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Abstract: Epitheliocystis is a fish gill disease caused by a broad range of intracellular bacteria infect‐

ing freshwater and marine fish worldwide. Here we report the occurrence and progression of epi‐

theliocystis in greater amberjack reared in Crete (Greece). The disease appears to be caused mainly 

by a novel Betaproteobacteria belonging to the Candidatus Ichthyocystis genus with a second agent 

genetically similar to Ca. Parilichlamydia carangidicola coinfecting the gills in some cases. After a 

first detection of the disease in 2017, we investigated epitheliocystis in the following year’s cohort 

of greater amberjack juveniles (cohort 2018) transferred from inland tanks to the same cage farm in 

the open sea where the first outbreak was detected. This cohort was monitored for over a year to‐

gether with stocks of gilthead seabream and meagre co‐farmed in the same area. Our observations 

showed that epitheliocystis could be detected in greater amberjack gills as early as a month follow‐

ing the transfer to sea cages, with ionocytes at the base of the gill lamellae being initially infected. 

Cyst formation appears to trigger a proliferative response, leading to the fusion of lamellae, impair‐

ment of gill  functions and subsequently  to mortality. Lesions are characterized by  infiltration of 

immune cells, indicating activation of the innate immune response. At later stages of the outbreak, 

cysts were no longer found in ionocytes but were observed in mucocytes at the trailing edge of the 

filament. Whole cysts appeared finally to be expelled from infected mucocytes directly into the wa‐

ter, which might constitute a novel means of dispersion of the infectious agents. Molecular screen‐

ing  indicates that meagre  is not affected by this disease and confirms the presence of previously 

described epitheliocystis agents, Ca. Ichthyocystis sparus, Ca. Ichthyocystis hellenicum and Ca. Si‐

milichlamydia spp.,  in gilthead seabream. Prevalence data show  that  the bacteria persist  in both 

gilthead seabream and greater amberjack cohorts after first infection. 
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1. Introduction 

Epitheliocystis is a common disease, mainly affecting the gills of a wide range of wild 

and farmed fish worldwide. A comprehensive review of the literature, largely predating 

molecular analysis, is covered by Nowak and LaPatra [1], with a more recent review ad‐

dressing the insights forthcoming from molecular and genomic investigations by Bland‐

ford and colleagues [2]. Epitheliocystis is characterised by distinctive nodular intracellu‐

lar inclusions (or cysts) containing the infectious agent residing and replicating within the 
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host cell. Infection levels in this pathology can vary from low (also defined as subclinical, 

chronic, or non‐pathological  infections)  to hyperinfections. Hyperinfections are mainly 

observed in farm environments, where high stocking densities and host stress are thought 

to facilitate the transmission and escalation of the pathology, although a study of epithe‐

liocystis in wild and farmed brown trout (Salmo trutta) in a tributary of the Rhône in Swit‐

zerland  found  that  the highest  levels of  infection  occurred  in wild  trout populations, 

which the authors saw as reflecting the higher stress levels due to environmental fluctua‐

tions in the river system, as opposed to the more regulated conditions in fish farms [3]. 

During outbreaks, fish display respiratory distress, inappetence, lethargy and erratic 

swimming behaviour. Fish  immune reactions  to  infection can  include  increased mucus 

production, inflammation, hyperplasia and proliferative cell response, causing, in severe 

cases, the destruction of lamellae and consequent disruption of oxygen uptake and other 

physiological functions of the gills. Mortalities are described mostly in younger fish, with 

rates usually low and progressive; nonetheless, events of sudden mass mortalities have 

also been reported, especially in fish larvae [4]. In specific areas with intense aquaculture 

activity, a year‐to‐year increase of mortality in  juveniles due to epitheliocystis has been 

reported [5], raising concern over this pathology and stressing the need for a better un‐

derstanding of the basic dynamics leading to mortality. It is still unclear why mortalities 

appear mostly in juveniles and what the other factors are that influence their rates. Differ‐

ent factors are believed to influence the occurrence of the disease, although generalisations 

are complicated by the huge diversity in bacteria causing the disease. For instance, trans‐

fer of Atlantic salmon from fresh water to sea water cages resulted in the loss of the epi‐

theliocystis agent Ca. Clavochlamydia salmonicola from infected fish [6]. Changes or in‐

creases in water temperatures have often been cited, although these may merely reflect a 

coincidence of infectious periods with summer months (reviewed in [2]). In previously 

exposed older fish, immunity seems to be a crucial factor for the chronic manifestation of 

the disease (Katharios, personal observations). 

