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Streszczenie i słowa kluczowe  
 

Encephalitzoon spp. to chorobotwórcze patogeny zaliczane do grzybów 

Microsporidia. Wytwarzają one spory, których przeżywalność w środowisku zewnętrznym 

jest długa. Liczne badanie dowodzą że spory Encephalitzoon spp. są obecne w pożywieniu 

i utrzymują swoją żywotność nawet w żywności konserwowanej. Ich obecność stwierdzono 

także w wydzielinach i  wydalinach wielu gatunków ssaków dzikich oraz udomowionych  

a także ptaków, gadów, płazów i ryb. Głównymi nosicielami grzyba są króliki, które 

popularnie utrzymywane są w  domach jako zwierzęta towarzyszące. Około 70% osobników 

w populacji tych zwierząt jest nosicielami Enephalitozoon cuniculi. Należy podkreślić że 

wszystkie dotąd opisane genotypy drobnoustrojów są zdolne do zakażenia ludzi zarówno z 

defektami immunologicznymi, jak i immunokompetentnych. Tym samym wraz z rosnącą 

popularnością zwłaszcza gryzoni i królików jako zwierząt towarzyszących, wzrasta również 

ryzyko zakażenia tym patogenem ludzi. Do zakażenia może dojść drogą pokarmową, 

kropelkową a także drogą wertykalną poprzez łożysko. Objawy kliniczne encefalitozoonozy 

zarówno u zwierząt, jak i ludzi są nieswoiste. U zwierząt w przebiegu infekcji najczęściej 

notowane są problemy z drogami moczowymi, objawy neurologiczne, a także uszkodzenie 

narządu wzroku.  

Zarówno w Polsce jak i na świecie nie prowadzono dotąd badań nad zakażeniami  

E. cuniculi u gryzoni utrzymywanych jako zwierzęta domowe. W poniższej pracy zostało 

przebadanych 157 gryzoni (kawie domowe, szczury, chomiki, szynszyle, myszy, 

koszatniczki) oraz 48 ludzi. Przeprowadzono diagnostykę serologiczną oraz molekularną 

zwierząt u których podejrzewano wystąpienie encefalitozoonozy oraz 28 osób które miały 

kontakt ze zwierzętami - potencjalnym źródłem zakażenia dla człowieka.  

Celem badań  było  określenie jak szeroko E. cuniculi występuje w populacjach 

gryzoni, oraz określenie jak duże zagrożenie drobnoustroje te stwarzają dla zdrowia ludzi.  

Wyniki badań wykazały, że: gatunkiem gryzoni najbardziej narażonym na 

wystąpienie kunikulozy są koszatniczki; gatunki rodzimych gryzoni utrzymywane jako 

zwierzęta towarzyszące najczęściej ulegają infekcji genotypem I E. cuniculi, natomiast 

kontakt ludzi z gryzoniami nie stanowi statystycznie istotnego czynnika ryzyka rozwoju 

encefalitozoonozy u ludzi. 

Słowa kluczowe: Encephalitozoon cuniculi, gryzonie, PCR, zoonoza 
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Streszczenie i słowa kluczowe w języku angielskim  
 

Encephalitozoon spp. are pathogenic fungi classified in the genus Microsporidia. 

They  produce spores that have a very long survival time in the environment.  

Numerous studies show that Encephalitozoon spores are present in food and remain viable 

even in canned foods. Their  presence has been found in the secretions and excretions of 

many wild and domestic mammalian species as well as birds, reptiles, amphibians and fish. 

The main vectors of the fungus are companion animals that are commonly kept in home, 

mainly rabbits. In the rabbit population, it has been reported that about 70% of animals are 

carriers of Encephalitozoon cuniculi. It should be noted that all E. cuniculi genotypes 

described so far, are able to infect both immunocompetent and immunodeficient people. 

Thus, with the increasing popularity of rodents and rabbits as companion animals, the risk 

of infection with this pathogen in human is also increasing. The clinical signs of 

encephalitozoonosis in both animals and humans are non- specific. The most frequently 

observed disorders in animals are problems with urinary tract, neurological symptoms and 

visual impairment. 

So far, no studies on E. cuniculi infections in companion animals have been 

conducted in  Poland. In own study we examined a group of 157 animals (guinea pigs, rats, 

hamsters, chinchillas, mice, degus) and 48 people. Serological and molecular diagnostics 

were performed on animals suspected of having encephalitozoonosis and on 28 people who 

had contact with animals identified as a potential source of infection. 

The aim of the study was to determine prevalence  of E. cuniculi infection is in these 

animal populations, and to determine the risk of  the disease  causes by these pathogens for 

people. 

The research results showed that: degus are the rodent species which are most at risk 

of developing of encephalitozoonosis,; species of native rodents kept as companion animals 

are most often infected with E. cuniculi genotype I, contact between people and rodents is 

not a statistically significant risk factor for the development of encephalitozoonosis in 

humans. 

Keywords: Encephalitozoon cuniculi, rodents, PCR, zoonosis, encephalitozoonosis, 

zoonosis 
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1. Wstęp 

  

1.1. Czynnik etiologiczny 
 

Mikrosporydia to wewnątrzkomórkowe oportunistyczne patogeny występujące 

powszechnie w środowisku. Niegdyś uważane były za pierwotniaki, obecnie są zaliczane do 

królestwa grzybów, aczkolwiek niektórzy badacze sugerują, że powinny być one uznane za 

grupą siostrzaną grzybów [1, 2, 3] spokrewnioną z Cryptomycota [4, 5]. Wielkość ich 

genomu waha się między 2.18 a 51.35 Mbp-u Encephalitizoonidae  jego rozmiar wynosi 

poniżej 3,0 Mb. Tym samym, są one najmniejszymi spośród organizmów eukariotycznych 

[6, 7, 8, 9, 10, 11].  

Analiza chromosomów E. cuniculi [12,13] oraz badania nad heterogenicznością loci 

genów u E. cuniculi [14] i Nematocida parisii [15] wskazują, że niektóre mikrosporydia są 

diploidalne.  

Mimo że mikrosporydia są zaliczane do organizmów eukariotycznych posiadają 

kilka swoistych cech które odróżniają je od pozostałych przedstawicieli tej grupy. 

Wielkości ich rybosomów jest jak u komórek prokariotycznych którym brakuje podjednostki 

5.8S.  Posiadają jednak wiele organelli i cech komórek eukariotycznych tj. siateczka 

wewnątrzplazmatyczna, aparat Golgiego, jądro z otoczką i mitochondrialne organelle 

resztkowe zwane mitosomem. Encephalitzoon spp. charakteryzuje obecność  

„rurki polarnej”, za pomocą której do wnętrza komórki gospodarza wprowadzana jest ich 

sporoplazma wraz z jądrem komórkowym.  

Zarodniki mikrosporydiów są szeroko rozpowszechnione w środowisku i są w stanie 

zakażać wiele gatunków zwierząt. Zakażeni gospodarze wydalają je z kałem, moczem lub 

plwociną. Infekcja szerzy się drogą areogenną lub alimentarną [16, 17, 18, 19, 20, 21], 

 a także drogą pionową. Zarodniki mają charakterystyczną budowę - ich kształt i wielkość 

zależą od gatunku patogenu. 

Zarodniki E. cuniculi są oporne na czynniki środowiska zewnętrznego,  

co determinowane jest charakterystyczną budową ich ściany komórkowej utworzonej przez 

dwie warstwy: wewnętrzną chitynową oraz warstwę zewnętrzną wzbogaconą w białko [22]. 

W środowisku zewnętrznym, w temperaturze 22°C mogą przetrwać do  6 tygodni. [23], 

a w środowisku wodnym jeszcze dłużej. [24].  

Li i in. [24] przeprowadzili badanie eksperymentalne, w którym oceniano zakaźność 

zarodników E. cuniculi pochodzących z hodowli in vitro. 
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Przechowywano je w wodzie, w różnych temperaturach i wykazano, że zarodniki 

utrzymywały zakaźność przez 3 miesiące, 2 miesiące, 1 miesiąc, 3 tygodnie i tylko 1 tydzień 

w temperaturze odpowiednio 10°C, 15°C, 20°C, 25°C i 30°C. Świadczyło to o tym, 

 że zarodniki E. cuniculi tracą zakaźność szybciej niż innych gatunków mikrosporydiów, 

takich jak Encephalitozoon hellem i jelitowe szczepy Encephalitozoon. Zarodniki występują 

zarówno w wodzie słodkiej, jak i słonej. Są w stanie przeżyć 9 dni w buforze solnym. 

Do organizmu człowieka zarodniki mikrosporydiów dostają się najprawdopodobniej 

z żywnością. Z przeprowadzonych badań wynika, że ich źródłem mogą być produkty rolne 

zanieczyszczone wodą do nawadniania upraw, które często są spożywane na surowo 

[25, 26].  

 Kolejnym źródłem infekcji może być mięso królika [28]. W Polsce dozwolone jest 

hodowla tych zwierząt oraz ubój na użytek własny poza terenem rzeźni. 

Mikrosporydia mogą być także przenoszone na ludzi poprzez żywność 

przetworzoną, taką jak mleko [28], fermentowane produkty mięsne [29]. 

Kváč i in. [28] wykazali obecność E. cuniculi w mleku krowim, a zarodniki tego 

drobnoustroju pozostawały aktywne nawet po krótkotrwałym działaniu wysokiej 

temperatury (HTST) w procesie pasteryzacji (72°C przez 15 s lub 85°C przez 5 s) [28].  

Sak i in. [29] sugerują, że fermentowane produkty wieprzowe mogą również stanowić 

dodatkowe źródło infekcji, gdyż proces fermentacji nie jest skuteczny w inaktywacji spor 

Encephalitozoon. 

National Institute of Allergy and Infectious Diseases zaliczył mikrosporydia do 

kategorii B Priority Pathogens. Oznacza to, że drobnoustroje te rozprzestrzeniają się w 

środowisku w sposób umiarkowanie łatwy oraz cechują się średnim wskaźnikiem 

chorobotwórczości. Agencja Ochrony Środowiska uznała je za organizmy wywołujące 

niebezpieczne zanieczyszczenie wody [16], które są przyczyną zakażeń u kręgowców 

i bezkręgowców [30]. W hodowli pszczół i ryb drobnoustroje te mogą przyczyniać się do 

istotnych strat ekonomicznych (Nosema apis i Nosema ceranae są przyczyną zakażeń 

pszczoły miodnej, Nosema bommbycis  jedwabników [31], natomiast Loma salmonae, 

Thelohania spp ryb łososiowatych) [32, 33, 34, 35, 36]  

Zarodniki największą wrażliwość wykazują na działanie promieni UV.  

Ich bezpośrednie działanie inaktywuje je już po 48h. 
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1.2. Patomechanizm zakażenia 

 
Cykl życiowy mikrosporydiów można podzielić na trzy stadia: fazę infekcyjną 

(pozakomórkową), fazę proliferacyjną i fazę sporogonii (tworzenia zarodników) (Ryc. 1). 

Wykazują one różne sposoby zakażania komórek w zależności od rodzaju i gatunku 

[37,38]: 

Typ I – kontakt bezpośredni  - kontakt plazmolemmy mikrosporydium z cytoplazmą 

komórki gospodarza (Enterocytozoon bieneusi, Anncaliia, Nosema), 

Typ II – kontakt pośredni przez izolację wywołaną przez żywiciela – polegającą na 

tym, że mikrosporydia znajdują się w pasożytniczej wakuoli - pojedynczej błonie 

utworzonej przez żywiciela. Wakuola pasożytnicza jest widoczna w fazie proliferacyjnej  

i sporogonii. (Encephalitozoon hellem, Encephalitozoon cuniculi,  

Endoreticulatus Vittaforma), 

Typ III – kontakt pośredni poprzez izolacje (Pleistophora, Vairimorpha),  

Typ IV – kontakt pośredni (Glugea, Loma, Trachipleistophora,  

Encephalitozoon intestinalis)  

 

Ryc. 1 Schematyczne przedstawienie cykli życiowych różnych rodzajów mikrosporydiów.  
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Faza infekcyjna. Zarodniki to jedyne stadium, w którym mikrosporydia mogą 

przetrwać poza żywicielem. Po wniknięciu do organizmu gospodarza rozpoczyna się proces 

germinacji, czyli kiełkowania i sporoplazma jest transportowana do komórki gospodarza 

przez pustą rurkę polarną [39, 40]. Po przedostaniu się sporoplazmy do komórki, rozpoczyna 

się cykl namnażania, który kończy się  produkcją dojrzałych zarodników. Następuje 

merogonia, podczas której rozwijają się meronty (stadium proliferacyjne).  

Większość mikrosporydiów rozwija się w cytoplazmie, niektóre w nukleoplazmie komórki 

gospodarza lub zarówno w cytoplazmie, jak i w jądrze komórkowym [41, 42, 43, 44]. 

W fazie merogonii dochodzi do masowego namnażania się mikrosporydiów [45]. 

Pod koniec merogonii powstaje materiał o dużej gęstości elektronowej, tworzący się na 

zewnętrznej powierzchni błony plazmatycznej merozoitu, co jest oznaką przejścia procesu 

rozwojowego z merogonii do sporogonii [46].  

Faza sporogonii. Sporonty dają początek sporoblastom, które produkują dojrzałe 

zarodniki. U większości gatunków mikrosporydiów gęsty materiał na błonie komórkowej w 

fazie sporogonii staje się początkiem ściany zewnętrznej zarodników [47]. W sporoplazmie 

rozwinie się także rurka polarna i kompleks Golgiego sporoblastu [48, 49, 50].  

Faza uwolnienia zarodników. Gdy komórka gospodarza zostanie wypełniona 

dojrzałymi zarodnikami - pęka, a dojrzałe zarodniki są uwalniane i kończy się cykl 

rozwojowy.  

Uwolnione zarodniki, przedostają się do przestrzeni pozakomórkowej, wywołując 

zakażenie miejscowe w przebiegu którego dochodzi do zajęcia otaczających komórek. 

W dalszej kolejności zakażenie szerzy się za pośrednictwem układu krwionośnego [51]. 

Narządami docelowymi dla patogenów są te o dobrym ukrwieniu i wysokim przepływie 

krwi - głównie nerki, oczy i mózg, a także wątroba, płuca i serce [52]. Obecności 

mikrosporydiów w tkankach towarzyszy silny odczyn zapalny  i powstawanie ziarniniaków.  

Pomimo pobudzenia układu immunologicznego gospodarza, Encephalitozoon może 

uniknąć odpowiedzi immunologicznej na różne sposoby. Główny mechanizm obrony 

drobnoustrojów polega na wykorzystaniu procesu eferocytozy (ochrona przed fagocytozą). 

Patogen jest w stanie namnażać się wewnątrz makrofagów i modulować ich działanie, 

indukując produkcję przeciwzapalnych cytokiny, takich jak IL-6 i IL-10 [53, 54]. 

