmodontis- 
(schwarzer Balken) und S. ratti-infizierten (grauer Balken) Mäusen. Die Daten repräsentieren die 
zusammengefassten Ergebnisse von drei unabhängigen Experimenten (n=10-13) als Mittelwerte ± SEM. Der 
Stern zeigt einen signifikanten Unterschied zwischen den Mittelwerten der Gruppen (student´s t-test): 
**p<0,05. (C) Gezeigt sind repräsentative Färbungen von unstimulierten Zellen aus einer naiven immuni-
sierten (naiv/unstimuliert) Maus sowie von CSP-stimulierten Milzzellen einer naiven (naiv/CSP-stimuliert), 
einer L. sigmodontis- (L. sigmodontis/CSP-stimuliert) und einer S. ratti-infizierten (S. ratti/CSP-stimuliert) 
immunisierten Maus. Die Dot-plot-Diagramme zeigen die IFN-γ-/TNF-α-Färbung von CD8+ Zellen. Gezeigt 
sind positive Zellen im Quadranten in Prozent. 
 

Um die CSP-spezifischen T-Zellen direkt zu detektieren, wurde eine MHC-Multimer-

Färbung durchgeführt. Dafür wurde ein H2-Kd-Pentamer verwendet das mit dem 

CSP245-253-Peptid beladen und mit dem Fluorochrom APC markiert war. Auf diese Weise 

konnten durchflusszytometrisch einzelne T-Zellen detektiert werden, deren T-Zell-
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Rezeptoren spezifisch für das CSP-Epitop waren. Abb. 5.4.3-A zeigt den zeitlichen Ablauf 

des Experiments. Naive, S. ratti- oder L. sigmodontis-infizierten BALB/c Weibchen 

wurden mit ACT-CSP immunisiert. Nach sieben Tagen wurden die Milzzellen der Mäuse 

isoliert und mit dem H2-Kd/CSP-Pentamer sowie mit anti-CD8 AK und anti-CD62L AK 

gefärbt (Abb. 5.4.3-A bis -C). CD62L (L-Selectin) ist ein Homingrezeptor von naiven 

Lymphozyten, der aktivierten T-Zellen fehlt und so die Unterscheidung von aktivierten 

(CD62Llow) und naiven T-Zellen (CD62Lhigh) ermöglicht [136].  

 

 
Abb. 5.4.3 Reduzierte Frequenz CSP-spezifischer aktivierter CD8+ T-Zellen in den Milzen 
L. sigmodontis-infizierter Mäuse 
(A) zeigt den zeitlichen Ablauf des Experiments. Weibliche 8 Wochen alte BALB/c Mäuse wurden entweder 
durch Milben mit L. sigmodontis- (Gr. 2) oder durch subkutane Injektion mit S. ratti-iL3 in die Hinterpfote 
infiziert (Gr. 3). An Tag 14 der L. sigmodontis- bzw. an Tag 8 der S. ratti-Infektion wurden die Mäuse durch 
intraperitoneale Injektion von 20 µg ACT-CSP immunisiert. Eine naive Kontrollgruppe wurde ebenfalls mit 
ACT-CSP immunisiert (Gr. 1). Sieben Tage nach der Immunisierung wurden Milzzellen präpariert, mit dem 
H2-Kd/CSP-Pentamer sowie anti-CD8 AK und anti-CD62L AK gefärbt. (B) Das Diagramm fasst die 
Frequenzen CSP-spezifischer aktivierter (CD62Llow) CD8+ T-Zellen in den Milzen naiver (weißer Balken), 
L. sigmodontis- (schwarzer Balken) und S. ratti-infizierter (grauer Balken) Mäuse zusammen. Die Daten 
zeigen ein repräsentatives von zwei unabhängigen Experimenten (n=4) als Mittelwerte ± SEM. Der Stern 
zeigt einen signifikanten Unterschied zwischen den Mittelwerten der Gruppen (student´s t-test): *p<0.05. (C) 
Gezeigt sind repräsentative Färbungen von Milzzellen aus einer naiven/nicht-immunisierten 
(naiv/-ACT-CSP), einer naiven/immunisierten (naiv/+ACT-CSP), einer L. sigmodontis-infizierten/immu-
nisierten (L. sigmodontis/+ACT-CSP) und einer S. ratti-infizierten/immunisierten (S. ratti/+ACT-CSP) 
Maus. Die vier linken Dot-plot-Diagramme zeigen die H2-Kd/CSP-Pentamer/CD8-Färbung von Gesamt-
lymphozyten. Die vier rechten Dot-plot-Diagramme zeigen die CD62L H2-Kd/CSP-Pentamer-Färbung von 
CD8+ T-Zellen. Die Zahlen zeigen positive Zellen im Quadranten in Prozent. 
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In Abb. 5.4.3-C sind repräsentative Färbungen mit dem H2-Kd/CSP-Pentamer, anti-CD8- 

sowie anti-CD62L AK gezeigt. Milzzellen einer naiven/nicht immunisierten (naiv/-ACT-

CSP), einer naiven/immunisierten (naiv/+ACT-CSP), einer L. sigmodontis- sowie einer 

S. ratti infizierten/immunisierten Maus (L. sigmodontis/+ACT-CSP und S. ratti/+ACT-

CSP) wurden gefärbt. Abb. 5.4.3-B zeigt die Frequenzen CSP-spezifischer CD8+ 

Milzzellen von naiven, L. sigmodontis- und S. ratti-infizierten Mäusen nach Vakzinierung. 

Die Auswertung zeigte, dass in naiven und S. ratti-infizierten Mäusen die Frequenzen 

aktivierter (CD62Llow), CSP-spezifischer CD8+ T-Zellen vergleichbar waren. Im 

Gegensatz hierzu war der prozentuale Anteil dieser Zellen in L. sigmodontis-infizierten 

Mäusen signifikant verringert. Dieses Resultat zeigte, dass eine Infektion mit 

L. sigmodontis die Induktion CSP-spezifischer CD8+ T-Zellen unterdrückte, während die 

S. ratti-Infektion keinen Effekt hatte.  

 

Eine zentrale Funktion von CD8+ T-Zellen ist es infizierte Zellen, die ein fremdes Epitop 

auf ihrem MHC-I-Rezeptor präsentieren, zu erkennen und zu zerstören. Im Folgenden 

wurde untersucht, ob die beobachtete Reduktion CSP-spezifischer CD8+ T-Zellen in den 

Mäusen eine Auswirkung auf die CSP-spezifische zytotoxische Aktivität hatte. Erneut 

wurden naive, L. sigmodontis- und S. ratti-infizierte Mäuse mit ACT-CSP immunisiert. 

Sieben Tage nach der Immunisierung wurde die CSP-spezifische zytotoxische Aktivität in 

vivo gemessen (Abb. 5.4.4-A). Hierfür wurden Milzzellen naiver Mäuse isoliert. Eine 

Hälfte davon wurde mit dem CSP245-253-Peptid beladen und mit einer hohen Konzentration 

des Fluoreszenzfarbstoffs CFSE (CSP+/CFSEhigh) markiert, die andere Hälfte der 

Milzzellen wurde nicht mit dem Peptid beladen und mit einer niedrigen Konzentration 

CFSE (CSP-/CFSElow) markiert. Hoch- und niedrig-markierte Zellen wurden intravenös in 

die Mäuse transferiert. Dabei stellten CSP+/CFSEhigh -Zellen die Zielzellen für die CSP-

spezifische zytotoxische Aktivität der CD8+ Zellen in den immunisierten Empfänger-

Mäusen dar. Die Verminderung CSP+/CFSEhigh -Zellen in einer naiven, nicht 

immunisierten Maus war ein Maß für die antigenunabhängige Lyse. Nach 6 h wurden die 

Milzzellen der Empfänger-Mäuse isoliert und die Abnahme der CSP+/CFSEhigh -Zellen 

durchflusszytometrisch bestimmt (Abb. 5.4.4 –B und -C). 

In Abb. 5.4.4-C sind repräsentative durchflusszytometrische Messungen von Milzzellen 

einer naiven/nicht immunisierten, einer naiven/immunisierten sowie einer L. sigmodontis- 

und einer S. ratti-infizierten/immunisierten Maus gezeigt. Dargestellt ist die Anzahl von 
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CSP+/CFSEhigh - (rechte Kurve) und CSP-/CFSElow-Zellen (linke Kurve). Abb. 5.4.4-B 

zeigt die Auswertung von zwei unabhängigen Messungen für sechs Mäuse pro Gruppe.  

 

 
Abb. 5.4.4: Reduzierte CSP-spezifische zytotoxische Aktivität in L. sigmodontis-infizierten Mäusen 
(A) zeigt den zeitlichen Ablauf des Experiments. Weibliche 8 Wochen alte BALB/c Mäuse wurden entweder 
durch Milben mit L. sigmodontis- (Gr. 2) oder durch subkutane Injektion mit S. ratti-iL3 in die Hinterpfote 
infiziert (Gr. 3). An Tag 14 der L. sigmodontis- bzw. an Tag 8 der S. ratti-Infektion wurden die Mäuse durch 
intraperitoneale Injektion von 20 µg ACT-CSP immunisiert. Eine naive Kontrollgruppe wurde ebenfalls 
immunisiert (Gr. 1). 7 Tage nach der Immunisierung wurde die CSP-spezifische zytotoxische Aktivität in 
diesen Mäusen bestimmt. (B) Dargestellt ist die CSP-spezifische zytotoxische Aktivität in Prozent, gemessen 
in Milzen von naiven (weißer Balken), L. sigmodontis- (schwarzer Balken) und S. ratti-infizierten (grauer 
Balken) immunisierten Mäusen. Die Daten zeigen die zusammengefassten Daten von zwei unabhängigen 
Experimenten (n=6) als Mittelwerte ± SEM. Der Stern zeigt einen signifikanten Unterschied zwischen den 
Mittelwerten der Gruppen (student´s t-test): *p<0.05. (C) Gezeigt sind repräsentative Messungen von 
Milzzellen aus einer naiven/nicht immunisierten (naiv/-ACT-CSP), einer naiven/immunisierten (naiv/+ACT-
CSP), einer L. sigmodontis-infizierten/immunisierten (L. sigmodontis/+ACT-CSP) und einer S. ratti-
infizierten/immunisierten (S. ratti/+ACT-CSP) Maus. Die Anzahl von CFSElow- und CFSEhigh-markierten 
Zellen wurde gemessen und als Prozent der CFSE+ Milzzellen ausgewertet.  
 