Fish are the first jawed vertebrates to display a primordial adaptive immunity and 

are considered a model for comparative immunological studies in higher organisms [7]. 

Mucosal surfaces have been shown  to possess  their own mucosal‐associated  lymphoid 

tissue (MALT) [8] and therefore participate locally in the development of immunological 

memory. The gill milieu is continuously exposed to the external environment and repre‐

sents a  first barrier  to  the entrance of pathogens.  Immune  function  in  fish gill mucosa 

therefore includes both innate and adaptive components (gill‐associated lymphoid tissue 

or GIALT) [9]. Contrary to other MALTS, the GIALT is additionally characterized by local 

aggregations of immune cells (mostly T but also B cells) resembling the structure of lymph 

nodes, named interbranchial lymphoid tissue or ILT [10,11]. 

Until now, the only epitheliocystis causative agent to have been cultivated, in vitro, 

is Ca. Syngnamydia salmonis, co‐cultivated in the free living amoeba (FLA) and gill path‐

ogen Paramoeba perurans [12]. Whether FLAs can be utilized for the cultivation of other 

epitheliocystis agents, such as  the closely related Ca. Syngnamydia venezia  [13],  is not 

known. Several unsuccessful attempts have been made to recreate the ideal conditions of 

cultivation for these intracellular pathogens, with trials involving marine broths, marine 

agar and monolayers of EPC  cell  lines  [5,14]. A key  to developing  such methods will 

surely come from developing a better understanding of the infectious process. 

Epitheliocystis agents share the ability of infecting and replicating in the gills, but the 

infected cells seem to differ from study to study. Infected cell identification is in most cases 

uncertain because  the  intracellular  replication of bacteria  leads  to  cyst  formation, dis‐

torting the normal appearance of the cell itself. As a result, many different types of cells 

have been identified as potential bacterial targets in epitheliocystis lesions. These include 

epithelial cells, ionocytes (also known as chloride or mitochondria rich cells), mucocytes 

and macrophages (reviewed in [1]). Although highly informative, the difficulty of inter‐

preting these earlier studies is that the organisms described are now known not only to 
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be different bacterial species but even to belong to different phyla. A “one‐size‐fits‐all” 

solution for their cultivation is unrealistic. 

The magnitude of the diversity of disease agents causing this disease is still largely 

unexplored. For many years, epitheliocystis was thought to be primarily caused by chla‐

mydial pathogens [1,15–18], whereas, currently, a growing number of studies have iden‐

tified a much broader range of phylogenetically unrelated and host‐specific bacteria (re‐

viewed in [2]) whose biology and mechanisms of action are still unclear. In Mediterranean 

aquaculture, epitheliocystis has been described up until recently mostly with histology 

and electron microscopy. This is the case for gilthead seabream (Sparus aurata) [15,19,20], 

European seabass (Dicentrarchus labrax) [21], common dentex (Dentex dentex) [22], sharp‐

snout seabream (Diplodus puntazzo) [4], red seabream (Pagrus major) [23,24], greater am‐

berjack (Seriola dumerili) [25,26] and grey mullet (Liza ramada) [19,20]. Although these stud‐

ies produced good quality imaging, they did not clarify the diversity of etiological agents 

in these hosts and, indeed, inspection of these images, through the extra‐high‐resolution 

lens of “hindsight”, reveals that many of the infections described were indeed mixed in‐

fections, involving quite different pathogens. In the last decade, molecular and genomic 

studies have started to fill this gap. Katharios and colleagues [27] identified a novel Gam‐

maproteobacteria,  Ca.  Endozoicomonas  cretensis,  in  epitheliocystis  hyperinfections  in 

sharpsnout seabream. Following this study, two novel bacteria (Ca. Ichthyocystis helle‐

nicum and Ca.  Ichthyocystis sparus) of a novel Betaproteobacterial genus (Ca. Ichthyo‐

cystis genus) were  identified as being mainly responsible for the pathology in gilthead 

seabream,  along with  coinfections with  the  chlamydial  agent Ca.  Similichlamydia  sp. 

[5,28]. 

Another substantial gap in the knowledge of this disease is the mode of transmission. 