Brak białek markerowych w błonie wakuoli pasożyta pozwala mu pozostać niewykrytym 

wewnątrz komórek, unikając trawienia lizosomalnego [22]. 
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1.3. Przegląd najważniejszych gatunków Encephalitozoonidae 

 

Encephalitozoon cuniculi 

Infekcje Encephalitozoon cuniculi po raz pierwszy opisano u królików 

laboratoryjnych w 1922 roku, natomiast u ludzi w 1959 r [55]. Obecnie choroba występuje 

powszechnie w populacji gryzoni i królików. Seroprewalencja E. cuniculi u królików 

domowych waha się w granicach od 7,7% [56] do 71% [57]. Spośród innych gatunków 

zwierząt zakażenia na ich tle stwierdzono u szczurów, myszy, piżmaków, świnek morskich, 

chomików, ryjówek, ptaków, koni, kóz, owiec, świń, lisów, psów, panter, kotów i naczelnych 

włącznie z człowiekiem [17, 51, 57, 58, 59, 60]. Na podstawie powtarzających się w 

genomie E. cuniculi regionów ITS (internal transcribed spacer) wyróżniono cztery ich 

chorobotwórcze szczepy patogenne dla różnych gatunków zwierząt: 

szczep I wyizolowano od królika i myszy,  

szczep II izolowany jest tylko od gryzoni,  

szczep III uzyskano od psa,  

szczep IV stwierdzono u ludzi, kotów i psów [60, 61, 62].  

U zwierząt kunikuloza szerzy się drogą horyzontalną (fekalno-oralną, inhalacyjną) 

oraz drogą pionową przez łożysko. Zarodniki z chitynową otoczką są bardzo oporne na 

działanie czynników zewnętrznych i mogą utrzymywać się długi czas w środowisku. 

Króliki mogą wydalać je z moczem przez ok. 63 dni, począwszy od 21. dnia po zakażeniu. 

W pierwszym etapie inwazji (pierwsze 30 dni) E. cuniculi atakuje drogi oddechowe, płuca, 

wątrobę i śledzionę, następnie od 98 dnia po zakażeniu także serce, centralny układ 

nerwowy, nerki i oczy [63, 64, 65, 66]. Zaatakowane narządy objęte są stanem zapalnym, a 

na ich powierzchni mogą tworzyć się charakterystyczne ziarniniaki. Objawy neurologiczne 

związane z uszkodzeniem przez pasożyty aparatu przedsionkowego manifestują się kręczem 

szyi. Pojawiają się także ruchy maneżowe, kołowacizna, niedowłady, zez, oczopląs oraz 

drgawki. Niekiedy u chorych zwierząt obserwuje się nietrzymanie moczu, a także zapalenie 

błony naczyniowej oka i zaćmę, prowadzące do utraty wzroku [67]. Powrót do zdrowia 

chorych osobników uzależniony jest od stopnia uszkodzenia mózgu i nerek. Jeśli w 

przebiegu inwazji dochodzi do uszkodzenia nerek i rozwoju ich niewydolności, rokowanie 
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jest złe, co stanowi podstawę do eutanazji zwierząt [68]. Wszystkie dotąd opisane genotypy 

E. cuniculi są zdolne do zakażenia ludzi [17, 19, 20, 21, 69, 70, 71].  

Rozpoznanie infekcji na podstawie morfologii zarodników ma bardzo niską czułość 

i swoistość oraz nie pozwala na różnicowanie E. cuniculi z innymi gatunkami 

Encephalitozoonidae. Obecnie diagnostyka zakażeń na tle tych drobnoustrojów opiera się 

na badaniach immunologicznych i/lub metodach molekularnych.  

Najczęściej w przebiegu zakażenia u ludzi dochodzi do rozwoju zapalenia wątroby, 

zapalenia otrzewnej, zapalenia cewki moczowej, zapalenia gruczołu krokowego, 

zapalenia nerek, zapalenia rogówki i spojówek, zapalenia pęcherza. Należy jednak 

podkreślić, iż E. cuniculi u ludzi może powodować także zakażenia układu oddechowego 

oraz uogólnioną mikrosporydiozę [72]. Udokumentowane infekcje mikrosporydialne z 

zajęciem dróg oddechowych są rzadkie. Dotychczas wykazano je jedynie u pacjentów z 

obniżoną odpornością. Wśród biorców przeszczepów narządowych udokumentowano 

siedem takich przypadków [72, 73, 74, 75, 76, 77, 78]. Czterech z opisywanych pacjentów 

zmarło w wyniku niewydolności krążeniowo-oddechowej.  

U 14,2% pacjentów z jatrogenną obniżoną odpornością wykazano  obecność 

mikrosporydiów w popłuczynach oskrzelowo-pęcherzykowych, co sugeruje, że stany 

immunosupresji mogą predysponować do zajęcia przez omawiane patogeny układu 

oddechowego [51]. Bezpośrednio po wdychaniu zarodników może nastąpić infekcja dróg 

oddechowych lub też drobnoustroje mogą się tu przedostawać wraz z krwią po zakażeniu 

alimentarnym [79]. Rozpoznanie mikrosporydiozy układu oddechowego jest trudne. 

Objawy kliniczne są niespecyficzne i nie ma jasnego algorytmu postępowania 

diagnostycznego. 

Zakażenia E. cuniculi u ludzi mogą lokalizować się także w innych obszarach ciała. 

Kicia i in. [18] wykryli obecność tych patogenów w okolicy protez stawu biodrowego u 39% 

pacjentów cierpiących na poluzowanie implantu, które wcześniej były klasyfikowane jako 

aseptyczne [72]. Kluczowym pytaniem było, czy infekcja zapoczątkowała osteolizę, 

czy też nastąpiła ona w wyniku odpowiedzi immunologicznej na aseptyczny proces 

destabilizacji implantu. E. cuniculi może przetrwać i replikować wewnątrz makrofagów i 

rozprzestrzeniać się w ten sposób po organizmie gospodarza [80]. Ponieważ poluzowanie 

implantu wiąże się z reakcją zapalną na biomateriały implantu [81] lub jony metali [82]. 

Takie warunki są odpowiedniego tego, by doszło do przedostania się makrofagów wraz 

E. cuniculi do tkanki okołoprotezowej [83].  
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Sak i in. [29] przebadali 49 osób po operacji stawów biodrowych i kolanowych   

z objawami zakażenia. U 5 wykryto mikrosporydia w tkance okołozabiegowej, a najczęściej 

wykrywanym genotypem E. cuniculi był szczep I.  

 Uogólnione infekcje E. cuniculi nie są zbyt często notowaną postacią 

encefalitozoonozy. Opisywano je u pacjentów po przeszczepach nerek oraz chorych na 

AIDS [76, 84, 85, 86, 87]. Niekiedy taka postać mikrosporydiozy może prowadzić do 

śmierci pacjenta. Mertens i in. [86] opisali przypadek pacjentki chorej na AIDS która zmarła 

z powodu uogólnionej infekcji E. cuniculi. Techniką immunofluorescencji oraz PCR 

potwierdzono, iż czynnikiem chorobotwórczym był szczep III. 

Sekcją zwłok wykazano martwicę nadnerczy i nerek, a także w mniejszym stopniu mózgu, 

serca, tchawicy, pęcherza moczowego, śledziony oraz węzłów chłonnych. Był to  pierwszy 

opisany przypadek mikrosporydiozy mózgu, serca i nadnerczy u pacjenta chorego na AIDS. 

Kolejny ciekawy przypadek zakażenia E. cuniculi u człowieka opisali Ditrich i in. 

[58]. W następstwie zakażenia genotypem I patogenu, u pacjenta cierpiącego na cukrzycę 

doszło do formowania ropni w mózgu, konsekwencją czego był rozwój padaczki  

i porażeń. W aspiracie z ropnia potwierdzono obecność mikrosporydiów, podobnie jak w 

kale i moczu. W tym przypadku leczenie przy pomocy albendazolu i mebendazolu, okazało 

się skuteczne. 

 Przedstawione powyżej opisy przypadków encefalitozoonozy u ludzi wskazują, 

wyraźnie na duży potencjał zoonotyczny E. cuniculi, oraz na fakt, że infekcje tymi grzybami 

mogą mieć bardzo zróżnicowany przebieg. W grupie ryzyka ich rozwoju znajdują się przede 

wszystkim pacjenci z immunosupresją. Podkreślić należy, iż badania nad odpornością w 

stosunku do mikrosporydiów u ludzi i zwierząt muszą być kontynuowane. Trudno jest 

bowiem na razie ustalić, czy w opisywanych przypadkach mieliśmy do czynienia  

z utajonymi zakażeniami, które uległy reaktywacji na skutek spadku odporności, czy też to 

stan immunosupresji był czynnikiem predylekcyjnym do nowo nabytych infekcji. 

Encephalitozoon intestinalis 

E. intestinalis jest drugim pod względem częstotliwości występowania gatunkiem 

mikrosporydiów zakażających człowieka. Według doniesień literaturowych infekcje na tle 

tego patogenu u pacjentów z HIV notowano na terenie obu Ameryk [88,89,90], Europy  

[91, 92, 93, 94, 95, 96, 97, 98, 99, 100],  Australii [88, 101, 102] oraz Afryki 

[102, 103, 104, 105]. Częstotliwość występowania E. intestinalis u pacjentów chorych na 

AIDS z objawami biegunki pochodzących ze Stanów Zjednoczonych wynosiła 7,3% [106], 
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2% u pacjentów z Niemiec [97], 3% z Zambii [105] i 0,9% ze Szwajcarii [19, 107]. 

E. intestinalis może przedostać się do dróg żółciowych i do pęcherzyka żółciowego, 

powodując ich zapalenie. W rzadkich przypadkach może również wywołać chorobę 

ogólnoustrojową.   

E. intestinalis może  atakować także zwierzęta hodowlane (świnie, bydło i kozy), 

towarzyszące (psy) i dzikie [91, 104, 108].  

Encephalitozoon hellem 

Głównym rezerwuarem E. hellem są ptaki. Obecność tych drobnoustrojów 

stwierdzono w populacji m in. gołębi, kaczek, łabędzi, gęsi, wron, żurawi, maskonurów  

i kolibrów [109, 110, 111, 112, 113]. U ptaków utrzymywanych w hodowlach E. hellem 

wykryto u przedstawicieli rzędu Psittaciformes, u strusi i zięb gouldian [1,110,114,115,116, 

117, 118]. Zakażenia u zwierząt mają najczęściej przebieg bezobjawowy, z okresowym 

wydalaniem spor wraz z kałem [111]. W organizmie gospodarza E. hellem utrzymuje się 

głównie w wątrobie, jelitach i nerkach.  Może lokalizować się także w oczach, płucach  

i śledzionie zakażonych ptaków [60, 111, 117, 118, 120, 121]. 

U ludzi, zakażenia E. hellem dotychczas zdiagnozowano jedynie u niewielkiej liczby 

osób zakażonych wirusem HIV. Większość przypadków rozpoznano w  

Stanach Zjednoczonych [122, 123, 124, 125, 126, 127, 128], a także u europejskich 

pacjentów z Włoch [129], Szwajcarii [130, 131, 132], Niemiec [131] i Wielkiej Brytanii 

[133] oraz w jednym przypadku w Afryce (Tanzania) [130]. 

Nie jest jasne, czy za stosunkowo niewiele doniesień dotyczących infekcji tymi 

drobnoustrojami drobnoustroju odpowiadają czynniki epidemiologiczne, czy też fakt, iż jest 

on rzadko rozpoznawany, co wynika ze stosunkowo trudnej jego identyfikacji. E. hellem 

powoduje zakażenia rozsiane i infekcje oczu u pacjentów zakażonych HIV. U ludzi, opisano 

także zakażenia dróg oddechowych [134]. E. hellem zidentyfikowano ponadto  

w popłuczynach oskrzelowo-pęcherzykowych u dwóch pacjentów seronegatywnych pod 

względem HIV natomiast zakażonych Mycobacterium tuberculosis [134] oraz w próbkach 

kału dwóch podróżnych z biegunką powracających z Singapuru, zakażonych E. bieneusi 

[135]. We wszystkich tych przypadkach ostatecznej identyfikacji drobnoustrojów dokonano 

metodami biologii molekularnej (PCR i sekwencjonowanie) [19]. 
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1.4. Występowanie Encephalitozoon spp. u zwierząt 

 

Encephalitozoon cuniculi to patogen powszechnie występujący w populacji 

królików, aczkolwiek liczne dane literaturowe donoszą o jego chorobotwórczości także dla 

innych gatunków zwierząt. (Tabela 1). U królików prewalencja zakażeń tym patogenam 

może sięgać nawet 75%. Najczęściej dochodzi  u nich do rozwoju postaci nerwowej, 

w przebiegu której obserwowane są objawy przedsionkowe – kręcz szyi, oczopląs,  

ataksja, rotacje w osi poziomej ciała, niedowład, drgawki wywołane ziarniniakowym 

zapaleniem mózgu. Przy infekcji zlokalizowanej w obrębie narządu wzroku na pierwszy 

plan wysuwa się zapalenie błony naczyniowej oka. Postać nerkowa obejmuje objawy takie 

jak częstomocz, polidypsja, brak apetytu, utrata masy ciała. 

Wilczyńska i in. [136] opisali przypadki zakażeń E. cuniculi u 67 kawii domowych. 

Obserwowanymi objawami były zaburzenia ze strony: układu nerwowego - niezborność 

ruchowa, niedowład kończyn miednicznych, oczopląs, otępienie oraz drgawki; układu 

moczowego - cysty w nerkach różnej wielkości oraz zatarcie budowy korowo rdzeniowej, 

częstomocz, krwiomocz; narządu wzroku: zmętnienie rogówki, małoocze wrodzone; 

kostnienie heterotropowe.  

Identyfikacji czynnika chorobotwórczego dokonano na podstawie wyników PCR. 

Przebieg choroby był ostry lub przewlekły, a  objawy kliniczne różniły się w zależności od 

układu objętego infekcją (układ nerwowy, moczowy i narząd wzroku). 

W populacji dzikich gryzoni z terenów Wielkiej Brytanii, Szwajcarii odpowiednio 

4% i 9% osobników było zakażonych omawianymi drobnoustrojami.  Zwierzęta te w dalszej 

kolejności mogą stanowić rezerwuar E. cuniculi dla lisów, norek oraz kotów. Badania 

przeprowadzone w Polsce, Czechach i na Słowacji wskazały, że prewalencja infekcji  

E. cuniculi w populacji gryzoni kształtuje się na poziomie 15%.  

Myszy są najczęściej bezobjawowymi nosicielami E. cuniculi. Badanie 

histopatologiczne narządów pozyskanych od zakażonych, bezobjawowych osobników 

wykazało obecność ogniskowych ziarniniaków zawierających zarodniki w tkankach tych 

zwierząt [137, 138, 139, 140]. Istnieje niewiele publikacji opisujących przypadki 

encefalitozoonozy u szczurów laboratoryjnych [141, 142], kawii domowych [143, 144] 

chomików [145]. Badania serologiczne przeprowadzone w latach 70 XX wieku wskazują iż 

prewalencja zakażeń w tych grupach zwierząt wynosi 80% u chomików, 30% u szczurów  

i 85% u kawii domowych [146, 147]. 
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Na podstawie dostępnych opisów przypadków zakażeń można wysnuć wniosek że 

dla niektórych zwierząt infekcja E. cucniuli może być śmiertelna. Jednymi z nich są gatunki 

należące do podrodziny karczowników (Arvicolinae). U lemingów śnieżnych  

(Dicrostonyx torquatus) zakażeniu towarzyszą objawy neurologiczne takie jak kręcz szyi 

i paraliż. W badaniu histopatologicznym obserwowane jest ziarniniakowe zapalenie mózgu 

[148]. 