Die CSP-spezifische zytotoxische Aktivität in L. sigmodontis-infizierten Mäusen war, im 

Vergleich zu naiven, signifikant reduziert. Die zytotoxische Aktivität in S. ratti-infizierten 
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Mäusen war im Vergleich zu naiven Mäusen tendenziell reduziert. Die zytotoxische 

Aktivität führte zu einer antigenspezifischen Reduktion von CSP+/CFSEhigh –Zellen. 

Zusammengefasst zeigten diese Ergebnisse, dass die reduzierte Induktion CSP-spezifischer 

CD8+ T-Zellen in L. sigmodontis-infizierten Mäusen (Abb. 5.4.1, 5.4.2 und 5.4.3) 

tatsächlich zu einer reduzierten CSP-spezifischen zytotoxischen Aktivität in vivo führte, 

während die S. ratti-Infektion keinen signifikanten Effekt auf die gemessenen Parameter 

hatte. 

 

Schließlich sollte die Frage geklärt werden, ob die reduzierte CSP-spezifische zytotoxische 

Aktivität in L. sigmodontis-infizierten Mäusen einen negativen Effekt auf den Schutz der 

Mäuse gegenüber einer Infektion mit P. berghei hat. Die Detektion der Parasitämie 

während der Blutphase einer Plasmodium spp. Infektion ist die übliche und einfachste 

Methode, um die Effizienz einer Vakzine zu messen. Allerdings stellt dies keine adäquate 

Methode dar, wenn die Effizienz von Vakzinierungen untersucht werden soll, die nur einen 

partiellen Schutz gegenüber der Leberphase vermitteln. Wenn nicht 100 % der infizierten 

Hepatozyten zerstört werden, gelangen Merozoiten in den Blutstrom. Schon wenige 

Merozoiten, die sich während der erythrozytären Schizogonie rapide vermehren, reichen 

aus, um eine Parasitämie zu verursachen. Unterschiede bei der Bekämpfung infizierter 

Hepatozyten sind dann in der Blutphase nicht mehr messbar. Um die Effizienz einer 

solchen Vakzine zu messen, eignet sich die Bestimmung der Sporozoitenlast in der Leber 

infizierter Mäusen mittels qPCR, zu einem frühen Zeitpunkt der Plasmodium spp. 

Infektion [137, 138]. In dem hier verwendeten Modell führte die einmalige Injektion von 

ACT-CSP zwar zu der Induktion von CSP-spezifischen CD8+ T-Zellen, allerdings reichte 

die Frequenz dieser Zellen nicht aus, um das Auftreten der Blutphase zu verhindern [81, 

82]. Die Parasitenlast sollte deshalb während der Leberphase verglichen werden. Zu 

diesem Zweck wurden BALB/c Mäuse entweder mit L. sigmodontis infiziert oder naiv 

belassen. 14 Tage nach der Infektion mit L. sigmodontis wurden die Mäuse mit ACT-CSP 

immunisiert, eine Kontrollgruppe wurde weder infiziert noch mit ACT-CSP immunisiert. 

Der experimentelle Aufbau ist in Abb. 5.4.5-A dargestellt. Sieben Tage nach der 

Immunisierung wurden alle Mäuse durch intravenöse Injektion von 1000 P. berghei 

Sporozoiten infiziert. 30 h nach der Infektion wurde die Gesamt-RNA aus den Lebern der 

Mäuse isoliert, in cDNA umgeschrieben und anschließend eine qPCR zur Bestimmung der 

relativen Sporozoitenlast durchgeführt. Dieser Zeitpunkt wurde ausgewählt, da 30 h nach 

der Infektion bereits Parasiten in der Leber nachgewiesen werden können, es jedoch noch 
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keine Blutphase der Plasmodien gibt. Erst etwa 44 h nach einer Infektion mit Sporozoiten 

kommt es zur Ruptur der Schizonten in der Leber und zu einer detektierbaren Parasitämie 

im Blut der Mäuse [139]. 

Abb. 5.4.5-B zeigt, dass die relative Konzentration der P. berghei 18S rRNA in naiven 

immunisierten Mäusen im Vergleich zu nicht-immunisierten Mäusen tendenziell verringert 

war (p=0,0743). Es ist wahrscheinlich, dass diese tendenzielle Reduktion durch die 

einmalige Injektion von ACT-CSP hervorgerufen wurde, die einen partiellen Schutz gegen 

die Leberphase vermittelte. Im Vergleich dazu war die relative Konzentration der 

P. berghei 18S rRNA in Mäusen mit L. sigmodontis-Infektion leicht erhöht und eher mit 

der Parasitenlast der nicht-immunisierten Gruppe vergleichbar (p=0,3628).  

 
Abb. 5.4.5 Messung der relativen Parasitenlast in den Milzen P. berghei-infizierter Mäuse mittels 
qPCR 
(A) zeigt den zeitlichen Ablauf des Experiments. Weibliche 8 Wochen alte BALB/c Mäuse wurden entweder 
durch Milben mit L. sigmodontis infiziert oder naiv belassen. Naive sowie 14 Tage mit L. sigmodontis-
infizierte Mäuse wurden durch intraperitoneale Injektion mit ACT-CSP immunisiert. Sieben Tage nach der 
Immunisierung wurden die Mäuse mit 1000 P. berghei-Sporozoiten durch intravenöse Injektion infiziert. 
Eine naive/nicht-immunisierte Kontrollgruppe wurde ebenfalls infiziert. 30 h nach der Infektion wurden die 
Lebern der Mäuse isoliert und die relative P. berghei Sporozoitenlast mittels spezifischer qPCR bestimmt. 
(B) Das Diagramm fasst die relative Konzentration der P. berghei 18S rRNA in den Lebern von 
naiven/nicht-immunisierten (gestreifter Balken), naiven/immunisierten (weißer Balken) und L. sigmodontis-
infizierten/immunisierten (schwarzer Balken) Mäusen zusammen. Die Daten zeigen die zusammengefassten 
Daten von drei unabhängigen Experimenten (n=9) als Mittelwerte ± SEM. 
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Diese Resultate wurden in drei unabhängigen Experimenten reproduziert, zeigten jedoch 

aufgrund großer Varianzen innerhalb der Gruppen bei 9 unterschiedlichen Individuen noch 

keine Signifikanzen. Trotzdem wiesen die Resultate klar darauf hin, dass L. sigmodontis 

auch den ACT-CSP vermittelten Schutz stören konnte. 

 

Zusammenfassend zeigt dieser Abschnitt, dass eine Infektion mit dem Nematoden S. ratti 

keinen Einfluss auf die Effizienz einer Immunisierung mit ACT-CSP hat. Im Gegensatz 

dazu führt die Infektion mit L. sigmodontis zu einer verminderten Frequenz induzierter 

CSP-spezifischer zytotoxischer T-Zellen, einer verminderten CSP-spezifischen zyto-

toxischen Aktivität in vivo sowie zu einer tendenziell erhöhten relativen Parasitenlast in 

den Lebern vakzinierter Mäuse nach einer P. berghei-Infektion. 

Im letzten Abschnitt der Arbeit wurde untersucht, ob der negative Einfluss einer 

L. sigmodontis-Infektion auch bei einem verbesserten Vakzinierungsprotokoll gegen die 

Leberphase von P. berghei erhalten bleibt. 

5.4.2 Einfluss einer vorliegenden L. sigmodontis-Infektion auf die Effizienz 

einer heterologen prime/boost-Immunisierung 

Im vorherigen Abschnitt wurde gezeigt, dass eine Infektion mit der pathogenen Nagtier-

filarie L. sigmodontis die Effizienz einer Immunisierung mit ACT-CSP in BALB/c Mäusen 

beeinträchtigt. S. Tartz et al. haben gezeigt, dass die Immunisierung mit einer Injektion 

ACT-CSP zwar CSP-spezifische CD8+ Zellen induziert, diese jedoch nicht ausreichen, um 

die Leberphase vollständig zu bekämpfen, und so einen Schutz gegen die Blutphase des 

Parasiten zu etablieren [81, 82]. Im Folgenden wurde der Einfluss einer L. sigmodontis-

Infektion auf ein verbessertes Immunisierungsprotokoll, die heterologe prime/boost-Immu-

nisierung gegen CSP, untersucht. Da die Infektion mit S. ratti keinen Einfluss auf die 

Effizienz der ACT-CSP Immunisierung zeigte (Kapitel 5.4.1), wurde die S. ratti-Infektion 

in diesem Abschnitt nicht weiter untersucht. In Abb. 5.4.6-A ist das Immunisierungs-

protokoll dargestellt. BALB/c Weibchen wurden durch infizierte Milben mit L. sigmo-

dontis infiziert, und an Tag 14 der Infektion wurde mit dem Immunisierungsprotokoll 

begonnen (Abb. 5.4.6-B). L. sigmodontis-infizierte und naive Kontrollmäuse (Abb. 5.4.6-

A) wurden dreimal, an Tag 0, 3 und 7, bzw. an Tag 14, 17 und 21 der Wurminfektion, mit 

je 5 x 108 Salmonellen oral immunisiert. 
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Abb. 5.4.6: Zeitlicher Ablauf der heterologen prime/boost-Immunisierung mit nachfolgender 
P. berghei-Infektion.  
(A) 8 Wochen alte BALB/c Weibchen wurden an Tag 0, 3 und 7 mit 5 x 108 S. typhimurium SB824 
(pST-TB) oral immunisiert. Fünf Wochen nach der letzten Salmonella-Gabe wurde eine boost-Immu-
nisierung durchgeführt bei der den Mäusen intraperitoneal 20 µg ACT-CSP injiziert wurden. 7 Tage nach der 
boost-Immunisierung wurden die Mäuse mit 1000 P. berghei Sporozoiten infiziert. (B) Acht Wochen alte 
BALB/c Weibchen wurden durch infizierte Milben mit L. sigmodontis infiziert. 14 Tage nach der Infektion 
wurden die Mäuse wie in (A) beschrieben immunisiert und anschließend mit P. berghei infiziert. Als 
Kontrollgruppe dienten in jedem Versuch naive/nicht-immunisierte BALB/c Mäuse, die mit P. berghei 
infiziert wurden. 
 

Nach 5 Wochen (dies entsprach Tag 42 bei naiven und Tag 56 bei L. sigmodontis-

infizierten Mäusen) wurden den Mäusen 20 µg ACT-CSP intraperitoneal injiziert. 