Since epitheliocystis agents are characterised by an intracellular lifestyle, infected fish are 

likely  their principal  sources. The mode  of  transmission  has  never  been  investigated, 

which could be direct from fish to fish or may include intermediate hosts and/or environ‐

mental reservoirs. There are indications that epitheliocystis agents are host‐specific, how‐

ever; since it is a common practice in Mediterranean aquaculture to rear many different 

fish species in the same area, environmental interactions and host shifts should be taken 

into consideration. 

Greater  amberjack  is  a  relatively new  species  in Mediterranean  aquaculture.  It  is 

highly valued and highly appreciated by consumers because of  its excellent  taste. The 

species is sensitive to epitheliocystis and occasionally high mortalities have been reported 

in the literature [25]. 

In  the present  study, we  report  the occurrence of a novel epitheliocystis agent  in 

greater amberjack reared at the experimental cage facilities of HCMR in Crete, Greece. To 

elucidate  the dynamics  leading  to  infection,  a  one‐year monitoring  survey  of  the  fish 

reared  in the farm was performed,  including stocks of greater amberjack, gilthead sea‐

bream and meagre (Argyrosomus regius), following fish cohorts from the hatchery (inland 

facilities) prior to infection to the grow‐out phase in sea cages. The aim of the study was 

to assess  the occurrence and diversity of epitheliocystis agents over  time  in relation  to 

parameters, such as fish size and temperature, that are thought to influence disease out‐

breaks and mortalities. Pathological  findings were examined via histological,  immuno‐

histochemistry and micro‐CT analysis. The results are extensively discussed to shape hy‐

potheses that might explain the dynamics that lead to first infection, host response and 

outbreak  resolution, along with  the  chronic persistence of pathogens  in hosts and  the 

means of transmission of the disease. 

2. Material and Methods 

2.1. Sampling Sites, Sample Collection and First Epitheliocystis Outbreak 

Greater amberjack is currently reared at the research facilities of the Institute of Ma‐

rine Biology Biotechnology and Aquaculture (IMMBC) of the Hellenic Center for Marine 
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Research (HCMR)  in Crete, Greece. The rearing  takes place both at the AQUALABS, a 

land‐based facility located in Gournes (Heraklion, Crete, Greece), and at SOUDA, a pilot‐

scale  aquaculture  cage  farm  located  at  Souda Bay  (Chania, Crete, Greece). Groups  of 

greater amberjack have been kept at SOUDA since 2004, when a group of hatchery‐pro‐

duced juvenile fish was transferred from the AQUALABS for reproduction and rearing‐

related research purposes. Since 2014, after establishing successful reproduction and lar‐

val rearing methods, new cohorts of fry/juveniles have been transferred to the pilot sea 

cages every year. Each cohort is kept in the sea for not less than one and a half to two 

years. Furthermore, different age classes of wild local populations of these fish are often 

observed swimming in the area near the cages. 

A case of mortality of  juvenile greater amberjacks reared at  the pilot cage  farm of 

HCMR in Souda bay (Crete, Greece) was reported in December 2017. Gill samples from 

diseased moribund fish (from now on referred to as cohort 2017) were obtained from a 

single cage and diagnosed with epitheliocystis (fresh mounts on gill filaments). Following 

diagnosis, sampling was repeated in the same cage twice more in the next 30 days   

(Supplementary File S1, Table S1). Collected samples included whole gill arches, single 

lamellae and manually micro‐dissected cyst pools (obtained from a single fish). Samples 

were stored in 10% phosphate‐buffered formalin (PBF), 96% ethanol and McDowell and 

Trump  fixative  (4F:1G), depending on  the analysis  to be performed  (see  following sec‐

tions). Potential intermediate hosts for the epitheliocystis agents, including ascidian, bi‐

valves, sponges and anemones, were sampled from cage nets in the fish farm during the 

second and third sampling. The samples were taken in duplicate. Additionally, unidenti‐

fied biofouling organisms scraped from the nets and two‐liter samples of seawater were 

also obtained during the outbreak. Samples were kept in 96% ethanol or frozen at −80 °C 

prior to DNA extraction and subsequently screened with epitheliocystis‐related primers 

(see the section on Pathogen identification). Potential intermediate hosts were stored in PBF 

10%. 