Hofmanova i in. [149] opisali przypadki encefalitozoonozy w domowej hodowli 

piestruszki stepowej Lagurus lagurus. Objawy kliniczne choroby pojawiały się 24 - 48h 

przed śmiercią. Należały do nich nagła utrata masy ciała, agresja i skłonności do 

kanibalizmu, ropne zapalenie spojówek i niedowład kończyn miednicznych.  

W ciągu 3 miesięcy w hodowli zmarło lub poddano eutanazji 15 lemingów. Badanie padłych 

zwierząt wykazało, iż  we wszystkich przypadkach za zakażenie odpowiedzialny był 

genotyp III. Nie zidentyfikowano niestety źródła infekcji.  

U piżmaków Ondatra zibethicus zakażonych omawianymi patogenami odnotowano 

pojedynczy przypadek obecności ziarniaków w obrębie mózgu bez towarzyszących 

objawów klinicznych [150]. 

W populacji norników zwyczajnych Microtus arvalis obecność E. cuniculi metodami 

molekularnymi potwierdzono u 6% zwierząt, natomiast w populacji norników wodnych 

Arvicola terrestris u 7%. W populacji dzikich myszy odsetek ten wynosił 15,05% 

(Apodemus sylvaticus), a u myszy domowych (Mus musculus) 8.5%.  

W Niemczech przebadano myszy z 5  sklepów zoologicznych i wykazano że średnio 

10,7% z nich było nosicielami E.cuniculi [152]. 

W populacji kotów swoiste przeciwciała dla E. cuniculi stwierdzano u 6,1% do 

26,6% osobników (Tabela 1). U kotów u których wystąpiły zaćma lub urazy rogówki 

badaniem filmu łzowego za pomocą PCR obecność DNA tych patogenów wykazano w 19 

na 22 przebadane próbki.  

W populacji psów prewalencja zakażeń waha się w zakresie 18% do 37,8%.  

W dwóch miotach szczeniąt opisano zespół zapalenia nerek i mózgu na tle E. cuniculi. [153]. 

Badanie retrospektywne, preparatów histopatologicznych narządów wewnętrznych 

pozyskanych od 19 psów z podobnymi objawami wykazały, że w ich przypadkach 

przyczyną upadków mogła być także encefalitozoonoza, a genotypem odpowiedzialnym za 

rozwój choroby był genotyp III. U chorych zwierząt obserwowano objawy: apatii, braku 

apetytu, zaburzenia nerwowe [154, 155, 156].  
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Wśród zwierząt gospodarskich świń, owiec oraz bydła prewalencja zakażeń wynosi 

od 9% do 36%. Stanowią one potencjalne źródło mikrosporydiów dla ludzi. W związku z 

tym monitoring encefalitozoonozy w ich populacjach powinien być stale prowadzony. 

Warto podkreślić, że produkty pochodzenia zwierzęcego nawet po obróbce technologicznej 

żywności w dalszym ciągu mogą zawierać zarodniki drobnoustrojów. 
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Metoda 

badawcza 
Ilość 

przebada

nych 

próbek 

Wyniki 

pozytywne 

Prewalencja 

(%) 

Pochodzenie 

zwierząt 

Kraj Publikacja 

KRÓLIKI 

ELISA 500 319 63.8 zwierzęta 

domowe 

Czechy Jeklova et al. (2010) 

[157] 

IFA 71 42 59.2 zwierzęta 

domowe 

Austria  Csokai et al. (2009) 

[67] 

IFA 224 158 70.5 zwierzęta 

domowe 

Austria Kunzel et al. (2008) 

[158] 

ELISA/ 

CIA 

1500 505 31.6 farmy Włochy Santaniello et al. 

(2009) [159] 

ELISA 125 49 39.2 zwierzęta 

domowe 

Anglia Harcourt-Brown and 

Holloway (2003) 

[160] 

ELISA/ 

CIA 

171 116 67.8 zwierzęta 

domowe 

Taiwan Tee et al. (2011) 

[161] 

PSY 

IFA 193 73 37.8 nieznane Słowacja Halanova et al. 

(2003) [162] 

ELISA 472 103 21.8 nieznane Japonia Sasaki et al. (2011) 

[163] 

DAT 113 31 27.4 bezpański Brazylia Lindsay et al. (2009) 

[164] 

DAT 254 47 18.5 bezpański Kolumbi

a 

Lindsay et al. (2009) 

[164] 

PCR 100 18 18 Klinika 

weterynaryjna 

Iran Jamshidi et al. 

(2012) [165] 

KOTY 

IFA 232 15 6.4 Klinika 

weterynaryjna 

USA Hsu et al. 2011 

[166] 

ELISA 295 18 6.1 zwierzęta 

domowe 

USA TSUKADA 2016 

[167] 

ELISA 127 34 26.8 zwierzęta 

domowe 

USA Kourgelis 2017 

[168] 

ELISA 72 17 23.6 nieznane Słowacja Halanova et al. 

(2003) [162] 

ŚWINIE 

PCR 34 3 9 nieznane Niemcy Reetz et al. (2009) 

[170] 

BYDŁO 

IFA 55 20 36 nieznane Słowacja Halanova et al. 

(1999) [169] 

OWCE 

ELISA 59 8 13.6 nieznane Słowacja Halanova et al. 

(2003) [162] 

Tabela 1. Prewalencja zakażeń Encephalitozoon cuniculi u różnych gatunków zwierząt. 
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1.5.  Występowanie Encephalitozoon spp. u ludzi 

Obecnie znanych jest 17 gatunków Encephalitozoonidae zdolnych do zakażenia 

ludzi. Największa chorobotwórczość cechuje 4 gatunki - Encephalitozoon intestinalis, 

Encephalitozoon cuniculi oraz Encephalitozoon hellem i Enterocytozoon bieneusi [91]. 

Do osób w największym stopniu narażonych na zakażenie należą pacjenci z obniżoną 

odpornością np. po przeszczepach narządów, cierpiących na zakażenia wirusowe (HIV) oraz 

poddawani terapii immunosupresyjnej [78, 171, 172, 173, 174, 175] oraz właściciele 

zwierząt takich jak króliki, psy, koty czy gryzonie, które mogą być nosicielami 

mikrosporydiów, wydalającymi ich spory wraz z  kałem i moczem.  

U ludzi zakażonych Encephalitozoon spp. we wczesnym okresie infekcja przebiega 

z biegunką i utratą masy ciała. W późniejszym czasie mogą rozwinąć się: zapalenie rogówki, 

zapalenie układu moczowego, zapalenie wątroby, zapalenie mózgu, zapalenie otrzewnej, 

zapalenie gruczołu krokowego, zapalenie zatok, zapalenie płuc, zapalenie błony śluzowej 

nosa, zapalenie cewki moczowej, zapalenie dróg żółciowych [19]. 

Wiadomo, że w leczeniu mikrosporydiozy u ludzi największą skuteczność wykazują 

albendazol i fumagilina [88, 176]. Albendazol jest lekiem z wyboru w leczeniu 

mikrosporydiozy jelitowej, oddechowej i rozsianej wywołanej przez Encephalitozoon spp. 

[88]. Fumagillina jest wysoce skuteczna w zwalczaniu mikrosporydiów, ale wykazuje 

toksyczność i może powodować trombocytopenię, neutropenię i hiperlipidemię, gdy jest 

podawana ogólnoustrojowo [179]. Opisywano także aseptyczne zapalenie opon mózgowo-

rdzeniowych i mózgu po leczeniu fumagilliną u pacjenta, u którego leczenie albendazolem 

okazało się nieskuteczne [177]. Ponadto zarówno albendazol, jak i fumagillina mogą nie być 

w pełni skuteczne i nie eliminować patogenów, zwłaszcza u pacjentów z silną 

immunosupresją, co skutkuje utrzymywaniem się patogenu w ich organizmie i może 

prowadzić do nawrotu objawów po zakończeniu leczenia [88, 178, 179]. 

Ponieważ kliniczna manifestacja zakażenia  w wielu przypadkach jest związana ze 

stanem odporności gospodarza, przywrócenie prawidłowej czynności układu 

immunologicznego może skutkować ustąpieniem objawów mikrosporydiozy i eliminacją 

patogenu bez konieczności wdrażania bardziej specyficznego leczenia.  

Taką „odnowę immunologiczną” można osiągnąć w wyniku stosowania wysoce aktywnej 

terapii przeciwretrowirusowej (HAART) u pacjentów z AIDS [180] lub zmniejszenia dawki, 

lub czasowego odstawienia leku immunosupresyjnego w przypadku pacjentów z obniżoną 

odpornością polekową [181, 182]. 
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2. Problem badawczy/hipoteza i cel badań 

 
Problemowi encafalitozoonozy poświęca się stosunkowo niewiele uwagi zarówno w 

medycynie weterynaryjnej, jak i medycynie człowieka. Natomiast doniesienia literaturowe 

wskazują, iż choroba ma szeroki potencjał epizootyczny i jest zoonozą . Celami badań były: 

1. Przeprowadzenie oceny sytuacji epizootycznej oraz seroprewalencji choroby  

w populacji wybranych gryzoni oraz określenie czy mogą one stanowić rezerwuar 

patogenu dla ludzi 

2. Przeprowadzenie analizy molekularnej genu ITS E. cuniculi, pozwalającej na 

dokładną identyfikację szczepów pasożytów izolowanych od gryzoni i ludzi  

z terenów Polski 

 

Hipotezy badawcze: 

1. Encephalitozoon cuniculi może wywoływać zakażenia u gryzoni. Z łatwością 

przenosi się na inne gatunki zwierząt towarzyszących oraz na człowieka. Badania 

mają na celu określenie przebiegu klinicznego encefalitozoonozy u gryzoni 

domowych oraz ustalenie, czy posiadanie gryzoni stanowi ryzyko rozwoju choroby 

u ludzi. 

2. Domniemuje się, że czynnikiem etiologicznym choroby u gryzoni domowych jest 

inny szczep Encephalitozoon cuniculi, aniżeli izolowany od królików. Aby to 

potwierdzić konieczne jest przeprowadzenie analizy molekularnej szczepów  

E. cuniculi izolowanych od tej grupy zwierząt, w tym kawii domowych 
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3. Materiały i metody 

 

3.1. Zwierzęta użyte w badaniu 

 
Badania przeprowadzono na 157 gryzoniach (kawiach domowych (n=100), 

szynszylach (n=11), szczurach (n=28), koszatniczkach (n=4), chomikach (n=11) i myszach 

(n=3)) (wykres 1),  w wieku od 6 tygodni do 10 lat, spośród których samce stanowiły 70 

osobników, zaś samice 87. Zwierzęta były pacjentami Oddziału Drobnych Ssaków przy 

Klinice Chorób Zakaźnych Wydziału Medycyny Weterynaryjnej w Lublinie. Zgłaszano je 

do Kliniki z różnymi problemami, a także w celach profilaktycznych (Tabela 2). Pochodziły 

z różnych źródeł: sklepy zoologiczne (n=111), hodowle (n=6), adopcje (n=16), interwencje 

(n=7) oraz bliżej nieokreślone (n=17) (Wykres 2, Tabela 2). Od wszystkich zwierząt 

pobierano krew do badań molekularnych oraz serologicznych. Proces diagnostyczny, 

któremu poddawano zwierzęta wykorzystanie w badaniach przedstawiono na Rycinie 2. 

  

Wykres 1. Procentowy udział poszczególnych gatunków gryzoni objętych badaniem. 

Kawie
64%

Szczury
18%

Chomiki
7%

Szynszyle
7%

Koszatniczki
2%

Myszy
2%

Rozkład gatunkowy
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Wykres 2. Pochodzenie zwierząt użytych w badaniach. 

 

 

Ryc. 2 Schemat przedstawiający etapy badania w kierunku encefalitozoonozy. 
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Lp. Gatunek Wiek Płeć Pochodzenie 

1 Kawia domowa 1 rok samica sklep zoologiczny 

2 Kawia domowa 2 lata samica sklep zoologiczny 

3 Kawia domowa 2 lata samiec sklep zoologiczny 

4 Kawia domowa 2 lata samiec sklep zoologiczny 

5 Kawia domowa 3 lata samica sklep zoologiczny 

6 Kawia domowa 3 lata samica sklep zoologiczny 

7 Kawia domowa 4 lata samiec sklep zoologiczny 

8 Kawia domowa 2 lata samiec sklep zoologiczny 

9 Kawia domowa 5 lat samica sklep zoologiczny 

10 Kawia domowa 3 lata samiec sklep zoologiczny 

11 Kawia domowa 4 lata samiec sklep zoologiczny 

12 Kawia domowa 5 lat samiec sklep zoologiczny 

13 Kawia domowa 5 lat samiec sklep zoologiczny 

14 Kawia domowa 7 lat samica sklep zoologiczny 

15 Kawia domowa 5 lat samica sklep zoologiczny 

16 Kawia domowa 6 lat samiec sklep zoologiczny 

17 Kawia domowa 2 lata samiec sklep zoologiczny 

18 Kawia domowa 2 lata samica sklep zoologiczny 

19 Kawia domowa 2,5 roku samiec sklep zoologiczny 

20 Kawia domowa 2 lata samica sklep zoologiczny 

21 Kawia domowa 3 lata samica sklep zoologiczny 

22 Kawia domowa 4 lata samica sklep zoologiczny 

23 Kawia domowa 6 lat samica adopcja 

24 Kawia domowa 5 lat samiec sklep zoologiczny 

25 Kawia domowa 4 lata samica sklep zoologiczny 

26 Kawia domowa 4 lata samiec sklep zoologiczny 

27 Kawia domowa 2 lata samica hodowla 

28 Kawia domowa 3 lata samica adopcja 

29 Kawia domowa 4 lata samiec sklep zoologiczny 

30 Kawia domowa 1 rok samica sklep zoologiczny 

31 Kawia domowa 2 lata samiec sklep zoologiczny 

32 Kawia domowa 1 rok samica sklep zoologiczny 

33 Kawia domowa 6 lat samica sklep zoologiczny 

34 Kawia domowa 4 lata samiec sklep zoologiczny 

35 Kawia domowa 6 lat samica sklep zoologiczny 

36 Kawia domowa 5 lat samiec sklep zoologiczny 

37 Kawia domowa 1,5 roku samica sklep zoologiczny 

38 Szynszyla 1 rok samiec sklep zoologiczny 

39 Szynszyla 1 rok samiec hodowla 

40 Kawia domowa 4 lata samica sklep zoologiczny 

41 Kawia domowa 2,5 roku samica interwencja 

42 Kawia domowa 2,5 roku samica interwencja 

43 Kawia domowa 2 lata samiec nieznane 

44 Kawia domowa 2 lata samica nieznane 

45 Szynszyla 4 lata samica sklep zoologiczny 

46 Kawia domowa 3 lata samica sklep zoologiczny 

47 Kawia domowa 5 lat samica sklep zoologiczny 

48 Kawia domowa 3 lata samica sklep zoologiczny 

49 Kawia domowa 3 lata samiec sklep zoologiczny 

50 Kawia domowa 3 lata samica sklep zoologiczny 

51 Kawia domowa 6 miesięcy samiec interwencja 

52 Kawia domowa 4 miesięcy samica interwencja 
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53 Kawia domowa 6 miesięcy samiec interwencja 