Die Effizienz der Immunisierung wurde an zwei verschiedenen Zeitpunkten, 14 Tage nach 

der letzten Salmonella-Gabe (Abb. 5.4.7) und 6 Tage nach der boost-Immunisierung mit 

ACT-CSP (Abb. 5.4.8) überprüft. Hierfür wurde die CSP-spezifische T-Zellantwort mittels 

einer intrazellulären TNF-α-/IFN-γ-Färbung sowie einer H2-Kd/CSP-Pentamer-Färbung 

quantifiziert. Als Kontrolle wurden Blutproben von naiven und unvakzinierten BALB/c 

Mäusen parallel gefärbt. In Abb. 5.4.7 sind die Ergebnisse für die intrazelluläre Zytokin- 

(Abb. 5.4.7-B) und die Pentamerfärbung (Abb. 5.4.7-C) von Blutlymphozyten dargestellt. 

Sowohl im Blut naiver, als auch L. sigmodontis-infizierter Mäuse waren, nach einer 

dreimaligen Immunisierung mit Salmonellen, CSP-spezifische IFN-γ-/TNF-α-produzie-

rende CD8+ T-Zellen sowie H2-Kd/CSP-Pentamer+ CD8+ Zellen messbar. Diese Zellen 

waren nicht im Blut naiver, unvakzinierter Mäuse nachweisbar (Abb. 5.4.7-B und -C). Die 

L. sigmodontis-Infektion verminderte die Frequenz dieser Zellen nicht, ihre Frequenz war 

interessanterweise sogar tendenziell erhöht.  
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Abb. 5.4.7: Die CSP-spezifische CD8+ T-Zellantwort in L. sigmodontis-infizierten und naiven BALB/c 
Mäusen nach prime-Immunisierung mit rekombinanten Salmonellen 
(A) zeigt den zeitlichen Ablauf des Experiments. Weibliche 8 Wochen alte BALB/c Mäuse wurden entweder 
durch Milben mit L. sigmodontis infiziert oder naiv belassen. Naive und 14 Tage mit L. sigmodontis-
infizierte Mäuse wurden dreimal mit 5 x 108 S. typhimurium SB824 (pST-TB) oral immunisiert (prime). 14 
Tage nach der letzten Salmonella-Gabe wurde den Mäusen durch Punktion der Schwanzvene Blut 
abgenommen. (B) Lymphozyten aus dem peripheren Blut wurden mit dem CSP-Peptid245-253 stimuliert, dann 
extrazellulär mit anti-CD8 AK und anschließend intrazellulär mit anti-IFN-γ- und anti-TNF-α-AK gefärbt. 
Der prozentuale Anteil CSP-spezifischer IFN-γ-/TNF-α-produzierender CD8+ T-Zellen wurde durchfluss-
zytometrisch bestimmt. (C) Lymphozyten aus dem peripheren Blut wurden mit dem H2-Kd/CSP-Pentamer 
sowie mit anti-CD8- und anti-CD62L-AK gefärbt und anschließend die Frequenz aktivierter CSP-
spezifischer CD8+ T-Zellen durchflusszytometrisch bestimmt. Dargestellt sind die Ergebnisse für 
naive/nicht-immunisierte- (gestreifter Balken), naive/immunisierte- (weißer Balken) sowie L. sigmodontis-
infizierte/immunisierte Mäuse (schwarzer Balken) aus einem repräsentativen, von zwei unabhängigen 
Experimenten (n=6). 
 

Das Vakzinierungsprotokoll wurde fortgeführt (Abb. 5.4.6) und die CSP-spezifische 

T-Zellantwort wurde an Tag 6 nach der boost-Immunisierung mit ACT-CSP kontrolliert 

(Abb. 5.4.8-A bis -C). Erneut wurden die Frequenzen CSP-spezifischer IFN-γ-/TNF-α-

produzierender (Abb. 5.4.8-B) und H2-Kd/CSP-Pentamer-positiver, aktivierter CD8+ 

T-Zellen (Abb. 5.4.8-C) gemessen. Auch 6 Tage nach der boost-Immunisierung mit ACT-

CSP war kein signifikanter Unterschied zwischen naiven und L. sigmodontis-infizierten 

Mäusen messbar. In beiden Gruppen hatte sich die Frequenz CSP-spezifischer CD8+ 

T-Zellen erhöht. Im Gegensatz zu der Messung nach der prime-Immunisierung mit 
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rekombinanten Salmonellen (Abb. 5.4.7-B und -C) war die Frequenz in L. sigmodontis-

infizierten Mäusen nicht mehr erhöht, sondern tendenziell verringert.  

 

 
Abb. 5.4.8: Die CSP-spezifische CD8+ T-Zellantwort in L. sigmodontis-infizierten und naiven BALB/c 
Mäusen nach einer prime/boost-Immunisierung mit rekombinanten Salmonellen und ACT-CSP 
(A) zeigt den zeitlichen Ablauf des Experiments. Weibliche 8 Wochen alte BALB/c Mäuse wurden entweder 
durch Milben mit L. sigmodontis infiziert oder naiv belassen. Naive und 14 Tage mit L. sigmodontis-
infizierte Mäuse wurden dreimal mit 5 x 108 S. typhimurium SB824 (pST-TB) oral immunisiert (prime). Fünf 
Wochen nach der letzten Salmonella-Gabe wurden die Mäuse durch intraperitoneale Injektion von 20 µg 
ACT-CSP zum zweiten Mal immunisiert (boost). 6 Tage nach der boost-Immunisierung wurde den Mäusen 
durch Punktion der Schwanzvene Blut abgenommen. (B) Die Lymphozyten im peripheren Blut wurden mit 
dem CSP-Peptid245-253 stimuliert, extrazellulär mit anti-CD8- und intrazellulär mit anti-IFN-γ- und anti-TNF-
α-AK gefärbt. Der prozentuale Anteil CSP-spezifischer IFN-γ-/TNF-α-produzierender CD8+ T-Zellen wurde 
durchflusszytometrisch bestimmt. (C) Zellen aus dem peripheren Blut der Mäuse wurden mit dem 
H2-Kd/CSP-Pentamer sowie mit anti-CD8- und anti-CD62L-AK gefärbt und anschließend die Frequenz 
aktivierter CSP-spezifischer CD8+ T-Zellen durchflusszytometrisch bestimmt. Dargestellt sind die 
Ergebnisse für naive/nicht-immunisierte- (gestreifter Balken), naive/immunisierte- (weißer Balken) sowie 
L. sigmodontis-infizierte/immunisierte Mäuse (schwarzer Balken) aus einem repräsentativen von zwei 
unabhängigen Experimenten (n=6).  
 

Die tendenzielle Erhöhung der Frequenzen CSP-spezifischer CD8+ T-Zellen nach der 

prime-Immunisierung von L. sigmodontis-infizierten Mäusen (Abb. 5.4.7-B und -C) 

könnte eine erhöhte Suszeptibilität dieser Mäuse gegenüber den Salmonellen reflektieren. 

Die Salmonella-Immunisierung hätte durch eine verlängerte Persistenz in L. sigmodontis-

infizierten Mäusen effektiver wirken können, so dass nachteilige Effekte der 

Wurminfektion auf die Vakzinierungseffizienz maskiert worden wären. Dies wurde 
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ausgeschlossen indem die Dauer des Salmonellen-Ausstoßes im Stuhl immunisierter naiver 

und L. sigmodontis-infizierter BALB/c Mäuse gemessen wurde. Die Salmonellen und das 

pST-TB-Plasmid wurden mittels zwei verschiedener PCR-Reaktionen nachgewiesen. Es 

war kein Unterschied in der Persistenz von S. typhimurium SB824 (pST-TB) messbar 

(Daten nicht gezeigt). 

 

Zusammenfassend zeigten diese Ergebnisse, dass die heterologe prime/boost-Immuni-

sierung eine deutlich höhere Frequenz CSP-spezifischer CD8+ T-Zellen induzierte, als eine 

einmalige Immunisierung mit ACT-CSP (Abb. 5.4.2-B und Abb. 5.4.3-B). Eine vorlie-

gende Infektion mit L. sigmodontis führte zu keiner signifikanten Suppression dieser CSP-

spezifischen T-Zellen. 

Die prime/boost-Immunisierung vermittelt einen 80-100 %igen Schutz gegenüber einer 

P. berghei-Infektion [82]. Obwohl die Infektion mit L. sigmodontis nur einen tendenziellen 

Einfluss auf die Induktion CSP-spezifischer Zellen durch eine prime/boost-Immunisierung 

hatte, war es möglich, dass der Schutz gegenüber einer nachfolgenden Infektion mit 

P. berghei verändert war.  

 
Tab. 5.4-1: Schutz gegenüber einer P. berghei-Infektion in naiven und L. sigmodontis-infizierten 
Mäusen nach einer heterologen prime/boost-Immunisierung 
Naive oder 14 Tage mit L. sigmodontis-infizierte BALB/c Mäuse wurden zunächst dreimal mit je 5 x 108 
S. typhimurium SB824 (pST-TB) oral immunisiert (prime). Nach 5 Wochen erfolgte eine zweite 
Immunisierung durch intraperitoneale Injektion von 20 µg ACT-CSP (boost). 7 Tage nach der 
Immunisierung mit ACT-CSP wurden die Mäuse mit je 1000 P. berghei Sporozoiten intravenös infiziert. 
Eine Kontrollgruppe, die keine Vakzine erhalten hatte, wurde ebenfalls infiziert. Der Verlauf der Parasitämie 
wurde anhand von Wright´s stain-gefärbten Blutausstrichen verfolgt. Mäuse, die an Tag 14 der Infektion 
noch keine Parasitämie im Blut aufwiesen wurden als geschützt angesehen. Dargestellt ist eine 
Zusammenfassung von zwei unabhängigen Experimenten (n=12). 