2.2. Monitoring of Epitheliocystis in Souda Bay 

In order to study the onset, progression, duration and possible resolution of the epi‐

theliocystis infection in greater amberjack in Souda, a yearly monitoring plan of the three 

fish species farmed in the area (Seriola dumerili, Argyrosomus regius and Sparus aurata) was 

designed for the following year. From July 2018 to July 2019, eight samplings were per‐

formed to follow each fish cohort from the juvenile to the adult stage and from the inland 

hatchery to the netpen sea cages (Supplementary File S1, Table S2). At each sampling, fish 

size (weight and total length) and water temperature were recorded. For meagre and greater 

amberjack stocks, the first sampling was performed right before the transfer of the juveniles 

from the indoor tanks of the institute to the open sea cages (July 2018). These tanks are sup‐

plied with borehole sea water, virtually pathogen‐free, and are therefore considered as a 

time zero prior to the infection. The following eight samplings were carried out at the sea 

cages in Souda bay. Gilthead seabream stocks were transferred to the cages in April 2018 

and were first sampled two weeks after transfer (Supplementary File S1, Table S2). A total 

number of 92 gilthead seabream, 85 greater amberjack and 75 meagre were sampled during 

the monitoring period. 

Sampling included partial gills arches that were preserved in 10% PBF, 96% ethanol 

and 4F:1G, depending on the analysis to be performed. If cysts were identified in the tissue 

(stereoscope examination) during the sampling procedure, additional gill samples were also 

taken  in RNAlater  to allow  future genomic study. In  these cases, sampling was repeated 

within the next five days (sampling 09/2018 (2) in Supplementary File S1, Table S2). 

Additional material  from gill samples  from  the 2018 outbreak were stored  in 96% 

ethanol and RNAlater to perform whole‐genome sequencing of the novel agent. 
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2.3. Pathogen Identification 

DNA extraction from ethanol‐stored gills (10–25 μg tissue), single cysts and a cysts 

pool was performed using a Qiagen DNeasy Blood and Tissue Kit (Purification of Total 

DNA from Animal Tissues protocol) with final DNA elution in 50 μL of RNase free water. 

Extracted DNA was PCR‐screened  for known epitheliocystis agents, such as Ca. Endo‐

zoicomonas  spp., Ca.  Ichthyocystis spp. and chlamydial  spp., using genus‐specific 16S 

rRNA gene primers and the PCR conditions specified in Table 1. 

Table 1. Primers, primer sequences, and PCR conditions used in this study to amplify partial 16S rRNA of known epithe‐

liocystis agents. 

Agent  Primers  Sequence 
Annealing 

(°C) 

Extension 

Time 

Product 

(bp) 
Reference 

Endozoicomonas spp.  Endo sp. F  5′‐AGTAGGGAGGAAAGGTTGAAGG‐3′  60  30”  400  [27] 

  Endo sp. R  5′‐CCCAGAATACAAGACTCCGGAC‐3′         

Chlamydiales  16S IGF  5′‐CGGCGTGGATGAGGCAT‐3′  55  1.30′  1487  [17,29,30] 

  16S B1  5′‐TACGGYTACCTTGTTACGACTT‐3′         

Ca. Ichthyocystis spp.  Ichthyo sp F  5′‐AACTARGATGGTGGCGAGTG‐3′  60  1′  900  [5] 

  Ichthyo sp R  5′‐CGCACATGTCAAGGGTAGG‐3′         

Partial 16S rRNA gene amplicons were run on 1% agarose gel and visualized with 

ethidium bromide transillumination. Amplicons were named according to the fish species 

from which they had been isolated (ser, br and mg for greater amberjack, gilthead sea‐

bream and meagre, respectively),  followed by  fish number and sampling date  (mmyy) 

and i or c to mark whether the amplicons were obtained with either Ca. Ichthyocystis or 

chlamydial specific primers (i.e., ser5‐0119c is obtained from greater amberjack, fish num‐

ber 5, sampled on January 2019, PCR‐amplified with chlamydial primers). A selection of 

amplicons was purified with a QIAquick PCR Purification Kit (Qiagen), eluted in 50 μl of 

RNase free water and sent for Sanger dideoxy sequencing to CEMIA. Raw sequences were 

quality checked, assembled and extracted using FinchTV and Geneious Prime. The result‐

ant  sequences  were  deposited  in  NCBI  under  the  accession  numbers  OL684917–

OL684950. 