54 Kawia domowa 6 miesięcy samica interwencja 

55 Szynszyla 1 rok samiec sklep zoologiczny 

56 Szynszyla 1 rok samiec sklep zoologiczny 

57 Kawia domowa 1 rok samiec nieznane 

58 Kawia domowa 2 lata samica nieznane 

59 Kawia domowa 6 lat samiec sklep zoologiczny 

60 Koszatniczka 2 lata samica sklep zoologiczny 

61 Koszatniczka 3 lata samica sklep zoologiczny 

62 Koszatniczka 6 lat samica sklep zoologiczny 

63 Kawia domowa 6 lat samiec sklep zoologiczny 

64 Szczur 2,5 roku samiec adopcja 

65 Szczur 2 lata samica adopcja 

66 Szynszyla 1,5 roku samica sklep zoologiczny 

67 Kawia domowa 4 lata samica sklep zoologiczny 

68 Kawia domowa 5 lat samiec sklep zoologiczny 

69 Kawia domowa 2 lata samica sklep zoologiczny 

70 Kawia domowa 1 rok samiec sklep zoologiczny 

71 Szynszyla 1,5 roku samica sklep zoologiczny 

72 Kawia domowa 1,5 roku samica nieznane 

73 Kawia domowa 4 lata samiec sklep zoologiczny 

74 Kawia domowa 4 lata samica sklep zoologiczny 

75 Kawia domowa 5 lat samica sklep zoologiczny 

76 Kawia domowa 3 lata samica nieznane 

77 Kawia domowa 3 lata samica nieznane 

78 Kawia domowa 5 lat samica nieznane 

79 Kawia domowa 4 lata samica sklep zoologiczny 

80 Kawia domowa 3 lata samiec sklep zoologiczny 

81 Kawia domowa 5 lat samica sklep zoologiczny 

82 Kawia domowa 4 lata samiec sklep zoologiczny 

83 Kawia domowa 6 tygodni samiec nieznane 

84 Kawia domowa 6 tygodni samiec nieznane 

85 Kawia domowa 4 lata samiec nieznane 

86 Kawia domowa 8 lat samica sklep zoologiczny 

87 Szynszyla 1,5 roku samica hodowla 

88 Kawia domowa 4 lata samiec sklep zoologiczny 

89 Kawia domowa 2 lata samica nieznane 

90 Kawia domowa 2 lata samiec sklep zoologiczny 

91 Chomik 2,5 roku samiec interwencja 

92 Kawia domowa 5 lat samica sklep zoologiczny 

93 Kawia domowa 1 rok samiec adopcja 

94 Kawia domowa 5 lat samica sklep zoologiczny 

95 Szczur 1,5 roku samiec sklep zoologiczny 

96 Szynszyla 1 rok samiec hodowla 

97 Chomik 1 rok samica sklep zoologiczny 

98 Mysz 2 lata samica hodowla 

99 Mysz  2 lata samica sklep zoologiczny 

100 Szczur 2,5 roku samiec sklep zoologiczny 

101 Chomik 1,5 roku samiec sklep zoologiczny 

102 Kawia domowa 1 rok samica sklep zoologiczny 

103 Szczur 2 lata samica adopcja 

104 Chomik 1,5 roku samica sklep zoologiczny 

105 Szczur 2 lata samiec sklep zoologiczny 



24 
 

106 Szczur 2,5 roku samica sklep zoologiczny 

107 Szczur 2 lata samica sklep zoologiczny 

108 Koszatniczka 2 lata samica sklep zoologiczny 

109 Szczur 1,5 roku samica sklep zoologiczny 

110 Chomik 6 miesięcy samica sklep zoologiczny 

111 Kawia domowa 4 lata samiec sklep zoologiczny 

112 Kawia domowa 5 lat samiec sklep zoologiczny 

113 Szczur 2 lata samica sklep zoologiczny 

114 Szczur 1,5 roku samiec sklep zoologiczny 

115 Szynszyla 2 lata samiec hodowla 

116 Kawia domowa 2 lata samica sklep zoologiczny 

117 Szczur 2,5 roku samica sklep zoologiczny 

118 Kawia domowa 7 lat samiec sklep zoologiczny 

119 Kawia domowa 5 lat samiec sklep zoologiczny 

120 Szczur 2 lata samica sklep zoologiczny 

121 Szczur 1,5 roku samiec adopcja 

122 Szczur 2 lata samica adopcja 

123 Szczur 1 rok samica adopcja 

124 Kawia domowa 1 rok samiec sklep zoologiczny 

125 Kawia domowa 3 lata samica adopcja 

126 Szczur 1,5 roku samiec sklep zoologiczny 

127 Szynszyla 10 lat samica nieznane 

128 Szczur 1,5 roku samiec sklep zoologiczny 

129 Kawia domowa 4 lata samica sklep zoologiczny 

130 Kawia domowa 5 lat samiec sklep zoologiczny 

131 Chomik 2 lata samiec adopcja 

132 Szczur 2 lata samica adopcja 

133 Kawia domowa 5 lat samiec adopcja 

134 Mysz 1 rok samica sklep zoologiczny 

135 Chomik 1,5 roku samica sklep zoologiczny 

136 Chomik 2 lata samica sklep zoologiczny 

137 Chomik 2,5 roku samiec adopcja 

138 Kawia domowa 1 rok samica sklep zoologiczny 

139 Kawia domowa 4 lata samiec sklep zoologiczny 

140 Kawia domowa 3 lata samica sklep zoologiczny 

141 Szczur 1,5 roku samica nieznane 

142 Szczur 1 rok samiec sklep zoologiczny 

143 Szczur 2 lata samica sklep zoologiczny 

144 Szczur 2,5 roku samiec nieznane 

145 Szczur 2 lata samica sklep zoologiczny 

146 Szczur 1,5 roku samica sklep zoologiczny 

147 Szczur 2 lata samiec nieznane 

148 Szczur 2 lata samiec nieznane 

149 Kawia domowa 3 lata samiec sklep zoologiczny 

150 Chomik 2 lata samiec adopcja 

151 Chomik 2,5 roku samiec adopcja 

152 Kawia domowa 3 lata samica sklep zoologiczny 

153 Kawia domowa 4 lata samica sklep zoologiczny 

154 Szczur 2 lata samiec sklep zoologiczny 

155 Kawia domowa 4 lata samiec sklep zoologiczny 

156 Kawia domowa 3 lata samica sklep zoologiczny 

157 Kawia domowa 2 lata samica sklep zoologiczny 

Tabela 2. Zestawienie zwierząt wykorzystanych w badaniu. 
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Najczęstszymi powodami zgłoszenia zwierząt objętych badaniami do kliniki były: 

1. problemy ze strony układu wydalniczego: przewlekła niewydolność nerek, 

zapalenie pęcherza moczowego, nadmiernie gromadzący się osad w pęcherzu 

moczowym, któremu towarzyszyło zapalenie, kamica moczowa.  

2. problemy ze strony układu nerwowego: kręcz szyi (torticolis), oczopląs, otępienie, 

drgawki, niezborność ruchowa.  

3. problemy okulistyczne: zmętnienie rogówki (wykluczono by było ono efektem 

urazu lub obecnością blizny pourazowej), zaćma, małoocze, kostnienie 

heterotropowe. 

4. problemy z funkcjonowaniem gruczołu tarczowego -  niedoczynność/nadczynność 

tarczycy.  

5. problemy ze strony układu pokarmowego: wzdęcia, zaburzenia perystaltyki, 

biegunki, problemy stomatologiczne. 

6.  problemy w układzie ruchu: zwyrodnienia stawów kończyn, zwyrodnienia 

kręgosłupa, pododertmatitis.  

7. problemy ze strony układu oddechowego: zapalenie górnych dróg oddechowych, 

zapalenia oskrzeli, mykoplazmowe zapalenie płuc.  

8. zwierzęta zdrowe poddawane zabiegom profilaktycznym (Tabela 3). 

 

Układy objęte procesem chorobowym – 

przyczyny konsultacji lekarsko-

weterynaryjnych 

Liczba zwierząt  

KAWIE DOMOWE 

Układ nerwowy 21 

Układ moczowy 29 

Układ wzroku 14 

Układ pokarmowy 7 

Układ oddechowy 4 

Tarczyca 11 

Inne 12 

Zdrowe (wizyty profilaktyczne) 35 

SZCZURY 

Układ nerwowy 7 

Układ moczowy 1 

Inne 17 

Zdrowe (wizyty profilaktyczne) 3 

CHOMIKI 

Układ nerwowy 1 
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Układ moczowy 2 

Inne 8 

SZYNSZYLE 

Układ nerwowy 2 

Układ moczowy 1 

Układ wzroku  1 

Inne 2 

Zdrowe (wizyty profilaktyczne) 6 

KOSZATNICZKI 

Zdrowe (wizyty profilaktyczne) 3 

Układ pokarmowy 1 

MYSZY 

 

Układ pokarmowy 1 

Inne 2 

Tabela 3. Przyczyny zgłaszania zwierząt objętych badaniami do kliniki. 

 

3.2. Ludzie objęci badaniem 

Badaniami objęto również 28 ludzi (grupa 1), którzy zawodowo lub prywatnie mieli 

kontakt z królikami/gryzoniami od minimum 2 lat (2 do 20 lat) oraz 20 osób niemających 

takiego kontaktu, formujących grupę kontrolną. Grupę pierwszą tworzyli: lekarze 

weterynarii (n=21), technicy weterynarii (n=1), studenci (n=1) (pracujący w zakładach 

leczniczych o profilu ogólnym (n=5) oraz w placówkach specjalizujących się wyłącznie  

w leczeniu zwierząt egzotycznych i drobnych ssaków (n=15)) oraz właściciele gryzoni 

(n=5). Każda z osób objętych badaniem, została poproszona o określenie jak często ma 

styczność ze zwierzętami chorymi (Tabela 4) i czy występują u nich jakiekolwiek objawy 

chorobowe. U wszystkich osób zarówno grupy 1, jak i 2 wykonano badanie hematologiczne 

i biochemiczne. Badania te wykonywano w Katedrze Mikrobiologii Wydziału Lekarskiego 

Uniwersytety Medycznego w Lublinie. Jednostka ta uzyskała zgodę odpowiedniej Komisji 

Etycznej na pobieranie i przeprowadzenie analizy krwi. Próbki krwi podano także badaniu 

molekularnemu i serologicznemu w kierunku encefalitozoonozy. 
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Lp Powiązanie Staż 

pracy 

(lata) 

Rodzaj 

placówki 

Częstość kontaktu z 

nosicielami E.C 

zwierzętami 

Częstość kontaktu z 

chorymi na E.C 

zwierzętami 

Grupa 1 

1 ZLZ 8 LW CZĘSTO CZĘSTO 

2 - 2 W BARDZO CZĘSTO UMIARKOWANIE 

3 PS 6 TW BARDZO CZĘSTO BARDZO CZĘSTO 

4 PS 20 LW BARDZO CZĘSTO BARDZO CZĘSTO 

5 - 5 W BARDZO CZĘSTO BARDZO CZĘSTO 

6 ZLZ 10 LW UMIARKOWANIE UMIARKOWANIE 

7 ZLZ 10 LW UMIARKOWANIE UMIARKOWANIE 

8 PS 11 LW BARDZO CZĘSTO BARDZO CZĘSTO 

9 PS 2 SW BARDZO CZĘSTO UMIARKOWANIE 

10 PS 4 LW BARDZO CZĘSTO CZĘSTO 

11 ZLZ 10 LW UMIARKOWANIE NIE 

12 PS 9 LW BARDZO CZĘSTO BARDZO CZĘSTO 

13 PS 6 LW BARDZO CZĘSTO BARDZO CZĘSTO 

14 - 4 W BARDZO CZĘSTO BARDZO CZĘSTO 

15 PS 5 LW BARDZO CZĘSTO BARDZO CZĘSTO 

16 PS 10 LW CZĘSTO BARDZO CZĘSTO 

17 PS 10 LW UMIARKOWANIE UMIARKOWANIE 

18 PS 10 LW BARDZO CZĘSTO BARDZO CZĘSTO 

19 ZLZ 4 LW BARDZO CZĘSTO CZĘSTO 

20 PS 6 LW UMIARKOWANIE UMIARKOWANIE 

21 ZLZ 4 LW BARDZO CZĘSTO CZĘSTO 

22 PS 8 LW BARDZO CZĘSTO CZĘSTO 

23 PS 5 LW BARDZO CZĘSTO UMIARKOWANIE 

24 PS 4 LW BARDZO CZĘSTO UMIARKOWANIE 

25 ZLZ 8 LW BARDZO CZĘSTO CZĘSTO 

26 ZLZ 3 LW BARDZO CZĘSTO CZĘSTO 

27 - 2 W BARDZO CZĘSTO BARDZO CZĘSTO 

28 - 2 W BARDZO CZĘSTO BARDZO CZĘSTO 

Tabela 4. Zestawienie osób które wzięły udział w badaniu. (PS) placówki specjalistyczne zajmujące 

się zwierzętami egzotycznymi w tym głównie drobnymi ssakami i (ZLZ) zakłady lecznicze dla 

zwierząt o praktyce mieszanej. (LW) lekarz weterynarii, (TW) technik weterynarii, (ST) student 

weterynarii, (W) właściciel. Bardzo często – ponad 3 razy w tygodniu, Często – ponad 3 razy  

w miesiącu , Umiarkowanie – 1-2 przypadki na miesiąc. 
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3.3.  Badania molekularne 

 

3.3.1. Izolacja DNA 

Od wszystkich zwierząt oraz ludzi objętych badaniami pobierano krew do probówek 

z EDTA, z której izolowano DNA do badań molekularnych. 

Izolację DNA z krwi pełnej przeprowadzono przy użyciu zestawu Genomic Mini 

(A&A Biotechnology, Polska) zgodnie z procedurą podaną przez producenta 

1. Do probówki o pojemności 1,5 ml typu eppendorf wprowadzano 100 µl 

osocza. 

2. Do osocza dodawano 100 µl uniwersalnego buforu lizującego LT, zawartego 

w zestawie oraz 20 µl proteinazy K. Całość mieszano i inkubowano przez 20 min w łaźni 

wodnej w temp. 37°C. 

3. Próbkę intensywnie mieszano przez 20 s, a następnie nanoszono na 

minikolumnę do oczyszczania genomowego DNA, którą wirowano przez 1 min przy 

prędkości 13 tys./obr./min w wirówce Sigma 1-13. 

4. Następnie do minikolumny wprowadzano 500 µl roztworu płuczącego A1  

i wirowano 1 min. przy prędkości 13 tys./obr./min. 

5. Minikolumnę przenoszono do nowej probówki 2 ml i płukano 400 µl 

roztworu płuczącego A1, po czym całość wirowano przez 2 min. przy prędkości  

13 tys./obr./min. 

6. Osuszoną minikolumnę umieszczano w nowej probówce 1,5 ml i dodawano 

do niej 100 µl buforu elucyjnego Tris (10 mM TRIS, HCl 8,5), inkubowano przez 5 min  

w temp. pokojowej, a następnie wirowano przez 1 min przy prędkości 13 tys./obr./min. 

7. Minikolumnę usuwano, a eluat na dnie probówki zawierający oczyszczone 

DNA przechowywano w temp. –20°C do czasu dalszych analiz. 

3.3.2. Startery do reakcji PCR 

W badaniach wykorzystano zestaw starterów msp3, msp4a i msp4b komplementarnych 

do genu ITS (internal transcribed spacer) (ITS) Encephalitozoon spp. o sekwencjach: 

msp3 (5’GGAATTCACACCGCCCGTCACTAT3 ’),  

msp4a (5’CCAAGCTTATGCTTAAG-TCCAAGGGGT 3’) 

msp4b (5 ’CCAAG-CTTATGCTTAAGTCCAGGGAG 3’). [183] 
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Umożliwiały one amplifikację odcinka DNA o długości ok. 300 par zasad. 