L. sigmodontis-
Infektion Immunisierung Anzahl infizierter 

Tiere/Gesamtzahl % Schutz 

- - 12/12 0 

- prime/boost 2/12 83,33 

+ prime/boost 1/12 91,66 
 

Im Folgenden wurde deshalb untersucht, ob sowohl naive als auch L. sigmodontis-

infizierte Mäuse die normalerweise tödliche Infektion mit P. berghei erfolgreich 

bekämpfen. Hierfür wurden die Mäuse 7 Tage nach der boost-Immunisierung mit 

ACT-CSP durch intravenöse Injektion von 1000 P. berghei Sporozoiten infiziert und die 

Parasitämie anschließend anhand von Blutausstrichen verfolgt (Abb. 5.4.6-A). Mäuse, die 
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14 Tage nach der Infektion keinen Parasitämie im Blut aufwiesen, wurden als geschützt 

angesehen. Die Ergebnisse von zwei unabhängigen Experimenten sind in Tab. 5.4-1 

zusammengefasst. Während sich in allen nicht-immunisierten Kontrollmäuse eine 

Parasitämie entwickelte, führte die heterologe prime/boost-Immunisierung bei 83,33 % der 

Mäuse zu einer sterilen Immunität. Mäuse mit einer L. sigmodontis-Infektion waren zu 

91,66 % gegen eine P. berghei-Infektion geschützt. Die Infektion mit L. sigmodontis führte 

also zu keiner signifikanten Veränderung des Impfschutzes. Die Mäuse bei denen eine 

Parasitämie im Blut nachgewiesen wurde, zeigten keine Unterschiede in der Höhe, 

unabhängig davon, ob sie naiv und nicht immunisiert, naiv und immunisiert oder mit 

L. sigmodontis-infiziert und immunisiert waren (Abb. 5.4.9-B).  

 

 
Abb. 5.4.9: Unveränderte Parasitämiebelastung im Blut von nicht-immunisierten und immunisierten 
naiven und L. sigmodontis-infizierten Mäusen nach der Infektion mit P. berghei 
(A) zeigt den zeitlichen Ablauf des Experiments. Weibliche 8 Wochen alte BALB/c Mäuse wurden entweder 
durch Milben mit L. sigmodontis infiziert oder naiv belassen. Naive und 14 Tage mit L. sigmodontis-
infizierte Mäuse wurden dreimal mit 5 x 108 S. typhimurium SB824 (pST-TB) oral immunisiert (prime), nach 
fünf Wochen erfolgte die Zweit-Immunisierung durch intraperitoneale Injektion von 20 µg ACT-CSP 
(boost). 7 Tage nach der Gabe von ACT-CSP erfolgte die Infektion mit 1000 P. berghei Sporozoiten durch 
intravenöse Injektion. Eine Kontrollgruppe wurde nicht immunisiert, sondern nur mit P. berghei infiziert. 
(B) Der Verlauf der Parasitämie wurde zu den angegebenen Zeitpunkten anhand Wright´s stain-Färbungen 
von Blutausstrichen verfolgt. Jeder Messwert repräsentiert eine Maus, dargestellt sind die zusammen-
gefassten Daten von zwei unabhängigen Experimenten (n=12). 
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Die Resultate zeigen, dass eine vorliegende Infektion mit L. sigmodontis keinen Einfluss 

auf den vermittelten Schutz einer prime/boost-Immunisierung hatte. Weder die Frequenz 

CSP-spezifischer CD8+ T-Zellen, noch der Schutz gegenüber einer nachfolgenden 

P. berghei-Infektion war signifikant verändert. 

 

Zusammenfassend zeigen die Ergebnisse, dass eine L. sigmodontis-Infektion die Frequenz 

CSP-spezifischer CD8+ T-Zellen verringert, wenn die Mäuse nur einmal mit ACT-CSP 

immunisiert werden. Dies spiegelt sich anschließend in einer tendenziell erhöhten 

Parasitenlast in der Leber der Mäuse wieder, wenn sie nach der Immunisierung mit 

P. berghei infiziert werden. Im Gegensatz dazu hat die L. sigmodontis-Infektion keinen 

signifikanten Einfluss auf die Effizienz der verbesserten heterologen prime/boost-Immu-

nisierung mit Salmonellen und ACT-CSP. Damit übereinstimmend wird der Schutz 

gegenüber einer P. berghei-Infektion durch L. sigmodontis nicht beeinträchtigt. 
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6 Diskussion 

In dieser Arbeit sollte untersucht werden, wie sich eine vorliegende Wurminfektion auf das 

Immunsystem der Maus auswirkt. Im Fokus stand die Frage, ob und wie die 

Immunantwort gegenüber Koinfektionen und Vakzinierungen verändert wird. 

6.1 Die Infektion von Mäusen mit S. ratti als natürlicher Th2-Stimulus 

für das Immunsystem 

In dieser Arbeit wurde die Infektion von Mäusen mit S. ratti als Modell für eine humane 

Nematodeninfektion verwendet. Hierfür war eine genaue Kenntnis des Infektionsverlaufs 

und der Immunantwort notwendig (siehe Kapitel 5.1). Der Verlauf einer S. ratti-Infektion 

in Mäusen wurde mittels S. ratti-spezifischer qPCR verfolgt. Der maximale Ausstoß von 

Strongyloides-DNA im Stuhl der Mäuse wurde zwischen Tag 6 und Tag 8 der Infektion 

gemessen. Dieses Ergebnis stimmt mit anderen Studien überein, bei denen der Infektions-

verlauf in Mäusen durch das Auszählen von Larven im Stuhl verfolgt wurde [26, 140]. 

Anschließend nahm der Ausstoß von Strongyloides-DNA bis zum Tag 12 der Infektion 

rapide ab, bis die Infektion spätestens an Tag 30-40 erfolgreich von den Mäusen bekämpft 

wurde (Abb. 5.1.1-B, Abb. 5.2.4-B, Abb. 5.2.5-B). Während einer Reinfektion mit S. ratti 

ergab sich ein vergleichbarer Infektionsverlauf, bei dem der maximale Larvenausstoß 

weniger als 20 % des Maximums der Primärinfektion betrug (Abb. 5.1.1-B). Diese 

Ergebnisse stimmen mit Studien überein, die eine Teil-Resistenz der Mäuse gegenüber 

einer S. ratti-Reinfektion beschreiben [25, 26]. 

Sowohl im Menschen, als auch in Nagetieren wurde die Induktion einer Th2-

Immunantwort während Strongyloides-Infektionen beschrieben [23, 141-143]. Diese Th2-

Immunantwort hat einen schützenden Charakter und spielt eine zentrale Rolle bei der 

Bekämpfung einer Strongyloides-Infektion. So führt die Verabreichung von IL-27, einem 

Zytokin dass Th1-Immunantworten verstärkt und Th2-Immunantworten abschwächt, zu 

einer verlängerten Strongyloides venezuelensis-Infektion [144]. Damit übereinstimmend 

führt das Fehlen von IL-12, einem Zytokin dass Th1-Immunantworten fördert, zu einer 

verstärkten Th2-Immunantwort, sowie einer schnelleren Bekämpfung von S. venezuelensis 

in IL-12 defizienten Mäusen [141]. 

In dieser Arbeit wurde die zelluläre Immunantwort an Tag 7 der Primär- und Sekundär-

infektion untersucht. Sowohl in den drainierenden mLK, als auch systemisch in der Milz, 
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war eine Th2-Immunantwort messbar (Abb. 5.1.2-B und -C). Auch andere Studien 

beschreiben eine starke Produktion der Th2-Zytokine IL-4, IL-10 oder IL-13 im Dünndarm 

sowie im Lungenparenchym von Mäusen an Tag 7 einer S. venezuelensis-Primärinfektion 

[141, 142]. Eine Kinetik der Immunantwort zeigte, dass die Th2-Immunantwort den 

Verlauf des Larvenausstoßes widerspiegelt [28].  

Während der Th2-Immunantwort war die Produktion des Th1-Zytokins IFN-γ, sowohl in 

den Milzen als auch in den mesLK S. ratti-infizierter Mäuse, nach Stimulation mit anti-

CD3 AK deutlich supprimiert (Abb. 5.1.2-B und -C). Dieses Ergebnis stellte sich als ein 

typisches Merkmal der Immunantwort gegen S. ratti heraus [28]. Die Infektion von 

Mäusen mit dem Darmparasiten Heligmosomoides polygyrus führt ebenfalls zu einer 

Suppression der proinflammatorischen Zytokine IFN-γ und IL-17. Diese Suppression wird 

durch IL-10 verursacht, denn die Blockade von IL-10 stellt die IFN-γ Produktion wieder 

her [145, 146]. IL-10 wird nicht nur von Th2-Zellen, sondern auch von Tregs produziert 

und stellt einen immunsupprimierend Mechanismus dar, der den Wirt vor einer 

überschießenden Immunantwort schützt [147, 148]. Die Suppression von IFN-γ während 

der S. ratti-Infektion korreliert ebenfalls mit der Produktion von IL-10 (Abb. 5.1.2; [28]). 

Da die IL-10 Produktion und der Wurmausstoß während der S. ratti-Infektion gleichzeitig 

ihr Maximum erreichen [28], könnte dieses eine Nematoden-induzierte Modulation des 

Immunsystems reflektieren [149, 150].  

Die antigenspezifische Stimulation von Milz- und mesLK-Zellen mit S. ratti-Lysat führte 

zur Produktion von IL-10 in S. ratti-infizierten Mäusen, während das klassische 

Th2-Zytokin IL-4 nur in geringem Ausmaß von Milzzellen produziert wurde (Abb. 5.1.2-B 

und -C). Zwar wurde auch in S. ratti-infizierten Ratten die Produktion von IL-4 in den 

mesLK nach Stimulation mit S. ratti-Antigen beschrieben [23], aber die Rolle von IL-4 bei 

der Bekämpfung von Strongyloides-Infektionen ist unklar. Das Fehlen von IL-4 in 

IL-4-defizienten Mäusen führt kaum zu einer Erhöhung der Suszeptibilität gegenüber einer 

S. ratti-Infektion [151]. Allerdings ist die IL-4 Rezeptor α-Kette (IL-4Rα) für eine schnelle 

Bekämpfung von S. venezuelensis in Mäusen essentiell [142]. Die kinetische Analyse der 

Immunantwort S. ratti-infizierter Mäuse zeigte, dass nicht die Produktion von IL-4, 

sondern die eines anderen Th2-Zytokins, IL-13, charakteristisch für die S. ratti-Infektion 

ist [28]. Hierzu passt, dass die Rezeptoren für IL-4 und IL-13 ihre Signale beide über die 

IL-4Rα Kette vermitteln [152, 153]. Im weiteren Verlauf dieser Arbeit wurde aus diesem 

Grund nicht IL-4 als charakteristisches Th2-Zytokin der S. ratti-induzierten Th2-Immun-

antwort gemessen, sondern IL-13. 
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Es wurde zu keinem Zeitpunkt eine signifikante IFN-γ Produktion nach Stimulation mit 

S. ratti Antigen gemessen. 

 

Ein häufiger Kritikpunkt bei der Verwendung von murinen S. ratti-Infektionen als 

Infektionsmodell ist, dass nicht Mäuse, sondern Ratten (Rattus norwegicus) die natürlichen 

Wirte für diesen Erreger sind [15]. An dieser Stelle soll betont werden, dass der Infektions-

verlauf und die Immunantwort in Mäusen und Ratten vergleichbar sind. Auch in Ratten 

wird eine S. ratti-Primärinfektion innerhalb von 20-40 Tagen durch eine Th2-Immun-

antwort kontrolliert, und führt zu einer Teil-Resistenz gegenüber einer S. ratti-Reinfektion 

[23, 27]. 