To  investigate  the phylogeny of  the  causative agents, novel  sequences were com‐

pared and blasted in the NCBI nucleotide database to find the closest match. Alignments 

were built using MUSCLE v3.8.31 [31] with default settings. Aligned sequences included 

BLAST matches, known close relatives and other known epitheliocystis agents. Maximum 

likelihood three (1000 bootstraps) was built using MegaX [32]. 

2.4. Potential Secondary Hosts and Environmental Screening 

Molecular screening of potential intermediate hosts, net biofouling scrapes and water 

samplings were performed using the same DNA extraction kits and PCR primers as were 

used for the Ca. Ichthyocystis genus described in the section on pathogen identification. 

Filtering and digestive organs of filter‐feeders, such as ascidians and bivalves, were dis‐

sected out and tested separately. For sponges, algae and biofouling organisms, whole tis‐

sue was homogenised prior to DNA extraction. Selected potential hosts growing on the 

nets included ascidians (pharynx and endostyle), Mytilus sp. bivalves (gills), Pinctada sp. 

bivalves (gills and digestive gland), anemones (whole body and tentacles) and sponges. 

Water samples were filtered with a sterile glass microfibre (4.7 diameter 0.02 μm pores) 

Whatman filter; DNA was extracted from the filter membrane and tested with the afore‐

mentioned PCR primers (Table 1). 

2.5. Micro‐Computed Tomography 

One gill sample from a heavily infected fish fixed in 4F:1G was gradually dehydrated 

in  70%  ethanol.  Subsequently,  the  sample  was  stained  overnight  using  0.3%  PTA 
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dissolved in 70% ethanol [33]. A fish gill scan was performed with a SkyScan 1172 micro‐

tomograph  (Bruker,  Kontich,  Belgium).  The  scanner  uses  a  tungsten  source  and  is 

equipped with an 11 PM CCD camera (4000 × 2672 pixels). The sample was scanned at a 

voltage of 60 kV and a current of 167 μA without a filter and a pixel size of 4.68 μm for a 

half rotation of 180°. Projection images were reconstructed into cross sections using Sky‐

Scan’s NRecon  software  (Bruker, Kontich, Belgium), which  employs  a modified  Feld‐

kamp’s back‐projection algorithm. Volume renderings of the fish gills were created using 

SkyScan’s CTVox software (Bruker, Kontich, Belgium). 

2.6. Histology and Immunohistochemistry 

Samples fixed with PBF were progressively dehydrated in higher concentrations of 

ethanol  (from 70–96% EtOH), embedded  in glycol methacrylate  resin  (Technovit 7100, 

Heraeus Kulzer, Wehrheim, Germany) and cut in 4 μm sections with a microtome (RM 

2245,  Leica  Biosystems,  Nussloch,  Germany).  Sections  were  mounted  on  slides  and 

stained with methylene blue/azure II/basic fuchsin (polychrome stain) [34] and with peri‐

odic acid–Schiff (PAS) using a commercial kit (Periodic Acid–Schiff (PAS) Stain Kit, Tcs 

Biosciences, Buckingham UK). 

Immunohistochemistry  was  performed  at  the  PathoVet  AG  laboratory 

(Tagelswangen, Switzerland), after fixation in 4% buffered formalin. Samples were em‐

bedded in paraffin and cut sections were then mounted on positively charged slides and 

deparaffinized. Slides were subsequently stained with different antibodies. IBa‐1 (Ionized 

calcium‐binding adapter molecule 1) stain was performed with 25 min of antigen retrieval 

in Diva Decloaker (Biocare Medical, Pachecho, CA, USA) with antigen retrieval solution 

from Dako, pH 9 (Agilent Technologies, Glostrup, Denmark). The primary antibody, Anti 

IBa‐1 rabbit (Fujifilm, Wako Chemicals Europe GmbH, Frauenfeld, Switzerland), was di‐

luted 1:2000 and incubated for 60 min at room temperature. The secondary antibody, pe‐

roxidase DAB+ (Dako REAL Envision), was incubated for 30 min at room temperature. 