Startery do reakcji PCR dla Encephalitozoon cuniculi zsyntetyzowano w Pracowni 

Sekwencjonowania DNA i Syntezy Oligonukleotydów Polskiej Akademii Nauk  

w Warszawie. 

3.3.3. Warunki PCR 

Reakcję łańcuchową polimerazy w czasie rzeczywistym z barwnikiem SYBR Green 

1 przeprowadzono w cienkościennych probówkach o pojemności 100 µl, z wykorzystaniem 

zestawu DyNAmo HS SYBR Green qPCR (Finnzymes), pozwalającym na uzyskanie reakcji 

o wysokiej specyficzności. W skład mieszaniny reakcyjnej o objętości  22,4 µl wchodziły 

następujące składniki:  

 10 l Master Mix zawierającego modyfikowaną polimerazę Tbr o gorącym starcie 

(Thermus brockianus), bufor dla polimerazy Tbr, dNTP, MgCl2 i interkalującego 

barwnika SYBR Green 1, 

 5 l woda dejonizowana, 

 0,8 l starter mps3 (końcowe stężenie 25 pM/l), 

 0,8 l starter mps4a (końcowe stężenie 25 pM/l), 

 0,8 l starter mps4b (końcowe stężenie 25 pM/l),  

 5 l DNA  

Zoptymalizowana reakcja PCR w czasie rzeczywistym obejmowała 41 cykli, każdy 

składający się z trzech etapów: denaturacji w temperaturze 95°C przez 180 sekund, 

dołączenia starterów w temperaturze 95°C przez 5 sekund i wydłużanie nici w temperaturze 

60°C przez 15 sekund. Reakcje prowadzono przy użyciu termocyklera Rotor-Gene3000, 

Corbett Research (Australia). Dla każdej reakcji określano wartość Ct produktów PCR 

(liczba cykli amplifikacji, po których natężenie fluorescencji powstającego produktu 

przewyższy fluorescencję tła) uzyskanych w czasie rzeczywistym, powstałych na matrycy  

cDNA.  W celu potwierdzenia swoistości amplifikacji, określano temperaturę topnienia 

produktów PCR przez stopniowe podnoszenie temperatury mieszaniny reakcyjnej z 50 do 

95°C przy ciągłym pomiarze natężenia fluorescencji. Kontrolę dodatnią, w reakcji PCR, 

stanowiło DNA  E. cuniculi pozyskane z wcześniejszych badań [184]. 
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3.3.4. Elektroforeza 

Uzyskane produkty reakcji PCR analizowane były metodą elektroforezy w 1% żelu 

agarozowym, w buforze TBE przy napięciu 10 V/cm przez 50 min. Po wybarwieniu 

produktów amplifikacji bromkiem etydyny określano ich wielkość w odniesieniu do wzorca 

masowego DNA ladder 100 bp (Gibco BRL). 

3.3.5. Przygotowanie produktu PCR do sekwencjonowania 

Uzyskane w wyniku reakcji PCR produkty amplifikacji DNA E. cuniculi przed 

sekwencjonowaniem poddawano oczyszczaniu na kolumienkach za pomocą zestawu 

QIAquick PCR  Purification Kit (Qiagen nr kat. 28104) według następującej procedury: 

1. Do 1 objętości próbki DNA dodawano 5 objętości buforu PB i mieszano na 

wytrząsarce (Heidolph reax 2000). 

2. Tak przygotowane próbki nanoszono na kolumny do oczyszczania DNA, 

które umieszczano w probówkach o objętości 2 ml i wirowano przez 60 s przy  

13 tys./obr./min. 

3. Eluat usuwano, a kolumny przemywano 750 l buforu PE i wirowano przez 

60 sekund z prędkością 13 tys./obr./min. 

4. Eluat ponownie usuwano, a kolumny wirowano „na sucho” przez kolejne 

 60 s. 

5. Następnie kolumny przenoszono do czystych probówek typu eppendorf 1,5 

ml, na środek membrany nanoszono 50 l buforu EB (10 mM TRIS, HCl 8,5) i pozostawiano 

w temp. pokojowej przez 60 s. 

6. Całość wirowano przez 60 sekund z prędkością 13 tys./obr./min. 

7. Oczyszczony produkt zawarty w końcowym eluacie analizowano metodą 

elektroforezy w 1% żelu agarozowym, a następnie wysyłano w suchym lodzie do 

sekwencjonowania.  

3.3.6.  Sekwencjonowanie 

Do sekwencjonowania wysyłano losowo wybrane 32 próbki (19 od kawii domowych,  

4 od szczurów, 2 od chomików, 2 od koszatniczek, 2 od myszy, i 3 od ludzi). 

Produkty PCR zostały przesłane do oczyszczenia i sekwencjonowania w Serwisie 

Sekwencjonowania i Syntezy DNA Instytutu Biochemii i Biofizyki Polskiej Akademii Nauk 
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w Warszawie. Wyniki sekwencjonowania odbierano poprzez pocztę elektroniczną, po czym 

opracowywano je za pomocą programu komputerowego Lasergene DNA Star. 

Wykorzystując ten sam program, analizowano sekwencje izolatów własnych 

Encephalitozoon cuniculi i porównywano je z sekwencjami Encephalitozoon spp. 

dostępnymi w bazie danych PubMed. 

  

3.4. Wykrywanie przeciwciał swoistych dla Encephalitozoon cuniculi 

metodą ELISA 

 

Krew do badań serologicznych pobierano do probówek z przyspieszaczem 

wykrzepiania od 38 zwierząt (3 chomiki, 2 myszy, 3 szczury i 30 kawii domowych),  

u których badaniem molekularnym wykryto obecność DNA E. cuniculi oraz od wszystkich 

osób gr 1 i 2 zakwalifikowanych do badania. Krew odwirowywano, a uzyskaną surowicę 

mrożono (-700C) do dalszych analiz. Badanie serologiczne w kierunku wykazania 

przeciwciał dla E. cuniculi przeprowadzono przy użyciu komercyjnych testów firmy 

Medicago. 

Próbki surowic rozcieńczono w stosunku 1:40 za pomocą PBS-T i nanoszono na 

płytki pokryte antygenem (kontrolę pozytywną i negatywną rozcieńczono PBS-T  

w stosunku 1:100.  

Przed użyciem płytkę płukano trzy razy. Następnie do dołków odmierzono po 100 µl 

rozcieńczonej kontroli ujemnej, 100 µl rozcieńczonej kontroli pozytywnej, oraz po 100 µl 

rozcieńczonych, badanych próbek. Układ inkubowano przez 60 minut w temperaturze 

pokojowej (20-25°C). 

Następnie dołki płytki opróżniano i przemywano trzykrotnie 350 µl PBS – Tween. 

Do każdego dołka dodawano 100 µl rozcieńczonego przeciwciała drugorzędowego 

skoniugowanego z HR, po czym całość inkubowano przez 30 min w temperaturze pokojowej 

20-25°C. Po kolejnym,  trzykrotnym płukaniu płytki roztworem PBS-Tween, do każdej 

studzienki dodano 100 µl płynnego substratu TMB i całość inkubowano przez 15 min, 

w temp. pokojowej. 20-25°C. Następnie do każdego dołka dodano 50 µl roztworu 

zatrzymującego. Absorbancję próbek odczytywano przy długości fali 450 mm. Próg odcięcia 

(cut off) wynosił 2,1. 
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3.5. Analiza statystyczna 

 

Uzyskane wyniki badań poddawano analizie przy użyciu dokładnego testu Fishera 

pozwalającej ocenić czy istnieje statystycznie istotna różnica między proporcjami w 

poszczególnych grupach zwierząt a wszystkimi zwierzętami uwzględnionymi w badaniach. 

W analizie porównano występowanie dodatniego wyniku PCR potwierdzającego zakażenie 

E. cuniculi w zależności od gatunku zwierząt użytych w badaniu. Za statystycznie istotne 

przyjmowano wartości przy prawdopodobieństwie p < 0,05. Korelacje pomiędzy dodatnim 

wynikiem PCR a występowaniem objawów klinicznych obliczono metodą Spearmana. 

W ocenie prewalencji zakażeń E. cuniculi u ludzi, analiza statystyczna przeprowadzona 

przy użyciu dokładnego testu Fishera oraz metody Spearmana, umożliwiła określenie 

zależności pomiędzy występowaniem kontaktu stałego (właściciele zwierząt, n=5) lub 

okazjonalnego (lekarze weterynarii biorący jedynie udział w badaniu klinicznym zwierząt, 

n=23) ludzi ze zwierzętami lub brakiem takiego kontaktu (n=20) a dodatnim wynikiem PCR 

potwierdzającym zakażenie E. cuniculi u ludzi. 
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4. Omówienie wyników badań i dyskusja 

4.1. Wyniki 

4.1.1. Prewalencja zakażeń E. cuniculi u zwierząt vs objawy kliniczne 

Materiał kliniczny był zbierany przez okres 2 lat. Spośród 157 przebadanych gryzoni 

u 89 (57%) osobników uzyskano wynik dodatni PCR potwierdzający zakażenie 

Encephalitozoon cuniculi. Wśród nich największy odsetek dodatnich wyników odnotowano 

u kawii domowych 73%. (Tabela 5) 

Wynik reakcji PCR Liczba zwierząt Odsetek zwierząt (%) 

dodatnie 89 57% 

ujemne 68 43% 

całkowita liczba badanych zwierząt 157 

Tabela 5. Wyniki badania PCR u badanych zwierząt w kierunku Encephalitozoon cuniculi 

Wśród szynszyli (9%), chomików (36%), szczurów (25%) i koszatniczek (50%) 

dominowały osobniki z ujemnym wynikiem badania PCR (Wykres 3). 

Wykres 3. Rozkład 

wyników dodatnich i 

ujemnych u poszczególnych 

gatunków zwierząt. Kolor 

zielony – zwierzęta z 

wynikiem dodatnim w 

badaniu PCR, Kolor 

czerwony – zwierzęta z 

wynikiem ujemnym PCR. 
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Lp. Gatunek PCR Sekwencje 

1 Kawia domowa + nb 

2 Kawia domowa + nb 

3 Kawia domowa + nb 

4 Kawia domowa + nb 

6 Kawia domowa + nb 

7 Kawia domowa + nb 

8 Kawia domowa + + 

9 Kawia domowa + nb 

10 Kawia domowa + nb 

11 Kawia domowa + nb 

12 Kawia domowa + nb 

13 Kawia domowa + nb 

14 Kawia domowa + nb 

15 Kawia domowa + nb 

16 Kawia domowa + + 

17 Kawia domowa + nb 

18 Kawia domowa + nb 

19 Kawia domowa + nb 

20 Kawia domowa + nb 

21 Kawia domowa + nb 

22 Kawia domowa + nb 

23 Kawia domowa + nb 

24 Kawia domowa + nb 

25 Kawia domowa + nb 

26 Kawia domowa + nb 

27 Kawia domowa + nb 

28 Kawia domowa + nb 

29 Kawia domowa + nb 

30 Kawia domowa + nb 

31 Kawia domowa + nb 

32 Kawia domowa + nb 

33 Kawia domowa + nb 

34 Kawia domowa + nb 

35 Kawia domowa + nb 

36 Kawia domowa + nb 

37 Kawia domowa + nb 

38 Kawia domowa + nb 

41 Kawia domowa + nb 

43 Kawia domowa + nb 

47 Kawia domowa + + 

48 Kawia domowa + nb 

50 Kawia domowa + nb 

51 Kawia domowa + + 

52 Kawia domowa + nb 

53 Kawia domowa + nb 

54 Kawia domowa + + 

55 Kawia domowa + + 

59 Kawia domowa + nb 

62 Koszatniczka + + 

63 Koszatniczka + + 

64 Kawia domowa + nb 

65 Szczur + + 

69 Kawia domowa + nb 

70 Kawia domowa + nb 

71 Kawia domowa + nb 

72 Szynszyla + nb 

73 Kawia domowa + + 

74 Kawia domowa + + 

84 Kawia domowa + + 

85 Kawia domowa + + 

86 Kawia domowa + nb 

87 Kawia domowa + nb 

89 Kawia domowa + + 

90 Kawia domowa + nb 

91 Kawia domowa + + 

92 Chomik + nb 

94 Kawia domowa + + 

98 Chomik + nb 

99 Mysz + + 

100 Mysz + + 

101 Szczur + + 

107 Szczur + nb 

117 Kawia domowa + + 

120 Kawia domowa + nb 

125 Kawia domowa + nb 

126 Kawia domowa + nb 

129 Szczur + - 

130 Kawia domowa + - 

134 Kawia domowa + nb 

136 Chomik + + 

139 Kawia domowa + + 

141 Kawia domowa + + 

145 Szczur + nb 

146 Szczur + nb 

149 Szczur + + 

150 Kawia domowa + - 

152 Chomik + + 

153 Kawia domowa + + 

156 Kawia domowa + nb 

Tabela 6. Zestawienie zwierząt z dodatnim 

wynikiem PCR w kierunku E. cuniculi. „+”- 

próbki dodatnie „–„ próbki ujemne „nb” – 

próbki niebadane. 
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4.1.1.1. Kawia domowa 

 Spośród 100 przebadanych kawii domowych u 73% uzyskano wynik dodatni PCR 

potwierdzający zakażenie E. cuniculi. Do sekwencjonowania przekazano 19 losowo wybranych 

produktów amplifikacji, spośród których w przypadku 17 otrzymano czytelne sekwencje 

fragmentu genu ITS (Tabele 6 i 7). 

Kawie domowe 

Wynik reakcji PCR Liczba zwierząt Odsetek zwierząt (%) 

dodatnie 73 73% 

ujemne 27 27% 

całkowita liczba badanych zwierząt 100 

Tabela 7. Wyniki badania PCR dla E. cuniculi u kawii domowych. 

 

U zwierząt z dodatnim wynikiem PCR najczęściej obserwowano zaburzenia ze strony 

układu moczowego (19 przypadków) takie jak: przewlekła niewydolność nerek, której często 

towarzyszyła obecność osadu w pęcherzu moczowym i/lub kamica moczowa. Równie często 

przewlekłej niewydolności nerek towarzyszyło nawracające przewlekłe zapalenie pęcherza 

moczowego.  

Zaburzenia ze strony układu nerwowego obserwowano u 12 osobników, u których 

badaniem PCR potwierdzono infekcję. Obejmowały one: porażenia czterokończynowe, 

niezborność ruchową, oczopląs, kręcz szyi, a pojedynczych przypadkach otępienie.  

U 9 zwierząt pozytywnych w badaniu PCR wystąpiły objawy okulistyczne takie jak: 

zmętnienie rogówki, zaćma i kostnienie heterotropowe. U 2 młodych zwierząt około 4 

tygodniowych notowano małoocze. W tym przypadku wynik pozytywny PCR uzyskano także 

dla ich matki. 

Innymi stwierdzanymi nieprawidłowościami u kawii dodatnich w badaniu PCR była 

nadczynność i niedoczynność tarczycy.  

U zwierząt wykazujących zaburzenia ze strony przewodu pokarmowego DNA 

mikrosporydiów wykryto w organizmie 3 kawii z objawami biegunek oraz u 1 pacjenta z 

zapaleniem wątroby. 