 

Die Ergebnisse in dieser Arbeit zeigen, dass die Infektion von Mäusen mit S. ratti zu einer 

patenten Infektion führt, die von den Mäusen durch eine klassische Th2-Immunantwort 

kontrolliert wird. Die Intensität der Immunantwort korreliert mit der Wurmlast und ist 

nicht nur in den drainierenden mesLK, sondern auch auf systemischer Ebene in Milzzellen 

messbar [28]. Die in Kapitel 5.1 dieser Arbeit beschriebenen Versuche wurden in C57BL/6 

Mäusen durchgeführt, die Ergebnisse für BALB/c Mäuse sind vergleichbar (Daten nicht 

gezeigt). 

Die Infektion mit S. ratti wurde in dieser Arbeit als Modell für einen natürlichen und 

systemischen Th2-Stimulus genutzt, wie er auch im Menschen durch Wurminfektionen 

induziert werden kann [116]. Im zweiten und dritten Abschnitt der Arbeit wird der Einfluss 

einer solchen Th2-Polarisierung auf die Immunantwort gegenüber Koinfektionen im 

Mausmodell beschrieben. 

6.2 Der Einfluss einer S. ratti-Infektion auf die Immunantwort der 

Maus gegenüber Koinfektionen mit pathogenen Protozoen 

In der vorliegenden Arbeit wurden die Folgen einer Koinfektion mit zwei Parasiten 

untersucht, für deren erfolgreiche Bekämpfung jeweils eine Th2- bzw. eine Th1-

Immunantwort erforderlich sind. Hierfür wurden zwei verschiedene Koinfektionen im 

Mausmodell etabliert: die Koinfektion mit S. ratti und L. major und die Koinfektion mit 

S. ratti und P. yoelii. Der Krankheitsverlauf und die Immunantworten in koinfizierten 

Mäusen wurden untersucht und mit denen in einzeln infizierten Mäusen verglichen. 
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6.2.1 Infektionsverlauf und Immunantwort bei einer S. ratti-/L. major-

Koinfektion 

Für die erfolgreiche Bekämpfung einer L. major-Infektion ist die Ausbildung einer IFN-γ 

basierten Th1-Immunantwort zentral [8]. Die Auswirkung einer etablierten S. ratti-

spezifischen Th2-Immunantwort auf die Bekämpfung einer L. major-Infektion wurde in 

C57BL/6 Mäusen untersucht.  

Eine vorliegende S. ratti-Infektion behinderte weder die Kontrolle einer hoch-, noch einer 

niedrig dosierten L. major-Infektion in C57BL/6 Mäusen. Die Ausbildung einer 

schützenden Gedächtnis-T-Zell-Antwort in koinfizierten Mäusen war ebenfalls nicht 

verändert (Abb. 5.2.1-B, -D). In Übereinstimmung mit diesen Ergebnissen wurde weder 

die lokale L. major-spezifische Th1-Immunantwort in den popLK (Abb. 5.2.2-D, -E), noch 

die systemische humorale Immunantwort, das heißt L. major-spezifisches Ig im Serum 

(Abb. 5.2.3), durch eine S. ratti-Koinfektion supprimiert. Hingegen zeigten popLK-Zellen 

koinfizierter Mäuse eine erhöhte Proliferation und IFN-γ Produktion nach Stimulation mit 

anti-CD3 AK und Leishmanien-Antigen. Des Weiteren wurde eine spontane Proliferation 

und Zytokinsekretion in Abwesenheit von Stimulanzien in den popLK-Zellen koinfizierter 

Mäuse beobachtet. Dieses spricht für eine generalisierte Aktivierung der Lymphozyten in 

koinfizierten Mäusen (Abb. 5.2.2-D, -E).  

Obwohl die L. major-Infektion lokal im Fuß an der Inokulationsstelle verbleibt und die 

adulten S. ratti Weibchen im Dünndarm der Maus parasitieren, wird in dem hier 

verwendeten Koinfektionsmodell keine kompartimentalisierte Immunantwort gegen 

Parasiten an verschiedenen Orten im Körper untersucht, wie es bei der Koinfektion von 

C57BL/6 Mäusen mit L. sigmodontis und L. major der Fall ist [107]. Da beide Infektionen 

in denselben Fuß der Mäuse erfolgten, drainierten die untersuchten popLK Gewebe, in 

dem sowohl L. major-Parasiten, als auch migrierende S. ratti-Larven im Verlauf der 

Koinfektion vorhanden waren. In den popLK-Zellen S. ratti-/L. major-koinfizierter Mäuse 

dominierte offenbar die L. major-spezifische Th1-Immunantwort. 

In Übereinstimmung mit den Ergebnissen dieser Arbeit, wurde auch in Nippostron-

gylus brasiliensis infizierten C57BL/6 Mäusen die effiziente Bekämpfung einer L. major-

Koinfektion beschrieben, obwohl die Wurminfektion eine Th2-Immunantwort induziert 

[154]. Eine unveränderte, oder sogar beschleunigte Bekämpfung von L. major wurde in 

C57BL/6 Mäusen beschrieben, die vorher mit L. sigmodontis infiziert worden waren [107]. 

Des Weiteren wurde eine erhöhte IFN-γ Produktion nach Stimulation mit L. major-

Antigen, sowie in Abwesenheit von Stimulanzien, in L. sigmodontis-/L. major-koin-
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fizierten Mäusen beschrieben. Diese Ergebnisse sind mit der, in dieser Arbeit 

beobachteten, erhöhten proinflammatorischen Immunantwort in den popLK von 

S. ratti-/L. major-koinfizierten Mäusen vergleichbar (Abb. 5.2.2-D, -E). Während die 

L. sigmodontis-Infektion in BALB/c Mäusen dauerhaft ist, kommt es in C57BL/6 Mäusen 

nicht zu einer patenten Infektion, da die L4 sich nie zu fortpflanzungsfähigen Adulten 

entwickeln [32, 35]. Die Infektion von C57BL/6 Mäusen mit L. sigmodontis ähnelt, 

bezüglich der transienten Natur, dem verwendeten S. ratti-Koinfektionsmodell. Im 

Gegensatz dazu, repräsentiert S. mansoni eine chronische Helminthen-Infektion, die 

Immunantworten gegenüber unbeteiligten Antigenen in verschiedenen Koinfektions- und 

Autoimmunerkrankungsmodellen beeinflusst [155, 156]. In diesem Zusammenhang wurde 

gezeigt, dass eine bereits vorliegende S. mansoni-Infektion Th1-Immunantworten 

supprimiert, und so die Bekämpfung von L. major [157] und L. donovani [158] in 

C57BL/6 Mäusen beeinträchtigt. Auch die chronische Infektion von BALB/c Mäusen mit 

dem Bandwurm Taenia crassiceps führt bei einer nachfolgenden L. major- oder 

L. mexicana-Koinfektion zu vergrößerten Läsionen [108]. In einer Studie die eine 

effiziente Bekämpfung von L. major in S. mansoni-infizierten C57BL/6 und BALB/c 

Mäusen zeigt, wird eine sehr hoch dosierte L. major-Infektion verwendet (4 x 107 

Promastigote anstatt der üblichen 3 x 106), die trotz der vorhandenen chronischen 

Wurminfektion als ein sehr starker Th1-Stimulus fungieren könnte [107, 154, 159]. 

 

Bezüglich eines umgekehrten Einflusses der L. major-Infektion auf die Immunantwort der 

Maus gegen S. ratti, wurde eine Suppression der lokalen S. ratti-spezifischen Th2-

Immunantwort beobachtet. Überraschenderweise war diese Suppression schon am zweiten 

Tag der nachfolgenden L. major-Koinfektion in den mesLK messbar (Abb. 5.2.2-B), 

während eine vorangegangene, bereits 14 Tage andauernde, L. major-Infektion keinerlei 

Einfluss hatte (Abb. 5.2.6-B bis -E). Das zeigt deutlich, dass die Etablierung einer 

schützenden lokalen S. ratti-spezifischen Th2-Immunantwort nicht beeinträchtigt wird, 

wenn Mäusen mit einer vorliegenden L. major-induzierten Th1-Immunantwort koinfiziert 

werden. Die S. ratti-spezifische Th2-Immunantwort in den mesLK ist kurzlebig und 

beginnt ab Tag 8 der Infektion wieder abzuklingen [28]. Die L. major-Koinfektion an Tag 

6 der S. ratti-Infektion, hat die Abnahme der wurmspezifischen Th2-Immunantwort 

beschleunigt. Dieses führte in der Konsequenz zu der beobachteten Suppression der Th2-

Immunantwort an Tag 2 der L. major-Koinfektion (Abb. 5.2.2-B). Von besonderem 

Interesse war hier, dass eine lokale Infektion wie L. major, die in C57BL/6 Mäusen 
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üblicherweise auf die drainierenden Lymphknoten (popLK) beschränkt ist [8], einen 

systemischen Einfluss hatte, indem sie die Immunantwort in den mesLK veränderte. 

Interessant war auch, dass die reduzierte S. ratti-spezifische Immunantwort, während der 

L. major-Koinfektion, für die erfolgreiche Bekämpfung der Wurminfektion ausreichte 

(Abb. 5.2.4).  