Cytokeratin  staining  was  performed  using  cytokeratin  monoclonal  antibody 

AE1/AE3 from Dako (Agilent Technologies, Glostrup, Denmark), proceeded by incuba‐

tion for 30 min at room temperature with proteinase K (Agilent Technologies, Glostrup, 

Denmark). The primary antibody was diluted 1:400 and  incubated  for 60 min at  room 

temperature. The secondary antibody, peroxidase DAB+ (Dako REAL Envision), was in‐

cubated for 30 min at room temperature. 

Vimentin staining was performed with vimentin antibody (monoclonal mouse, clone 

V9) from Dako (Agilent technologies, Glostrup, Denmark), antigen retrieval of 25 min in 

Diva decloaker  (Biocare Medical, Pachecho, CA, USA) with  antigen  retrieval  solution 

from Dako pH 9 (Agilent Technologies Denmark). Primary antibody was diluted at 1:2000 

and incubated for 30 min at room temperature. The secondary antibody, peroxidase DAB+ 

(Dako REAL Envision), was incubated for 30 min at room temperature. 

2.7. Statistical Analysis 

Husbandry data, including length, weight, growth rates and mortality of the reared 

fish stocks, as well as water temperature data, were recorded at the pilot farm as part of 

the regular rearing practices (Supplementary File S2, Data Sheets S4–S6). 

Measurements of fish length and weight were obtained separately at each sampling 

point using the sampled fish (Supplementary File S1, Table S2). 

Prevalence of infected fish was calculated as the percentage of fish found positive for 

epitheliocystis with either chlamydial or Ca. Ichthyocystis specific primers (Supplementary 

File S1, Table S2). It should be noted that a positive PCR signal was not always accompanied 

by observation of cysts on the tissue. Potential correlations between infection prevalence, 

temperature  and  fish  size were  investigated. To  test whether  temperature  and  fish  size 

(length) can predict prevalence of infection, logistic models were fitted using the glm() func‐

tion  in R  and best‐fitted models were  selected using AIC  (Supplementary File S2, Data 
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Sheets S2 and S3, code in Supplementary File S3). The results were plotted using GraphPad 

(Prism version 8.2.1). 

Mortality of greater amberjack  in 2017 and 2018 was calculated as  the cumulative 

percentage of dead fish per cage. Mortalities were attributed to epitheliocystis by exclud‐

ing other potential causes of fish deaths in the stock. Intensity of infection in greater am‐

berjack samples was estimated by assessing cyst number per filament in the histological 

sections. 

3. Results 

3.1. Intensity, Prevalence and Mortalities 

The first detection of epitheliocystis in greater amberjack occurred one month after 

transfer with 100% prevalence for Ca. Ichthyocystis and 30% for chlamydia (Figure 1A,B, 

Supplementary Table S2). Mortalities attributed to the disease were observed immediately 

after first detection (two months after transfer, outbreak samples). Prevalence of infection 

was high during the following samplings, with more than 70% of the stock infected with 

both pathogens (Figure 1A,B, Supplementary Table S2). Infection intensity was quantified 

by cyst count  in gills. Higher cyst numbers were  found during  the 2017  than  the 2018 

outbreak. In the 2017 cohort, outbreak samples in December (water temperature of 18.5 

°C, approximate fish weight 200 g) displayed an approximate number of up 35 cysts per 

gill filament. In the 2018 cohort, outbreak samples for September (temperature 26.5 °C, 

approximate fish size 170 g) displayed an average of 4 cysts per gill filament and a maxi‐

mum of 26  cysts per  filament  in heavily  infected  fish.  In  the  following samplings  fish 

found positive through PCR screening displayed an average of one cyst every two to eight 

filaments (sampling of November and December 2018, January and July 2019). One single 

fish in December 2018 showed a higher intensity of infection, with six cysts per filament. 
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Figure 1. Prevalence of epitheliocystis agents in greater amberjack (A,B) and gilthead seabream (co‐

hort 2018) (C,D). Water temperature is shown by the red line. ND (not determined) in the graphs 

marks months in which cohorts were not sampled. 

We did not observe cysts in gilthead seabream histological sections; nevertheless, path‐

ogens were detectable by PCR. Analysis of prevalence in infected gilthead seabreams indi‐

cated an initial signal for Ca. Ichthyocystis agents five months after transfer (6 fish out of 10) 

and for chlamydial pathogens three months after transfer (1 fish out of 10) (Figure 1C,D, 

Supplementary Table S2). The highest prevalence was recorded in November for Ca. Ich‐

thyocystis sp. and January for chlamydia (Figure 1C,D, Supplementary Table S2). 