Ponadto dodatnie wyniki PCR w kierunku E. cuniculi notowano u 3 zwierząt z 

objawami zapalenia górnych dróg oddechowych, u dwóch samic ze stwierdzoną 

torbielowatością jajników oraz dwóch kawii z zapaleniem ucha zewnętrznego. 
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Dodatni wynik PCR dla E. cuniculi uzyskano również  u 24 spośród 35 zdrowych 

osobników niewykazujących żadnych objawów klinicznych (Tabela 8). 

KAWIA DOMOWA 

Układy Wyniki dodatnie Wyniki ujemne Ogółem 

Układ nerwowy 

Tetraplegia 3 0 3 

Niezborność ruchowa 1 2 3 

Oczopląs 1 0 1 

Torticolis 4 2 6 

Otępienie 0 1 1 

Drgawki 3 1 4 

SUMA 12 6 18 

Układ moczowy 

Kamica moczowa 4 1 5 

Nadmiar osadu w pęcherzu 

moczowym 

3 0 3 

Przewlekłe zapalenie pęcherza 2 0 2 

Przewlekła niewydolność nerek 10 2 12 

SUMA 19 3 22 

Oczy 

Zmętnienie rogówki 4 0 4 

Zaćma 0 2 2 

Kostnienie hetrotropowe 3 1 4 

Małoocze 2 0 2 

SUMA 9 3 12 

Tarczyca 

Nadczynność 3 1 4 

Niedoczynność 1 1 2 

SUMA 3 2 6 

Układ pokarmowy 

Biegunka 1 0 1 

Zapalenie wątroby 1 0 1 

SUMA 2 0 2 

Inne 

Guz śledziony 0 1 1 

Zaburzenia  stomatologiczne 0 1 1 

Zapalenie GDO 2 0 2 

Torbiele jajnikowe 1 0 1 

SUMA 3 2 5 

Zdrowe 24 11 35 
Tabela 8. Wyniki badania PCR zestawione z obserwowanymi objawami klinicznymi u kawii domowych 

objętych obserwacjami własnymi. 
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4.1.1.2. Szczury 

Spośród przebadanych 28 zwierząt u 25% uzyskano wynik dodatni PCR w kierunku  

E. cuniculi. Czytelne sekwencje analizowanego fragmentu genu ITS uzyskano dla 3 spośród  4  

produktów PCR poddawanych sekwencjonowaniu (Tabela 9). 

Szczury 

Wynik reakcji PCR Liczba zwierząt Odsetek zwierząt w (%) 

dodatnie 7 25% 

ujemne 21 75% 

całkowita liczba badanych zwierząt 28 

 

 

Tabela 9. Wyniki badania PCR dla E. cuniculi u szczurów. 

W przypadku zwierząt zdradzających objawy kliniczne dodatnie wyniki PCR dla  

E. cuniculi uzyskano u 2 szczurów ze zdiagnozowanym guzem przysadki i 2 szczurów ze 

zmianami nowotworowymi (guz jądra i rozsiany proces nowotworowy w jamie brzusznej), 

jednego z mykoplazmowym zapaleniem płuc oraz jednego ze zwyrodnieniem kręgosłupa.  

Wśród przebadanych 3 zdrowych szczurów jeden był nosicielem E. cuniculi (Tabela 10). 

SZCZURY 

Układy Wyniki dodatnie Wyniki ujemne Ogółem 

Układ nerwowy 

Guz przysadki 2 5 7 

Układ moczowy 

Kamica moczowa 0 1 1 

Inne 

Guz płuca 0 3 3 

Mykoplazmoza pluc 1 1 2 

Zwyrodnienie 

kręgosłupa 

1 3 4 

Nowotwory 2 6 8 

SUMA 4 13 17 

Zdrowe 1 2 3 

Tabela 10. Wyniki badania PCR zestawione z obserwowanymi objawami klinicznymi u szczurów. 
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4.1.1.3. Chomiki 

  

Spośród 11 chomików objętych obserwacjami u 36% uzyskano dodatnie wyniki PCR  

w kierunku E. cuniculi. Dla dwóch losowych próbek amplikonów przekazanych do 

sekwencjonowania otrzymano czytelne sekwencje fragmentu genu ITS (Tabela 11). 

Chomiki 

Wynik reakcji PCR Liczba zwierząt Odsetek zwierząt (%) 

dodatnie 4 36% 

ujemne 7 64% 

całkowita liczba bada zwierząt 11 

Tabela 11. Wyniki badania PCR dla E. cuniculi u chomików. 

 

Dodatnie w PCR zwierzęta (n=4) wykazywały takie zaburzenia jak: ropomacicze  

(1 osobnik), zwyrodnienie kręgosłupa (1 osobnik), przewlekła niewydolność nerek  

(1 osobnik), zmiana nowotworowa w obrębie łopatki (1 osobnik) (Tabela 12). 

CHOMIK 

Układy Wyniki dodatnie Wyniki ujemne Ogółem 

Układ nerwowy 

Objawy przedsionkowe 0 1 1 

Układ moczowy 

Kamica moczowa 0 1 1 

Przewlekła 

niewydolność nerek 

1 0 1 

SUMA 1 1 2 

Inne 

układ ruchu 1 1 2 

zmiany nowotworowe 1 2 3 

Ropomacicze 1 1 2 

Zapalenie ucha 0 1 1 

SUMA 3 5 8 

Tabela 12. Wyniki badania PCR zestawione z obserwowanymi objawami klinicznymi u chomików. 
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4.1.1.4. Szynszyle 

Dodatni wynik PCR dla E. cuniculi uzyskano w przypadku jednego spośród 11 

badanych w tym kierunku szynszyli. U pacjenta obserwowano silne napady padaczkowe które 

doprowadziły do jego zgonu (Tabele 13 i 14). 

Szynszyle 

Wynik reakcji PCR Liczba zwierząt Odsetek zwierząt (5) 

dodatnie 1 9% 

ujemne 10 91% 

całkowita liczba badanych zwierząt 11 

Tabela 13. Wyniki badania PCR dla E. cuniculi u szynszyli. 

SZYNSZYLE 

Układy Wyniki dodatnie Wyniki ujemne Ogółem 

Układ nerwowy 

Drgawki 1 1 2 

Układ moczowy 

Ostra niewydolność 

nerek 

0 1 1 

Inne 

Ropomacicze 0 1 1 

Choroba stomatologiczna 0 1 1 

SUMA 0 2 2 

Zdrowe  0  6 6 

Tabela 14. Wyniki badania PCR zestawione z obserwowanymi objawami klinicznymi u szynszyli. 

4.1.1.5. Koszatniczki 

U dwóch spośród 4 przebadanych koszatniczek badaniem molekularnym wykazano 

obecność w ich organizmie DNA E. cuniculi. U żadnego z tych zwierząt nie obserwowano 

objawów chorobowych Czytelne sekwencje uzyskano dla obu produktów PCR (Tabele 15 i 16).  

Koszatniczki 

Wynik reakcji PCR Liczba zwierząt Odsetek zwierząt w (%) 

dodatnie 2 50% 

ujemne 2 50% 

całkowita liczba badanych zwierząt 4 



40 
 

Tabela 15. Wyniki badania PCR dla E. cuniculi u koszatniczek. 

KOSZATNICZKA 

Układy Wyniki dodatnie Wyniki ujemne Ogółem 

Choroba stomatologiczna 0 1 1 

Zdrowe 2 1 3 

Tabela 16. Wyniki badania PCR zestawione z obserwowanymi objawami klinicznymi u koszatniczki. 

 

4.1.1.6. Myszy 

 

 U 2 z 3 objętych obserwacjami myszy uzyskano dodatni wynik PCR dla E. cuniculi - u 

jednej myszy obserwowano biegunkę u drugiej zmianę guzowatą w okolicy pachy. W obu 

przypadkach uzyskano  czytelne sekwencje amplikonów (Tabele 17 i 18).  

Myszy 

Wynik reakcji PCR Liczba zwierząt Odsetek zwierząt (%) 

dodatnie 2 67% 

ujemne 1 33% 

całkowita liczba badanych zwierząt 3 

Tabela 17. Wyniki badania PCR dla E. cuniculi u myszy. 

 

MYSZ 

Układy Wyniki dodatnie Wyniki ujemne Ilość odnotowanych 

objawów 

Biegunka 1 0 1 

Nowotwory 1 1 2 

Tabela 18. Wyniki badania PCR zestawione z obserwowanymi objawami klinicznymi u myszy. 

 

4.1.2. Prewalencja zakażeń E. cuniculi u ludzi. 

Badaniami objęto 28 osób (grupa 1), którzy zawodowo lub prywatnie mieli kontakt  

z gryzoniami oraz 20 osób nie mających takiego kontaktu, formujących grupę kontrolną nr 2 

W grupie 1 u 3 osób uzyskano dodatni wynik PCR dla E. cuniculi W przypadku 

wszystkich trzech amplikonów uzyskano czytelne sekwencje analizowanego fragmentu genu 

ITS (2, 5, 28). Wszystkie osoby pozytywne dla E. cuniculi miały w przeszłości kontakt ze 

zwierzętami chorymi na encefalitozoonozę. (Tabela 19). 
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Lp Częstość 

kontaktu z 

nosicielami E.C 

zwierzętami 

Częstość 

kontaktu z 

chorymi na E.C 

zwierzętami 

Układ 

moczowy 
Układ nerwowy 

Układ 

oddechowy 
Wzrok 

1 CZĘSTO CZĘSTO N N N N 

2 

BARDZO 

CZĘSTO 

UMIARKOWA

NIE N N N N 

3 

BARDZO 

CZĘSTO 

BARDZO 

CZĘSTO N N N N 

4 

BARDZO 

CZĘSTO 

BARDZO 

CZĘSTO N N 

Sezonowe 

przeziębienia N 

5 

BARDZO 

CZĘSTO 

BARDZO 

CZĘSTO N N 

Częste 

zapalenia 

oskrzeli N 

6 

UMIARKOWA

NIE 

UMIARKOWA

NIE N N N N 

7 

UMIARKOWA

NIE 

UMIARKOWA

NIE N N N N 

8 

BARDZO 

CZĘSTO 

BARDZO 

CZĘSTO N N N N 

9 

BARDZO 

CZĘSTO 

UMIARKOWA

NIE N N N N 

10 

BARDZO 

CZĘSTO CZĘSTO N N N N 

11 

UMIARKOWA

NIE NIE N N N N 

12 

BARDZO 

CZĘSTO 

BARDZO 

CZĘSTO  N N N 

13 

BARDZO 

CZĘSTO 

BARDZO 

CZĘSTO N N N N 

14 

BARDZO 

CZĘSTO 

BARDZO 

CZĘSTO N N N N 

15 

BARDZO 

CZĘSTO 

BARDZO 

CZĘSTO 

Zap. dróg 

moczowych N N N 

16 CZĘSTO 

BARDZO 

CZĘSTO N N N N 

17 

UMIARKOWA

NIE 

UMIARKOWA

NIE 

Zap. dróg 

moczowych 

Bóle głowy, 

męczliwość, bóle 

mięśni i 

drętwienie 

Częste 

zapalenia 

oskrzeli N 

18 

BARDZO 

CZĘSTO 

BARDZO 

CZĘSTO N N 

Astma 

oskrzelowa N 

19 

BARDZO 

CZĘSTO CZĘSTO N N N N 

20 

UMIARKOWA

NIE 

UMIARKOWA

NIE N N N N 

21 

BARDZO 

CZĘSTO CZĘSTO N N N N 

22 

BARDZO 

CZĘSTO CZĘSTO N N N N 

23 

BARDZO 

CZĘSTO 

UMIARKOWA

NIE N Migreny N N 

24 

BARDZO 

CZĘSTO 

UMIARKOWA

NIE N N N N 
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25 

BARDZO 

CZĘSTO CZĘSTO 

Inf. Układu 

moczowego N N 

Zmiany 

w oku 

26 

BARDZO 

CZĘSTO CZĘSTO N N N N 

27 

BARDZO 

CZĘSTO 

BARDZO 

CZĘSTO N N N N 

28 

BARDZO 

CZĘSTO 

BARDZO 

CZĘSTO N N N N 

Tabela 19. Wyniki ankiety przeprowadzonej wśród osób zakwalifikowanych do badań własnych. 

Jedna z osób grupy 1, u której wynik badania molekularnego w kierunku E. cuniculi był 

dodatni zgłaszała częste zapalenie oskrzeli, u pozostałych nie stwierdzono problemów 

zdrowotnych. (Tabela 20). Wyniki badań biochemicznych i hematologicznych nie wykazywały 

u żadnej z osób wykorzystanych w badaniach własnych (zarówno z grupy 1, jak i 2) odstępstw 

od normy fizjologicznej (Tabele 21, 22, 23, 24). 

 

Lp. PCR SEKWENCJONOWANIE 

1 - nb 

2 + + 

3 - nb 

4 - nb 

5 + + 

6 - nb 

7 - nb 

8 - nb 

9 - nb 

10 - nb 

11 - nb 

12 - nb 

13 - nb 

14 - nb 

15 - nb 

16 - nb 

17 - nb 

18 - nb 

19 - nb 

20 - nb 

21 - nb 

22 - nb 

23 - nb 

24 - nb 

25 - nb 

26 - nb 

27 - nb 

28 + + 

Tabela 20. Zestawienie  wyników badania molekularnego w grupie badanych ludzi.  „+”- próbki 

dodatnie „–„ próbki ujemne „nb” – próbki niebadane. 
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Tabela 21. Wyniki badań biochemicznych krwi ludzi z grupy 1 objętych badaniami własnymi. 
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Tabela 22. Wyniki badań morfologicznych krwi u ludzi z grupy 1objętych badaniami własnymi. 
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Tabela 23. Wyniki badań biochemicznych krwi ludzi z grupy 2 objętych badaniami własnymi. 
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Tabela 24. Wyniki badań morfologicznych krwi u ludzi z grupy 2 objętych badaniami własnymi. 
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4.1.3. Wyniki badań molekularnych  

 Techniką Real-Time HRM PCR z zastosowaniem barwnika SYBR Green I, DNA  

E. cuniculi wykryto w próbkach krwi uzyskanych od 89 gryzoni i 3 osób. Wartości Ct wahały 

się w granicach 28-38 (Ryc. 3). Analiza krzywej topnienia amplikonów wykazała, iż 

temperatura topnienia (Tm) uzyskanych produktów mieści się w przedziale od 78,5°C do 

80,5°C (Ryc. 4). 

Ryc. 3. Krzywa amplifikacji uzyskana Real- Time Sybr Green PCR, (wartość Ct.w granicach 34-35).

 

Ryc. 4. Krzywa topnienia amplikonów E. cuniculi uzyskana w HRM Sybr-Green Real- Time PCR. 
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Obecność wszystkich produktów reakcji Real-Time PCR została dodatkowo 

potwierdzona metodą elektroforezy w żelu agarozowym. Wielkość produktów odnoszonych 

do wzorca masowego szacowano na około 300 pz (Ryc 5).  

 

Ryc.5 Elektroforeza produktów PCR fragmentu genu ITS E. cuniculi  (wielkości produktu 300 par 

zasad) Ścieżki: M-marker masowy Gibco BRL DNA Ladder 100bp.; 1-kontrola pozytywna; 2-

kontrola negatywna; 3-8 produkty PCR uzyskane w badaniach własnych. 