Im Gegensatz hierzu führt die artifizielle Modulation einer Strongyloides-induzierten Th2-

Polarisierung zu einer beeinträchtigten Wurmabwehr. Eine artifizielle Th1-Polarisierung in 

IL-27 transgenen Mäusen [144], sowie in Mäusen die mit rekombinanten IL-12 behandelt 

wurden [160], erhöht die Wurmlast während einer Strongyloides-Infektion. Auch das 

Fehlen einer effizienten Th2-Immunantwort in IL-5 defizienten Mäusen [161, 162], oder 

während einer IL-5 Neutralisierung [163, 164], führt zu einer verschlimmerten 

Strongyloides-Infektion.  

Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit zeigen also, dass die natürliche Modulation einer 

Nematoden-spezifischen Th2-Immunantwort, wie in unserem Modell, eine schützende 

Immunantwort des Wirtes weniger beeinflusst, als eine artifiziell herbeigeführte 

Modulation. 

6.2.2 Infektionsverlauf und Immunantwort bei einer S. ratti-/P. yoelii-

Koinfektion 

Für die Kontrolle einer Plasmodium spp.-Infektion spielt die Ausbildung einer IFN-γ 

basierten Th1-Immunantwort eine entscheidende Rolle [55, 62, 63]. Um zu untersuchen, 

ob die S. ratti-induzierte Th2-Immunantwort generell keinen Einfluss auf die Entstehung 

von Th1-Immunantworten hat, oder ob dies nur ein Phänomen war, dass sich auf die 

Koinfektion mit L. major beschränkte, wurde eine S. ratti-/P. yoelii-Koinfektion in 

C57BL/6 und in BALB/c Mäusen untersucht. 

 

Die Ergebnisse der Koinfektion von C57BL/6 Mäusen mit S. ratti und P. yoelii waren mit 

Daten aus dem S. ratti-/L. major-Koinfektionsmodell vergleichbar. Der Krankheitsverlauf 

der P. yoelii-Infektion wurde durch die vorliegende Wurminfektion nicht verändert (Abb. 

5.3.1) und die P. yoelii-induzierte Th1-Immunantwort dominierte die S. ratti-induzierte 

Th2-Immunantwort in koinfizierten Mäusen (Abb. 5.3.2). 

Die Koinfektion von BALB/c Mäusen mit S. ratti und P. yoelii führte zu einer erhöhten 

maximalen Parasitämie an Tag 16 der P. yoelii-Koinfektion und zu einem tendenziell 

stärkeren Gewichtsverlust (Abb. 5.3.3). Eine bestehende S. ratti-Infektion hatte in BALB/c 
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Mäusen demnach einen negativen Effekt, der in C57BL/6 Mäusen nicht auftrat. BALB/c 

Mäuse sind suszeptibler gegenüber einer Infektion mit P. yoelii, als C57BL/6 Mäuse [126] 

und es ist möglich, dass die genetische Prädisposition der BALB/c Maus zu einer Th2-

Immunantwort hierbei eine Rolle spielt [123, 127, 128]. Theoretisch hätte die natürliche 

Th2-Polarisierung von BALB/c Mäusen durch eine vorliegende S. ratti-Infektion verstärkt 

werden, und so zu dem verschlimmerten Krankheitsverlauf führen können. Allerdings 

ergab die Analyse der Zytokinantwort in BALB/c Mäusen keine Hinweise für einen 

solchen Zusammenhang. In koinfizierten BALB/c Mäusen dominierte, wie bereits in 

C57BL/6 Mäusen, die P. yoelii-induzierte Th1- über die S. ratti-induzierte Th2-

Immunantwort. Erneut war die charakteristische Suppression des Th1-Zytokins IFN-γ in 

S. ratti einfach infizierten Mäusen durch die Koinfektion mit P. yoelii vollkommen 

aufgehoben (Abb.5.3.4). Die Analyse der zellulären Immunantwort zeigte somit keine 

Unterschiede zwischen S. ratti-/P. yoelii-koinfizierten und P. yoelli-einzeln infizierten 

Mäusen und erklärte die erhöhte Parasitämie in koinfizierten BALB/c Mäusen nicht. 

 

Die publizierten Ergebnisse im Bereich der Helminthen/Plasmodien-Koinfektion sind 

häufig widersprüchlich und von dem genetischen Hintergrund der Mäuse abhängig, die für 

die Studien verwendet werden [116]. Es gibt eine Vielzahl von Malaria-Erregern die für 

die Infektion von Nagetieren in experimentellen Studien genutzt werden, um die 

verschiedenen Symptome der humanen Malaria zu modellieren, obwohl keine Spezies die 

ganze Bandbreite der Symptome der humanen Malaria hervorruft. In der vorliegenden 

Arbeit wurde die Koinfektion mit S. ratti und P. yoelii untersucht. P. yoelii gilt, wie auch 

P. chabaudi, als Modell zur Studie der nicht-letalen humanen Malaria und wird vor allem 

verwendet, um die Immunantwort während der Blutphase einer Infektion mit Plasmodien 

zu untersuchen [55]. Die meisten Koinfektionsstudien mit Helminthen und P. yoelii 

wurden in BALB/c Mäusen durchgeführt [165-168]. In Übereinstimmung mit den 

Ergebnissen dieser Arbeit beschreiben sie eine erhöhte Parasitämie in 

Helminthen/Plasmodien-koinfizierten Mäusen. In diesen Studien ist die Erhöhung der 

Parasitämie jedoch deutlicher ausgeprägt, als während der Koinfektion mit S. ratti und 

P. yoelii. Teilweise zeigen koinfizierte Mäuse sogar eine erhöhte Sterblichkeit während der 

sonst nicht-letalen P. yoelii-Infektion. Die Behandlung der Wurminfektion mit 

Praziquantel, vor der P. yoelii-Koinfektion, verhindert den Tod koinfizierter BALB/c 

Mäuse [165, 168]. Das zeigt, dass nur lebende Würmer die Bekämpfung einer 

Plasmodium-Infektion beeinträchtigen.  
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In der hier beschriebenen Koinfektion von C57BL/6 Mäusen mit S. ratti und P. yoelii war 

keine Erhöhung der Parasitämie sichtbar. Im Gegensatz dazu beschreiben Tetsutani et al. 

eine drastische Erhöhung der Parasitämie und der Sterblichkeit von 

H. polygyrus-/P. yoelii-koinfizierten Mäusen, obwohl die verwendete Infektionsdosis mit 

2,5 x 104 pRBCs [169] deutlich geringer war, als die in dieser Studie verwendeten 1 x 106 

pRBCs. Auch in Helminthen-Koinfektionsstudien mit P. chabaudi wurde eine erhöhte 

Parasitämie und eine teilsweise erhöhte Sterblichkeit beschrieben, sowohl in BALB/c 

[170], als auch in C57BL/6 Mäusen [171-174].  

Während in der vorliegenden Studie die Auswirkung einer transienten S. ratti-Infektion 

untersucht wurde, die innerhalb von 3-4 Wochen von der Maus kontrolliert wird [28], 

werden in den oben zitierten Studien Koinfektionen mit S. mansoni [168, 172], E. caproni 

[165-167], H. polygyrus ([167, 171, 173, 174] oder L. sigmodontis [170] untersucht. Diese 

Helminthen verursachen in den verwendeten Mausstämmen eine langlebige, z. T. sogar 

chronische Infektion. Solche Wurminfektionen können die Immunantwort gegenüber 

Plasmodium spp. durch die Induktion von immunsuppressiven Mechanismen nachhaltiger 

beeinflussen, als die kurzlebige S. ratti-Infektion. So wurde für die Koinfektion von 

C57BL/6 Mäusen mit H. polygyrus und P. yoelii gezeigt, dass die erhöhte Sterblichkeit der 

Mäuse mit einer wurmindudzierten Aktivierung von CD4+ CD25+ Foxp3+ T-Zellen (Tregs) 

zusammenhängt. Die Depletion dieser Zellen stellt die Immunität koinfizierter Mäuse 

gegenüber P. yoelii wieder her [169].  

Die Induktion immunsupprimierender Mechanismen kann für Infektionen, in denen eine 

überschießende Immunantwort des Wirtes zu einer Immunpathologie führt, auch von 

Vorteil sein. So können Infektionen mit L. sigmodontis oder S. mansoni Mäuse vor der 

tödlichen zerebralen Malaria während einer P. berghei ANKA-Infektion schützen [175, 

176]. 

6.2.3 Die S. ratti-Infektion interferiert nicht mit der Abwehr einer Protozoen-

Koinfektion 

Zusammenfassend sind die Ergebnisse aus den Koinfektionsmodellen mit S. ratti und 

L. major sowie S. ratti und P. yoelii vergleichbar. Im Gegensatz zu anderen Helminthen, 

hatte eine vorliegende S. ratti-Infektion keinen starken Einfluss auf den Verlauf einer 

L. major oder P. yoelii-Koinfektion. Da dieses Phänomen in beiden Koinfektionsmodellen 

beobachtet wurde, scheint die S. ratti-Infektion generell keinen störenden Einfluss auf die 

Ausbildung von Th1-Immunantworten zu haben.  



DISKUSSION                                                                                                                    97 

Die S. ratti-Infektion wird von den Mäusen innerhalb von 3-4 Wochen erfolgreich 

bekämpft. Die Infektion zeichnet sich durch eine kurze Phase (3-5 Tagen) aus, in der die 

Th2-Immunantwort und die reziproke Suppression der Th1-Zytokinen maximal ausgeprägt 

sind [25, 26, 28]. Es ist wahrscheinlich, dass dieser transiente Charakter der Infektion der 

Grund für den geringen Einfluss ist, den die Wurminfektion auf die L. major- bzw. auf die 

P. yoelii-Infektion hat. Außerdem ist es möglich, dass die induzierte Th2-Immunantwort 

zusätzlich nicht stark genug ist. Chronische Wurminfektionen können durch eine Th2-

Polarisierung die Ausbildung von Th1-Immunantworten beeinträchtigen, sie können 

jedoch auch zu einer generellen Suppression des Immunsystems führen. Hierbei werden 

Elemente der wirtseigenen Regelkreise, wie zum Beispiel Tregs [41, 169, 177] oder 

AAM induziert [43, 149].  

 

Die beiden hier verwendeten Koinfektionsmodelle sowie die anderen zitierten Studien 

zeigen, welche Bedeutung jeder einzelne Protagonist während einer Koinfektion hat. Zu 

den Protagonisten zählen die Wurmspezies, die Spezies des koinfizierenden Parasiten 

sowie der genetische Hintergrund der Maus. Außerdem können die Infektionsdosis, die 

Reihenfolge der Infektionen und das Stadium der Wurminfektion eine Rolle spielen [116]. 