Przeprowadzono analizę sekwencji 29 losowo wybranych próbek dodatnich dla  

E. cuniculi, uzyskanych od zwierząt (PL 8, PL 16, PL 47, PL 48, PL 50, PL 51, PL 54, PL 

55, PL 62, PL 63, PL 65, PL 73, PL 74, PL 84, PL 85, PL 89, PL 91, PL 94, PL 99, PL 100, 

PL 101, PL 117, PL 129, PL 130, PL 136, PL 139, PL 141, PL 145, PL 150, PL 152, PL 153) 

oraz 3 pozytywnych próbek pozyskanych od ludzi (PL 2 - człowiek, PL 5 - człowiek, PL 28 

- człowiek).  

Porównanie uzyskanych sekwencji nukleotydowych izolatów uzyskanych w 

badaniach własnych ze wzorcowymi sekwencjąmi E. cuniculi AJ005581.1, KJ941140.1 typ 

1, MF062430, typ 2, KF736984.1 typ 3, HM045511 typ 4 z banku genów (GenBank) przy 

pomocy programu DNA Star MegAligne pozwoliło ustalić stopień ich podobieństwa  w 

przedziale 91,2-100,0%. (Ryc 6). Największą odmienność wykazywała sekwencja 

fragmentu genu ITS pozyskana od ludzi (próbki PL 5 człowiek, PL 28 człowiek), której 

podobieństwo do sekwencji wzorcowych wynosiło jedynie 91,2%. 

Analiza filogenetyczna wykazała obecność dwóch grup, które określono numerami 

1 i 2. Grupa 1 utworzona została przez sekwencje izolatów PL 8, PL 16, PL 47, PL 48, PL 
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50, PL 51, PL 54, PL 55, PL 62, PL 63, PL 65, PL 73, PL 74, PL 84, PL 85, PL 89, PL 91, 

PL 94, PL 99, PL 100, PL 101, PL 117, PL 129, PL 130, PL 136, PL 139, PL 141, PL 145, 

PL 150, PL 152, PL 28 – człowiek, natomiast grupa 2 przez 3 sekwencje: PL 2 – człowiek, 

PL 5 – człowiek, PL153 nie wykazujące istotnego podobieństwa z  pozostałymi 

sekwencjami uzyskanymi w badaniach własnych, jak i z wzorcowymi sekwencjami  

E. cuniculi dostępnymi w banku genów GeneBank. 

Szczegółowa analiza sekwencji tworzących grupę 1 pozwoliła na wyróżnienie w jej 

obrębie sześciu  podgrup monofiletycznych oznaczonych literami A-F. W podgrupie A: 

znalazły się sekwencje izolatów PL89 i PL91 wykazujących najwyższe podobieństwo  

z sekwencją izolatu E. cuniculi typu 4 HM045511; podgrupę B utworzyła sekwencja szczepu 

KF736984.1 typ 3; podgrupę C sekwencja szczepu MF062430 typ 2, podgrupę D sekwencja 

izolatu PL136 wykazująca podobnego stopnia homologię z sekwencjami szczepów 

KJ941140.1 typ 1 i MF062430, typ 2. W podgrupie E znalazły się sekwencje izolatów 

własnych (PL 16, PL 73, PL 117) wykazujące najwyższe podobieństwo ze szczepem 

KJ941140 typ 1, natomiast w najliczniejszej podgrupie F umieszczono sekwencje izolatów 

własnych PL 47, PL 100, PL 54, PL 65, PL 101, PL 51, PL 84, PL 139, PL 63, PL 85, PL 

141, PL 74, PL 99, PL 145, PL 28-człowiek, PL 94, PL 62, PL 8, PL 152 wykazujących 

najwyższe podobieństwo z szczepem E. cuniculi AJ005581.1 typ 1. (Ryc 7) 

Na Rycinie 8 przedstawiono podstawienia nukleotydowe w badanych sekwencjach 

fragmentu genu ITS E. cuniculi amplikonów pozyskanych w badaniach własnych. 
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Ryc 6. Wzajemne podobieństwo  (%) sekwencji nukletotydowych produktów PCR uzyskanych w 

badaniach własnych 
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Ryc 7. Drzewo filogenetyczne przedstawiające podobieństwo sekwencji nukleotydowych fragmentu 

genu ITS E. cuniculi,  pozyskanych w badaniach własnych  
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Ryc.8 Podstawienia nukleotydowe w sekwencjach fragmentu genu ITS E. cuniculi amplikonów 

pozyskanych w badaniach własnych.  
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4.1.4. Wyniki badań serologicznych w kierunku E. cuniculi 

Badaniu serologicznemu zostało poddanych losowo wybranych 38 zwierząt  

(3 chomiki, 2 myszy, 3 szczury i 30 kawii domowych) z dodatnimi wynikami PCR  

w kierunku E. cuniculi,. Obecność przeciwciał stwierdzono u 13 kawii domowych (4, 8, 10, 

48, 50, 52, 54, 55, 59, 73, 84, 85, 89), 3 chomików (98, 136, 152),  jednego szczura (145), 

absorbancja próbek wynosiła w granicach (2,098 – 2,383) (Tabela 25). 

Wśród seropozytywnych zwierząt u dwóch (4, 59) notowano zaburzenia ze strony 

układu wydalniczego (zapalenie pęcherza, przewlekła niewydolność nerek i nadmiar osadu 

w pęcherzu moczowym), u dwóch (52, 55)  zaburzenia okulistyczne, także u dwóch (73, 54) 

zaburzenia neurologiczne, u siedmiu (10, 48, 98, 136, 145, 152) zaburzenia ze strony: układ 

rozrodczego, układu pokarmowego, układu ruchu, lub tarczycy,  natomiast pięć osobników 

(8, 50, 84, 85, 89) nie wykazywało żadnych objawów klinicznych, a do Kliniki trafiły  

w celach profilaktycznych. 

U zwierząt które manifestowały objawy ze strony układu nerwowego i moczowego 

w terapii został wdrożony fenbendazol w dawce 10 - 20 mg/kg m.c. Osobniki z zaburzeniami 

neurologicznymi padały z reguły w ciągu 1-2 dni od wystąpienia pierwszych objawów 

natomiast wszystkie zwierzęta wykazujące problemy związane z układem wydalniczym,  

w następstwie podjętego leczenia wróciły do zdrowia. 
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Lp. ELISA Absroban

cja 

PC

R 

Sekw

e. 

Lp. ELISA Absroban

cja 

PCR Sekw

e. 

2 - 1,068  + nb 84 + 2,485  + + 

4 + 2,175  + nb 85 + 2,149  + + 

8 + 2,213  + + 86 - 0,904  + nb 

9 - 0,792  + nb 87 - 1,015  + nb 

10 + 2,155  + nb 89 + 2,286  + + 

15 - 0,393  + nb 90 - 1,067  + nb 

16 - 1,098  + + 91 nb -  + + 

17 - 1,000  + nb 94 - 1,085  + + 

37 - 0,139  + nb 98 + 2,319  + nb 

47 - 0,903  + + 99 - 1,063  + + 

48 + 2,304  + nb 100 - 1,000  + + 

50 + 2,157  + nb 101 nb -  + + 

51 nb -  + + 117 nb -  + + 

52 + 2,206  + nb 120 - 0,375  + nb 

54 + 2,267  + + 126 - 0,889  + nb 

55 + 2,298  + + 129 - 1,000  + - 

59 + 2,117  + nb 130 - 0,632  + - 

62 nb -  + + 136 + 1,262  + + 

63 nb -  + + 139 nb -  + + 

64 - 0,972  + nb 141 nb -  + + 

65 nb -  + + 145 + 2,098  + + 

73 + 2,383  + + 150 - 1,159  + - 

74 - 1,000  + + 152 + 2,297  + +      
153 - 1,091  + + 

Tabela 25 Wyniki otrzymane od badanych gryzoni. 

W  grupie ludzi badaniu serologicznemu poddano 48 próbek surowic (28 z grupy 1 i 20  

z grupy 2). Obecność przeciwciał dla E. cuniculi wykazano w próbkach 4 surowic pobranych 

od osób z grupy 1 (1, 3, 6, 7). (Tabela 26). Absorbancja tych próbek wynosiła kolejno 2,213, 

2,351, 5,676, 2,075. U żadnego z dodatnich seroreagentów nie notowano objawów 

chorobowych. 
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Lp. ELISA Absrobancja PCR Sekwe. Lp. ELISA Absrobancja PCR Sekwe. 

1 + 2,213 - nb 15 - 0,840 - nb 

2 - 1,063 + + 16 - 1,595 - nb 

3 + 2,351 - nb 17 - 1,110 - nb 

4 - 1,127 - nb 18 - 1,000 - nb 

5 - 1,383 + + 19 - 0.826 - nb 

6 + 5,676 - nb 20 - 0,886 - nb 

7 + 2,075 - nb 21 - 0,794 - nb 

8 - 1,328 - nb 22 - 1,127 - nb 

9 - 1,048 - nb 23 - 1,000 - nb 

10 - 1,010 - nb 24 - 0,887 - nb 

11 - 0,062 - nb 25 - 0,919 - nb 

12 - 0,079 - nb 26 - 0,716 - nb 

13 - 0.070 - nb 27 - 0,962 - nb 

14 - 1,220 - nb 28 - 1,069 + + 

Tabela 26 Wyniki własne otrzymane od ludzi grupy 1. 

 

4.1.5. Analiza statystyczna wyników uzyskanych u zwierząt 
Analiza statystyczna przeprowadzona w poszczególnych grupach zwierząt (kawie, 

szczury, chomiki, szynszyle, koszatniczki i myszy) wykazała statystycznie istotne proporcje 

wyników dodatnich badania PCR u kawii (p=0,0084), natomiast ujemnych u szczurów 

(p=0,0035) i szynszyli (p=0,003). U chomików nie wykazano statystycznie istotnych 

proporcji wyników badania PCR (p=0,2213), natomiast koszatniczki i myszy stanowiły zbyt 

małą grupę do analizy statystycznej. 

Ponadto u kawii, jako najbardziej licznej grupie przebadanych zwierząt, wykazano 

wysoką dodatnią korelację pomiędzy dodatnim wynikiem PCR a występowaniem objawów 

klinicznych (r=0,8896), które mogły być związane z zakażeniem E. cuniculi (Ryc. 9). 
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Ryc. 9 Zależność pomiędzy obecnością DNA E. cuniculi, a występowaniem objawów 

klinicznych u kawii, 

Umiarkowaną korelację pomiędzy dodatnim wynikiem PCR a występowaniem 

objawów klinicznych wykazano u szczurów (r=0,6552) (Ryc.10) i szynszyli (r=0,65) (Ryc. 

11). 

 

Ryc. 10 Zależność pomiędzy obecnością DNA E. cuniculi, a występowaniem objawów 

klinicznych u szczurów. 
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Ryc. 11 Zależność pomiędzy obecnością DNA E cuniculi, a występowaniem objawów klinicznych u 

szynszyli. 

Niemożliwe było określenie korelacji u koszatniczek (n=4) i myszy (n=3) z uwagi 

na wymaganą liczbę co najmniej 5 zwierząt w badanej grupie.  

 

4.1.6. Analiza statystyczna wyników uzyskanych u ludzi 
 

W przypadku ludzi (grupa I i II) analiza statystyczna wykazała brak istotnej różnicy 

(p=0,2553) pomiędzy osobami mającymi kontakt ze zwierzętami a występowaniem 

dodatniego wyniku PCR potwierdzającego zakażenie pasożytem.  

Natomiast biorąc pod uwagę tylko grupę ludzi mających kontakt ze zwierzętami 

(grupa I) analiza statystyczna proporcji uzyskanych wyników dla lekarzy weterynarii (n=23) 

i stałych właścicieli (n=5) wykazała statystycznie istotną zależność (p=0,0031) pomiędzy 

rodzajem kontaktu (okazjonalnym u lekarzy weterynarii i stałym u właścicieli zwierząt)  

a występowaniem dodatniego (u właścicieli zwierząt) lub ujemnego (u lekarzy weterynarii)  

wyniku PCR w porównywanych grupach. (Ryc.12) 



71 
 

 

Ryc. 12 Zależność pomiędzy obecnością DNA E cuniculi, a ludźmi mających kontakt ze 

zwierzętami. 
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4.2. Dyskusja 
 

Zwierzęta domowe takie jak psy, koty czy gryzonie i króliki mogą stanowić 

rezerwuar E. cuniculi dla ludzi oraz innych zwierząt. Źródłem zakażenia może być także 

skażona tymi patogenami żywość lub woda. Wykazano, że ich spory są zdolne do przeżycia 

przez dłuższy czas w mleku pasteryzowanym pochodzącym od krów nosicieli E. cuniculi.  

Produkty pochodzenia zwierzęcego mogą być potencjalnym źródłem zakażenia dla ludzi, 

ponieważ mikrosporydia są patogenami niepodlegającymi kontroli spożywczej. 

Spośród drobnych ssaków utrzymywanych jako zwierzęta towarzyszące, króliki są 

grupą w której prewalencja zakażeń E. cuniculi jest najwyższa, sięgając 71% [57]. 

Przypadki encefalitozoonozy opisywane są w populacji tych zwierząt na całym świecie 

zarówno u królików laboratoryjnych, domowych, jak i hodowlanych. Dzikie króliki  

(Oryctolagus cuniculus) są naturalnym gospodarzem E. cuniculi [185]. 

Prewalencja zakażeń na tle omawianych mikrosporydiów wśród gatunków drobnych 

ssaków różni się w zależności od regionu, z którego pochodzi badana grupa. Przykład 

królików domowych, które są najszerzej przebadane w tym kierunku wskazuje, że w Europie 

seroprewalencja w poszczególnych krajach wykazuje znaczne zróżnicowanie i wynosi:  

w Wielkiej Brytanii 23,1%, na Słowacji 65%, w Finlandii 29,1%, we Włoszech, 31,6% - 

75,5% [159, 160, 186, 187,188, 189]. W innych rejonach świata wskaźniki te są równie 

wysokie  

i wynoszą: w Iranie  59,6%, Korei 22,6% natomiast w Chinach 24,07%. [190, 192, 193] 

Zakażeniu E. cuniculi ulegać mogą także zwierzęta towarzyszące. Monitoring 

serologiczny przeprowadzony w kierunku kunikulozy w populacji kotów pochodzących ze 

Stanów Zjednoczonych, wschodniej Słowacji i 3 rejonów Wielkiej Brytanii wykazał,  

iż seroprewalencja u tych zwierząt waha się w granicach 0 – 26,6% [162, 166, 167, 168, 

193].  

Badania własne wykazały, że wśród gryzoni domowych objętych obserwacjami  

(kawie domowe, szynszyle, szczury, koszatniczki, chomiki i myszach) zgłoszonych do  

Kliniki Chorób Zakaźnych, aż 57% wykazywało objawy kliniczne wskazujące na 

encefalitozoonozę lub było jej nosicielami. Kawie domowe są drugim gatunkiem zaraz po 

królikach, u których nosicielstwo E. cuniculi jest bardzo powszechne i wynosi nawet 68.5%. 

Wiele zwierząt w populacji może być bezobjawowymi nosicielami omawianych patogenów. 

Dla porównania wśród królików zjawisko nosicielstwa zostało określone na poziomie około 

75%, co jest wynikiem zbliżonym do zanotowanego u kawii domowych. Tak wysoki poziom 
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zwierząt zakażonych mikrosporydiami może być spowodowany częstym łączeniem tych 

gatunków w sklepach zoologicznych i hodowlach. Są to zwierzęta bezwzględnie stadne,  

co predysponuje do szerzenia się zakażenia. Innym gatunkiem drobnych ssaków wysoce 

narażonym na infekcje są szynszyle oraz szczury. W badaniach własnych zakażenie 

potwierdzono u 25% przebadanych w kierunku encefalitozoonozy szczurów. Wskaźnik ten 

wydaje się być wysokim, tym bardziej, że przedstawiciele tego gatunku nie mają częstego 

kontaktu z królikami. Ponieważ są to zwierzęta wszystkożerne, wydaje się, że w ich 

przypadku najbardziej prawdopodobnym źródłem zakażenia jest pożywienie, a fakt, że są 

one również zwierzętami stadnymi ułatwia rozprzestrzenianie zarodników w grupie.  

Zaskakujący wysoki wskaźnik zakażenia, wynoszący 36%  uzyskano u chomików.   

W ich przypadku ciężko określić, jakie było główne źródło zakażenia. Chomiki nie są 

zwierzętami stadnymi, utrzymywane są wyłącznie w pojedynkę, a ich pożywienie jest inne 

od spożywanego przez króliki, świnki, szynszyle, czy szczury.  

Głównymi zaburzeniami klinicznymi obserwowanymi u zwierząt objętych 

badaniami własnymi, u których potwierdzono kontakt z Encephalitozoon spp. były: objawy 

ze strony układu moczowego, narządu wzroku i układu nerwowego. Nie stwierdzono, 

istotnie statystycznego związku pomiędzy  zakażeniami na tle E. cuniculi, a rozwojem 

nadczynności oraz niedoczynność tarczycy chorobami układu oddechowego, pokarmowego 

oraz rozrodczego niemniej, by móc zupełnie wykluczyć taką zależność konieczne są dalsze 

badania, przeprowadzone na większej grupie zwierząt. 

Encefalitozoonoza przebiega najczęściej ostro lub przewlekłe, niemniej jednak 

możliwe są także zarówno zakażenia subkliniczne, jak i nadostre – kończące się upadkami. 

Sytuację taką obserwowano u jednej szynszyli, u której rozwinęły się ostre objawy 

neurologiczne, po czym w krótkim czasie doszło do upadku zwierzęcia. Nadostry przebieg 

choroby spowodowany może być zwiększoną wrażliwością pewnych gatunków zwierząt na 

infekcję. Tego typu sytuację opisywano np. u lemingów [149]. 

Z przeprowadzonych badań wynika, że u kawii domowych w przebiegu 

encefalitozoonozy rozwinąć się może szereg, niejednokrotnie ciężkich zaburzeń.  

W przypadku tego gatunku u zakażonych osobników notowano problemy ze strony układu 

moczowego (najczęściej była to przewlekła niewydolność nerek prowadząca w ciągu  kilku 

miesięcy do śmierci zwierzęcia), rzadziej  problemy neurologiczne i okulistyczne.  

U pozostałych gryzoni tj. szczurów, chomików, myszy, koszatniczek przebieg 

choroby określano jako subkliniczny.  
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Niewątpliwie na przebieg choroby wpływ ma genotyp zarazka, który 

odpowiedzialny jest zakażenie. W przypadku genotypu III u zwierząt przebieg choroby jest 

najczęściej ostry, kończący się upadkami [149, 194, 195]. Infekcje genotypami I i II, 

przybierają z reguły formę subkliniczną [196, 197, 198, 199, 200, 201, 202, 203, 204]. 

To, że E. cuniculi jest szeroko rozpowszechniony w populacji gryzoni, ma swoje 

odzwierciedlenie w wynikach badań własnych. DNA tego patogenu było nagminnie 

wykrywane także u zwierząt zgłaszanych do Kliniki w celach profilaktycznych. 

Większość dostępnych publikacji dotyczących genotypowania E. cuniculi odnosi się 

do patogenów izolowanych od zwierząt dzikich, psów, kotów, królików oraz ludzi. 

Doniesienia z centralnej Europy skupiają się na zwierzętach dzikich, u których w 

zdecydowanej przewadze dochodzi do zakażenia genotypem II. Perec-Matysiak i in. badali 

obecność tego mikrosporydium u dziko żyjących gryzoni z Polski, Czech i Słowacji, 

identyfikując jako najczęstszy gatunek E. cuniculi ten, o genotypie II (92,5%), a następnie 

E. cuniculi o genotypie I (1,5%) i III (6,0%) [206]. 

Od dzikich szczurów z Wielkiej Brytanii i Japonii  Muller-Doblies i in również 

wyizolowali „mysi szczep” E. cuniculi (szczep II) [206, 207]. W przypadku norweskich  

i finlandzkich lisów u których również wystąpił ten genotyp [206, 208] uznano że 

potencjalnym źródłem zakażania dla tych zwierząt były dzikie gryzonie [193] - podobnie 

jak u kotów w Wielkiej Brytanii. Ciekawym spostrzeżeniem było to, że zwierzęta zakażone 

tym genotypem  wykazywały głównie  objawy neurologiczne, takie jak: agresję, kanibalizm 

i niedowłady kończyn miednicznych, a także postępującą utratę wagi oraz ropne zapalenie 

spojówek.  

Dane literaturowe wskazują, że  genotyp I E. cuniculi atakuje głównie króliki. [209, 

210]. W badaniach własnych, większość zakażonych mikrosporydiami gryzoni pochodziła  

ze sklepów zoologicznych gdzie były narażone na kontakt bezpośredni lub pośredni  

z królikami (poprzez obsługę sklepu, środki transportu, klatki czy zanieczyszczone 

pożywienie lub wodę). W tym przypadku można więc uznać, że króliki były źródłem infekcji 

dla gryzoni, stąd obecność u nich genotypu I E. cuniculi, który w warunkach naturalnych 

znacznie rzadziej atakuje te zwierzęta, niż np. genotyp II. W tym miejscu należy także 

stwierdzić, że genotyp I E. cuniculi  uznawany i opisywany jest jako najłatwiej 

rozprzestrzeniający się [211] i poza gryzoniami izolowano go także od rodzimych psów  

i kotów [212].  

Podobnych obserwacji do przedstawionych w niniejszym opracowaniu dokonali 

badacze japońscy, którzy badając pod kątem encefalitozoonozy dzikie populacje gryzoni 
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także wykazali, iż najczęściej izolowanym był genotyp I zarazka. Może to wskazywać, iż na 

występowanie tego genotypu w populacjach gryzoni wpływ mają nie tylko takie czynniki 

jak środowisko życia, czy kontakt z królikami i innymi drobnymi ssakami, ale także obszar 

geograficzny, z którego pochodzą zakażone osobniki [202]. 

 W badaniach własnych przeprowadzono zarówno monitoring molekularny,  

jak i serologiczny encefalitozoonozy w wybranych grupach drobnych ssaków. Obecność 

immunoglobulin dla omawianych drobnoustrojów wykryto u 5 kawii domowych 

zgłoszonych na wizyty profilaktyczne, niewykazujących żadnych objawów klinicznych oraz 

u  3 chomików, jednego szczura i 8 kawii domowych, z dodatnim wynikiem PCR, u których 

notowano różnego rodzaju zaburzenia stanu zdrowia. Taka sytuacja  z jednej strony może 

wskazywać, iż patogen jest w stanie wywoływać chorobę o różnym obrazie klinicznym, 

 bądź też zupełnie odwrotnie, występowanie chorób i osłabienie organizmu może być 

czynnikiem predysponującym do rozwoju encefalitozoonozy.  

Encefalitozoonoza jest chorobą odzwierzęcą, w związku z tym identyfikacja 

gatunków zwierząt domowych będących nosicielami E. cuniculi oraz poziom ich narażenia 

na zakażenie jest bardzo istotny  w opracowaniu metod zapobiegania chorobie u ludzi. 

Dotychczas jako na główne źródło zakażenia dla ludzi wskazywano króliki. Pierwsze 

przypadki zachorowania na encefalitozoonozę u ludzi zostały opisane w 1959 r. [213] i 1987 

r. [214]. Dane literaturowe wskazują, że choroba dotyka głównie osoby z upośledzoną 

odpornością [215] - pacjentów z chorobami nowotworowymi, osoby po przeszczepach,  

a także osoby starsze i dzieci [216, 217, 218]. U osób po zabiegu wszczepienie endoprotez 

bioder lub kolan utrudnione gojenie się ran wiązano z ich zanieczyszczeniem zarodnikami 

E. cuniculi. [219]. Zakażenie osób immunokompletnych  najczęściej ma charakter 

subkliniczny [58]. Z uwagi na potencjalne zagrożenie, jakie stanowi choroba dla zdrowia  

i życia ludzi, badania nad patogenezą i jej leczeniem wydają się być bardzo istotne.  

U właścicieli ptaków z dodatnimi wynikami PCR dla Encephalitozoon za główny czynnik 

rozwoju zakażenia uznaje się właśnie kontakt z tymi zwierzętami  [220]. I chociaż w ich 

przypadku infekcje mikrosporydiami tylko w sporadycznych przypadkach mogą kończyć 

się rozwojem pełnoobjawowej encefalitozoonozy, to mogą one zaostrzać przebieg innych 

stanów chorobowych, jak np. cukrzycy.  

Spośród 28 osób, które wzięły udział w badaniach własnych i które miały kontakt   

z królikami od co najmniej roku, w organizmie 3  badanie molekularne wykazało obecność 

DNA grzybów. Analiza sekwencji uzyskanych amplikonów wykazała, że u jednej osoby 

doszło do zakażenia genotypem I. W przypadku pozostałych dwóch pacjentów nie można 
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było sklasyfikować genotypu mikrosporydiów odpowiedzialnych za infekcję. Uzyskane 

sekwencje produktów PCR pozyskanych od tych osób nie wykazywały wysokiego 

podobieństwa z żadną ze wzorcowych sekwencji wykorzystanych w badaniach własnych. 

Osoby te są aktualnie właścicielami gryzoni, a w przeszłości posiadały zwierzęta z aktywną 

formą encefalitozoonozy. Co ciekawe u żadnej z nich nie wykryto w surowicy przeciwciał 

dla Encephalitozoon. Sytuacja taka może być tłumaczona tym, że zakażenie zostało 

rozpoznane na wczesnym jego etapie, gdy nie doszło jeszcze do pobudzenia układu 

immunologicznego gospodarza przez patogen i wytworzenia swoistych dla niego 

przeciwciał, bądź też pewnego rodzaju kamuflażem, do którego zdolne są mikrosporydia, 

polegającym na pochłonięciu tych drobnoustrojów przez makrofagi i brakiem ich 

prezentowania układowi immunologicznemu gospodarza.  

Badania serologiczne wykazały obecność przeciwciał dla E. cuniculi w surowicy  

4 lekarzy weterynarii (z ujemnym wynikiem PCR). U żadnego z nich nie notowano 

objawów klinicznych choroby, co może sugerować zakażenie subkliniczne, lub też 

krzyżową reakcję w testach serologicznych pomiędzy antygenem E. cuniculi,  

a przeciwciałami dla innych gatunków rodzaju Encephalitozoon spp.  

Podobne obserwacje poczyniono w Turcji, gdzie przeprowadzono monitoring 

serologiczny encefalitozoonozy wśród osób pracujących na fermie królików,  

niezdradzających żadnych objawów klinicznych choroby. Spośród 6 badanych osób 

badanie serologiczne potwierdziło obecność przeciwciał tylko w surowicy jednej z nich 

[221]. 

Człowiek ulega dość łatwo zakażeniu Encephalitozoon, a możliwymi drogami 

infekcji są:  droga pokarmowa, kropelkowa oraz wertykalna (poprzez łożysko). W myśl idei  

„One Medicine, One Health, One World”, wskazane jest prowadzenie stałego monitoringu 

występowania  mikrosporydiów w środowisku oraz identyfikacja bezobjawowych  nosicieli 

tych drobnoustrojów. Choroby wywoływane przez mikrosporydia to wciąż mało zgłębiony 

temat. Wspomniane mikroorganizmy są powszechnie spotykane w środowisku, co zwiększa 

potencjalne ryzyko ekspozycji ludzi i zwierząt na ten patogen.  Encefalitozoonoza jest 

chorobą o „wielu twarzach”. Ponieważ jej objawy mogą być bardzo różnorodne, często nie 

są one wiązane z infekcjami E. cuniculi  jako ich przyczyną pierwotną. Wiedza na temat 

możliwego przebiegu klinicznego encefalitozoonozy oraz identyfikacja zwierząt, które 

mogą stanowić rezerwuar tego patogenu jest istotna dla jej skutecznej diagnostyki, 

profilaktyki i terapii oraz ochrony zdrowia publicznego. 
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5. Stwierdzenia i wnioski  

 

Stwierdzenia  
 

1. Wśród gryzoni kawie domowe są zwierzętami o najwyżej prewalencji zakażeń 

Encephalitozoon cuniculi - wynosi ona 73% 

2. U pozostałych gatunków zwierząt objętych badaniem prewalencja zakażeń wynosiła: 

szynszyle 9%, szczury 25%, chomiki 36%, koszatniczki 50%, myszy 67%. 

3. Dominującym genotypem E. cuniculi, odpowiedzialnym za zakażenie gryzoni 

objętych badaniami własnymi był genotyp I.  

4. Najczęściej u zwierząt zakażonych E. cuniculi obserwowano objawy kliniczne ze 

strony układu moczowego, nerwowego i zmiany okulistyczne. 

5.  U wszystkich gatunków gryzoni encefalitozoonza może mieć przebieg subkliniczny. 

6. Badanie serologiczne 38 surowic gryzoni w kierunku E.cuniculi wykazało obecność 

przeciwciał w 17 przypadkach (44,7%) 

7. Spośród 28 ludzi znajdujących się w grupie ryzyka rozwoju  encefalitozoonozy,  

badaniem molekularnym w organizmie 3 z nich (10%) potwierdzono obecność 

materiału genetycznego mikrosporydiów. W badaniu serologicznym tej samej grupy 

obecność przeciwciał dla Encephalitozoon potwierdzono u  4 osób (14%). 
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Wnioski 

 

Przeprowadzone badania pozwoliły na wyciągnięcie następujących wniosków: 

 Gryzonie i króliki stanowią istotny rezerwuar  Encephalitozoon cuniculi. 

Prewalencja zakażeń tymi mikrosporydiami u poszczególnych gatunków zwierząt 

objętych badaniami wyniosła: kawie domowe 73%, chomiki 36%, szczury 25%, 

szynszyle 9%, koszatniczki 50%, myszy 67%. 

 Encefalitozoonozę należy brać pod uwagę w diagnostyce różnicowej chorób gryzoni 

przebiegających z objawami neurologicznymi, zaburzeniami ze strony narządu 

wzroku oraz układu wydalniczego 

 Genotypem E. cuniculi najczęściej stwierdzanym u rodzimych gryzoni był genotyp 

I wykazujący wysokie podobieństwo z sekwencją AJ005581.1 

 Fakt, iż w organizmie 3 osób objętych badaniami, mających kontakt z gryzoniami 

stwierdzono obecność DNA E. cuniculi , a u kolejnych 4 obecność przeciwciał dla 

tego patogenu wskazuje, iż ludzie, zwłaszcza właściciele gryzoni są narażeni na 

zakażenie tym patogenem. 
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