Da diese Variablen jedoch auch die Unterschiede in humanen Populationen und ihren 

Parasiten reflektieren, sind die heterogenen Ergebnisse dieser Studien dennoch von Nutzen 

und spiegeln die Situation im Menschen wieder. Während zum Beispiel in thailändischen 

Erwachsenen die Malaria-Inzidenz durch Helmintheninfektionen erhöht wird [104], zeigen 

andere Studien, dass Wurminfektionen vor einer Malaria schützen können. Jedoch 

scheinen die Stärke der Infektion und das Alter der Patienten von Bedeutung zu sein [105, 

178]. 

Die Tatsache, dass ein gewisses Ausmaß an Immunmodulation die Kontrolle einer 

Infektion nicht unbedingt beeinträchtigen muss, ist vor allem für humane Koinfektion 

ermutigend. Die hier diskutierten Studien zeigen jedoch auch, dass vor allem Helminthen 

die eine chronische Infektion verursachen das immunologische Gleichgewicht des Wirtes 

nachhaltig stören können. 

In Kapitel 5.4 wird der Einfluss einer bestehenden Nematodeninfektion auf die Effizienz 

einer Vakzine untersucht. Für diese Studie wurde neben der kurzlebigen S. ratti-Infektion, 

auch die langlebige Infektion mit dem Nematoden L. sigmodontis untersucht.  
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6.3 Der Einfluss von Nematodeninfektionen auf die Effizienz einer 

Vakzinierung 

Viele moderne Vakzinierungen zielen darauf ab, eine effiziente Th1-Immunantwort zu 

induzieren. Da Helmintheninfektionen in der Regel eine Th2- oder eine regulatorische 

Immunantwort auslösen stellte sich vor allem in den letzten Jahren verstärkt die Frage nach 

einem möglichen Einfluss von Helminthen-Infektionen auf die Effizienz von Vakzinen.  

6.3.1 L. sigmodontis beeinträchtigt die Effizienz der ACT-CSP Immunisierung 

In der vorliegenden Arbeit wurde der Einfluss einer S. ratti- und einer L. sigmodontis-

Infektion auf die Effizienz einer experimentellen anti-Malaria Vakzine in BALB/c Mäusen 

untersucht. Zunächst wurde der Einfluss dieser beiden Nematodeninfektionen auf eine 

Vakzinierung mit ACT-CSP analysiert. Diese Immunisierung induziert CD8+ T-Zellen, die 

spezifisch für das CSP245-253-Epitop von P. berghei Sporozoiten sind [81, 82]. Sie spielen 

eine entscheidende Rolle für den Schutz der Mäuse gegenüber der Leberphase von 

P. berghei [76, 77]. 

Während eine vorliegende S. ratti-Infektion keinen Einfluss auf die Induktion CSP-

spezifischer IFN-γ- (Abb. 5.4.1-B), oder IFN-γ/TNF-α-produzierender CD8+ T-Zellen  

hatte (Abb. 5.4.2-B), störte eine vorliegende L. sigmodontis-Infektion die Induktion dieser 

Zellen in ACT-CSP immunisierten Mäusen. Die Färbung der T-Zellrezeptoren von CD8+ 

T-Zellen, die spezifisch für das CSP245-253-Epitop waren, zeigte, dass die Frequenz dieser 

Zellen durch eine vorliegende L. sigmodontis-Infektion tatsächlich signifikant reduziert 

wurde. Eine S. ratti-Infektion hingegen reduzierte die Frequenz H2-Kd/CSP-Pentamer 

positiver Zellen nicht (Abb. 5.4.3-B). Dazu passend führte die Reduktion CSP-spezifischer 

CD8+ T-Zellen in L. sigmodontis-infizierten Mäusen zu einer reduzierten CSP-spezifischen 

zytotoxischen Aktivität in vivo, während die Infektion mit S. ratti erneut keinen 

signifikanten Effekt hatte. Schließlich wurden ACT-CSP immunisierte Mäuse mit und 

ohne L. sigmodontis-Infektion mit P. berghei infiziert und die relative Parasitenlast in den 

Lebern der Mäuse mittels qPCR verglichen (Abb. 5.4.5). Das Experiment wurde drei Mal 

wiederholt und erbrachte stets das gleiche Ergebnis: Die Immunisierung mit ACT-CSP 

reduzierte die relative Parasitenlast tendenziell, während diese Tendenz durch eine 

L. sigmodontis-Infektion aufgehoben wurde. Aufgrund großer Unterschiede innerhalb der 

Gruppen erreichten diese Ergebnisse keine Signifikanz. Es ist sehr wahrscheinlich, dass 

diese Unterschiede, bei einer Erhöhung der untersuchten Individuen, signifikant werden 
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würden. Diese Resultate sprechen dafür, dass die L. sigmodontis-Infektion den leichten 

Schutz, der durch die ACT-CSP Immunisierung vermittelt wird, beeinträchtigt.  

 

S. ratti und L. sigmodontis wurden in dieser Arbeit bezüglich ihres Einflusses auf das 

Immunsystem verglichen, da sie sich wesentlich voneinander unterscheiden. Während die 

S. ratti-Infektion eine patente, jedoch transiente Infektion auslöst, die vor allem durch die 

Induktion einer Th2-Immunantwort charakterisiert ist [25, 26, 28], löst L. sigmodontis in 

BALB/c Mäusen eine etwa 17 Wochen anhaltende, patente Infektion aus [32], die neben 

einer gemischten Th1/Th2-Immunantwort vor allem regulatorische Mechanismen wie 

Tregs [41, 42] und AAM [43] aktiviert. Damit stellt die S. ratti-Infektion der Maus ein 

Modell für eine Wurminfektion dar, die erfolgreich vom Immunsystem des Wirtes geklärt 

wird, während die L. sigmodontis-Infektion von BALB/c Mäusen ein Modell für eine lang 

anhaltende, fast chronische Wurminfektion ist.  

 

Studien im Mausmodell haben klare Hinweise darauf gegeben, dass Helminthen die 

Effizienz von Vakzinen beeinträchtigen können. So verändern S. mansoni oder B. malayi 

die Immunantwort von Mäusen gegenüber unbeteiligten Antigenen, indem sie eine Th2-

Immunantwort auslösen [179-181] und die Induktion einer schützenden CD8+ T-Zell-

antwort wird in S. mansoni oder auch H. polygyrus-infizierten Mäusen beeinträchtigt [179, 

182]. In Übereinstimmung mit den in dieser Arbeit gezeigten Daten, reduziert eine 

Infektion mit S. mansoni die Effizienz einer HIV-DNA basierten Vakzine, indem sie die 

Induktion von spezifischen IFN-γ produzierenden CD8+ T-Zellen stört [183]. Durch die 

Eliminierung der Helminthen-Infektion, 8 Wochen vor der Vakzinierung, kann die 

T-Zellantwort vollständig wiederhergestellt werden [184]. Eine S. mansoni-Infektion 

beeinträchtigt auch die BCG Impfung gegen Mycobacterium tuberculosis im Mausmodell 

[185]. Zahlreiche humane Studien berichten über eine verschlechterte Immunantwort 

gegenüber Cholera- [112], BCG- [114, 177] und Tetanus-Vakzinierungen [113, 186, 187] 

in wurminfizierten Patienten. Im Allgemeinen weisen diese Studien auf eine verminderte 

Th1-Immunantwort gegenüber der Vakzinierung [113, 186-188] sowie auf einen 

niedrigeren Antikörpertiter in den Patienten hin [113, 115, 186, 188, 189]. Eine 

Entwurmung der Patienten hebt die wurm-induzierten Effekte wieder auf [112, 114, 188]. 

In diesen Studien sind es chronische Wurminfektionen mit S. mansoni, O. volvulus, 

W. bancrofti oder A. lumbricoides, die einen negativen Effekt auf die Effizienz einer 

Vakzine ausüben. Filarien wie W. bancrofti, O. volvulus, aber auch die in der vorliegenden 
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Studie verwendete Filarie L. sigmodontis, sind zudem für ihre immunsupprimierenden 

Eigenschaften bekannt [149].  

 

Tartz et al. [81] zeigten, dass eine einmalige Immunisierung mit ACT-CSP zwar CSP-

spezifische CD8+ T-Zellen induziert, diese jedoch nicht ausreichen, um Mäuse bei einer 

nachfolgenden P. berghei-Infektion vor einer Blutphase zu schützen [81]. Interessanter-

weise erhöht eine homologe prime/boost-Immunisierung mit ACT-CSP, also die 

zweimalige Immunisierung mit ACT-CSP, die Anzahl der protektiven Zellen nicht [81]. 

Die Impfeffizienz läßt sich jedoch durch die Suppression von wirtseigenen Kontroll-

mechanismen verbessern. Wird den Mäusen einen Tag vor der zweiten ACT-CSP- 

Injektion ein Antikörper gegen das cytotoxic T lymphocyte-associated antigen-4 (anti-

CTLA-4) verabreicht, so wird die Gesamtzahl CSP-spezifischer IFNγ-poduzierender 

Zellen signifikant erhöht und schützte 60 % der Mäuse vor der Blutphase einer P. berghei-

Infektion [81]. CTLA-4 ist ein negativer Regulator der T-Zellantwort der auf aktivierten 

T-Zellen und auf Tregs exprimiert wird [86].  

Diese Daten geben Hinweise auf einen möglichen Mechanismus, mit dem L. sigmodontis 

die Effizienz der ACT-CSP Immunisierung in der vorliegenden Studie beeinflusst haben 

kann. Durch eine Infektion mit L. sigmodontis werden Tregs induziert [41, 42]. Die 

L. sigmodontis-Infektion könnte die immunsupprimierenden Mechanismen in den Mäusen 

gesteigert und so mit der Induktion CSP-spezifischer CD8+ T-Zellen interferiert haben. Es 

wäre interessant zu untersuchen, ob die Verabreichung von anti-CTLA-4 den negativen 

Einfluss der L. sigmodontis-Infektion auf die Effizienz der ACT-CSP Vakzinierung 

vermindern kann. 

Interessant war nun die Frage, ob eine vorliegende L. sigmodontis-Infektion auch die 

Wirksamkeit einer effizienteren Vakzine, die es schafft, die wirtseigenen 

Kontrollmechanismen zu durchbrechen, beeinträchtigen würde. In Kapitel 5.4.2 wurde 

deshalb der Einfluss einer L. sigmodontis-Infektion auf die Effizienz einer heterologen 

prime/boost-Immunisierung untersucht. 

6.3.2 L. sigmodontis hat keinen negativen Effekt auf die Effizienz der 

heterologen prime/boost-Immunisierung 

Die heterologe prime/boost-Immunisierung mit rekombinanten Salmonellen und ACT-CSP 

induziert deutlich mehr CSP-spezifische CD8+ T-Zellen und kann die Mäuse, auch ohne 
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die Verabreichung von anti-CTLA-4, zu 80-100 % vor einer P. berghei Blutphase schützen 

[82].  

In der vorliegenden Arbeit wurde der Einfluss einer L. sigmodontis-Infektion auf die 

Effizienz der heterologen prime/boost-Immunisierung untersucht (Kapitel 5.4.2). Obwohl 

die L. sigmodontis-Infektion die Effizienz der ACT-CSP Immunisierung verschlechterte, 

war interessanterweise kein negativer Effekt auf die prime-Immunisierung mit 

rekombinanten Salmonellen nachweisbar. Ganz im Gegenteil schienen in L. sigmodontis-

infizierten Mäuse sogar tendenziell mehr CSP-spezifische CD8+ T-Zellen induziert zu 

werden, als in naiven, immunisierten Mäusen (Abb. 5.4.7). Dieser Effekt war nach der 

boost-Immunisierung mit ACT-CSP allerdings wieder aufgehoben, und die Frequenz CSP-

spezifischer CD8+ T-Zellen war in naiven, immunisierten Mäusen tendenziell erhöht (Abb. 

5.4.8). Die Möglichkeit, dass die L. sigmodontis-Infektion die Bekämpfung der 

rekombinanten Salmonellen verzögert hatte, und so zu einer effizienteren Immunisierung 

in L. sigmodontis-infizierten Mäusen führte, wurde ausgeschlossen.  

Zusammenfassend zeigte die L. sigmodontis-Infektion keinen signifikanten Einfluss auf die 

Vakzinierungseffizienz und den vermittelten Schutz der effektiveren prime/boost-Immuni-

sierung (Abb. 5.4.9; Tab. 5.4-1). 

 

Die Resultate der vorliegenden Arbeit sprechen dafür, dass die regulatorischen 

Mechanismen, die durch L. sigmodontis induziert werden, nicht ausreichen, um der 

massiven Induktion von CSP-spezifischen CD8+ T-Zellen nach einer heterologen 

prime/boost-Immunisierung entgegenzuwirken.  

Diese Ergebnisse sind in Bezug auf humane Impfungen sehr interessant. Sie weisen darauf 

hin, dass vorliegende Wurminfektionen die Impfeffizienz reduzieren können, vor allem 

wenn die Vakzine per se nicht sehr effizient ist. Hierzu passen Studien, die einen starken 

Einfluss von Wurminfektionen auf die BCG Vakzine gegen M. tuberculosis beschreiben 

[114, 185]. BCG ist eine Vakzine, die mit einem Schutz von 0-80 % einen eher geringen 

protektiven Effekt hat [190].  

Neben der Effizienz der Vakzine kommt es auch auf die Wurmspezies an. Helminthen, die 

besonders effiziente Mechanismen zur Suppression des Immunsystems des Wirtes 

entwickelt haben, scheinen potentiell ein Problem für die Vakzinierungseffizienz 

darzustellen. Das muss bei der Planung von Vakzinierungskampagnen in Regionen 

bedacht werden, in denen chronische Wurminfektionen endemisch sind. Die Entwurmung 

der Bevölkerung vor einer Impfkampagne könnte die Impfeffizienz erhöhen.  
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Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit zeigen jedoch auch, dass gute Adjuvantien oder 

Impfregime die Problematik verringern können. Ist eine Impfung effizient genug, um 

selbst wurminduzierte regulatorische Mechanismen zu durchbrechen, wie die heterologe 

prime/boost-Immunisierung mit rekombinanten Salmonellen und ACT-CSP ist, muss eine 

vorliegende chronische Wurminfektion keine Einschränkung für die Impfeffizienz 

bedeuten. In Übereinstimmung mit dem hier verwendeten Impfmodell, beschreibt eine 

aktuelle Studie von Noland et al. einen heterogenen Einfluss einer H. polygyrus-Infektion 

auf die Effizienz von zwei verschiedenen potentiellen anti-Malaria Vakzinen. Während die 

H. polygyrus-Infektion die Wirksamkeit einer DNA-basierten Vakzine beeinträchtigt, hat 

die Infektion keinen Einfluss auf die Effizienz einer Vakzine mit attenuierten Sporozoiten 

[191]. Solche Impfmodelle sind gut geeignet, um zu verstehen welche Schlüssel-

mechanismen für die Effizienz einer Vakzine entscheidend sind. 

6.4 Ausblick 

In dieser Arbeit wurde gezeigt, dass die Infektion mit S. ratti den Verlauf einer 

L. major-Koinfektion nicht verändert. Umgekehrt verändert eine vorliegende L. major-

Infektion auch den Verlauf einer S. ratti-Infektion nicht, obwohl die S. ratti-induzierte 

Th2-Immunantwort durch eine zwei Tage andauernde L. major-Koinfektion supprimiert 

wird. 

Die Koinfektion von Mäusen mit S. ratti hat ebenfalls keinen starken Effekt auf die 

Bekämpfung der P. yoelii-Infektion, wenn auch der Verlauf der Malaria in koinfizierten 

BALB/c Mäusen leicht verschlimmert ist. Vergleichbar zum S. ratti-/L. major-

Koinfektionsmodell führt die P. yoelii-Koinfektion in C57BL/6 und BALB/c Mäusen zu 

einer supprimierten S. ratti induzierten Th2-Immunantwort. Auch in diesem Modell sollte 

deshalb kontrolliert werden, ob die Bekämpfung der S. ratti-Infektion beeinträchtigt wird, 

wenn die Mäuse zuerst mit P. yoelii infiziert und dann mit S. ratti koinfiziert werden.  

 

Da die L. sigmodontis-Infektion, im Gegensatz zur S. ratti-Infektion, die Immunantwort 

gegenüber einer Vakzine beeinträchtigt, stellt sich die Frage, ob eine L. sigmodontis-

Infektion den Verlauf einer Koinfektion nachhaltiger beeinflussen würde, als eine S. ratti-

Infektion. 

Koinfektionsstudien mit L. sigmodontis und L. major wurden in C57BL/6 Mäusen bereits 

durchgeführt und zeigten, dass die Mäuse eine kompartimentierte Immunantwort 

gegenüber beiden Pathogenen etablieren können [107]. Bis jetzt wurden allerdings noch 



DISKUSSION                                                                                                                    103 

keine Koinfektionsstudien mit L. sigmodontis und P. yoelii beschrieben. Es wäre 

interessant zu untersuchen, ob die lang anhaltende L. sigmodontis-Infektion den Verlauf 

der P. yoelii-Infektion effektiver beeinflusst als S. ratti. Graham et al. zeigten, dass eine 

vorliegende L. sigmodontis-Infektion bei einer P. chabaudi-Koinfektion zu einer erhöhten 

Anämie und einem stärkeren Gewichtsverlust bei BALB/c Mäuse führt, allerdings ist dies 

von dem Stadium der Wurminfektion abhängig [170]. 

 

In dieser Arbeit wurden Mäuse an Tag 14 der L. sigmodontis-Infektion vakziniert. Zu 

diesem Zeitpunkt sind in der Pleurahöhle von BALB/c Mäusen L4, jedoch noch keine 

adulten Würmer oder Mikrofilarien (Mf) [35]. Zahlreiche Studien deuten darauf hin, dass 

gerade bei Filarien, wie L. sigmodontis, das Ausmaß der Immunmodulation stark von dem 

Stadium der Wurminfektion abhängt. So unterdrücken L. sigmodontis adulte Weibchen 

eine Lipopolysaccharid-induzierte Sepsis, während Mf diesen Effekt nicht haben [192] und 

L. sigmodontis-/P. chabaudi-koinfizierte Mäuse zeigen einen milderen Verlauf der Malaria 

wenn Mf anwesend sind [170]. 

Es wäre interessant, den Einfluss verschiedener L. sigmodontis-Stadien auf die Effizienz 

der experimentellen anti-Malaria Vakzinierungen zu untersuchen. Hierfür könnten 

BALB/c Mäuse an Tag 35, bzw. an Tag 60 der L. sigmodontis-Infektion vakziniert werden, 

um den Einfluss von adulten Würmern bzw. Mf auf die Effizienz die Vakzinierung zu 

untersuchen. Falls eine länger andauernde L. sigmodontis-Infektion die Effizienz einer 

Vakzinierung beeinflussen würde, könnte zudem untersucht werden, ob eine Entwurmung 

diesen negativen Effekt aufhebt. Da die Mäuse in der vorliegenden Studie schon an Tag 14 

der L. sigmodontis-Infektion vakziniert wurden, erschien es nicht sinnvoll den Einfluss 

einer Entwurmung in diesem experimentellen Ansatz zu untersuchen. 

 

Die Daten der vorliegenden Studie zeigen, dass L. sigmodontis die Induktion CSP-

spezifischer CD8+ T-Zellen nach ACT-CSP Immunisierung supprimiert, jedoch bleibt 

unklar, welcher Mechanismus für die Suppression verantwortlich ist. 

Der immunsupprimierende Effekt von Helminthen-Infektionen auf die Effizienz von 

Vakzinen wird häufig durch Zellen wie Tregs oder AAM vermittelt, indem diese Zellen 

immunsupprimierende Zytokine wie IL-10 [113, 186], TGF-β [91, 101, 174] oder auch 

IL-35 [193] sezernieren. Ob diese Mediatoren auch für die in dieser Arbeit beobachtete 

Suppression eine Rolle spielen, sollte vor allem an Tag 14 der L. sigmodontis-Infektion 
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untersucht werden, also an dem Zeitpunkt, an dem die ACT-CSP Immunisierung 

durchgeführt wird. 

 

Ein immer genaueres Verständnis der Auswirkungen vorliegender Helminthen-Infektionen 

auf Koinfektionen und Vakzinierungen ist notwendig, um die Behandlungsmöglichkeiten 

und Impfprotokolle zu verbessern, und so die medizinische Versorgung von Menschen zu 

gewährleisten, die in Endemiegebieten parasitärer Helminthen leben. 
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