In gilthead seabream and meagre stocks, no mortalities were attributed to epithelio‐

cystis during the monitoring period. Meagre was, overall, not affected by epitheliocystis, 

except for one fish that was found positive for a chlamydial agent (see section on diversity 

of pathogens). 

Neither the fish size (length) nor the temperature was correlated with the infection 

prevalence of  the novel Ca.  Ichthyocystis  in greater  amberjack  (length  estimate:  −0.27, 

standard error: 0.16, statistic: −1.77, p‐value: 0.08; temperature estimate: −0.03, standard 

error: 0.09, statistic: −0.36, p‐value: 0.72). In contrast, both temperature and size (length) of 

the fish, were negatively correlated with prevalence of Ca. Ichthyocystis in gilthead sea‐

bream  (temperature estimate:  ‐0.18, standard error: 0.08, statistic:  −2.30, p‐value = 0.02; 

length estimate: −0.19, standard error: 0.08, statistic: −2.288, p‐value: 0.02), showing that as 

the temperature and the length of the fish increased the presence of the pathogen (log‐

odds) decreased. 



Microorganisms 2022, 10, 627  9  of  29 
 

 

Regarding chlamydial agents, temperature was not correlated with the prevalence of 

these pathogens in greater amberjack (estimate: 0.02, standard error: 0.11, statistic: 0.15, p‐

value: 0.88), but fish length was (estimate: 0.24, standard error: 0.12, statistic: 2.02, p‐value: 

0.04). Chlamydial prevalence was correlated with both temperature and fish length in gilt‐

head seabream (temperature estimate: −0.15, standard error: 0.08, statistic: −1.87, p‐value: 

0.06; length estimate: 0.23, standard error: 0.08, statistic: 2.92, p‐value: 0.003). 

Regarding greater amberjack, cumulative mortality in the outbreak months was esti‐

mated at 4% in 2017 and 15% in 2018 (Figure 2). Cohort 2017 was transferred from the 

controlled environment (indoor tanks) to the sea cages in August, with an average fish 

weight  of  2.3  g. Peak  of mortality due  to  epitheliocystis  in  this  stock was  recorded  4 

months after transfer, in December, with an average fish weight of 275 g. Cohort 2018 was 

transferred to cages in July (juveniles of 1.8 g) and peak of mortality was recorded in Sep‐

tember with an average fish weight of 145 g. The outbreak in 2018 occurred two months 

after transfer and three months earlier than observed in the previous year. 

 

Figure 2. Mortality attributed to epitheliocystis in greater amberjack cohorts in 2017 and 2018. Fish 

weight during the outbreak is noted on the graph. 

In the 2018 greater amberjack cohort, the monogenean parasite Zeuxapta seriolae was 

occasionally  found on  fish gills.  Infection  levels were always  low during  the sampling 

dates.  Increased  parasitism was  recorded  in  the  farm  in  June  2019  (approximate  fish 

weight 950g) and mortalities up to 1.7% of the stock were attributed to this parasite in this 

month. 

3.2. Diversity of Epitheliocystis‐Causing Agents 

Screening with chlamydial primers resulted in positive signals in a total of 97 out of 

177 samples during the whole study, including 57 positive cases in greater amberjack (n = 

57/85) and 40 in gilthead seabream (n = 40/92). Only one individual was positive for chla‐

mydia in the stock of meagre (out of 75 sampled individuals). The single partial sequence 

retrieved from meagre (832 bp) had 98.47% similarity with a closest relative Ca. Parilichla‐

mydia carangidicola (AN: JQ673516). From greater amberjack, we retrieved 11 sequences 

of around 1400 bp sharing up to 99.2% identity and clustering in two groups, one includ‐

ing five sequences with 0–4 bp variation and the other with six sequences with 0–9 bp 

variation  (Figure 3A). These partial 16S rRNA sequences had a partial alignment  (79% 

query  cover),  with  up  to  98.64%  similarity  with  the  partial  16S  rRNA  gene  of  Ca. 
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Parilichlamydia  carangidicola  clone 25YTK11  (AN:  JQ673516)  from yellowtail kingfish 

(Seriola lalandi) in Australia [35]. Moreover, they shared up to 96.99% identity with two 

sequences retrieved from a Ca. Parilichlamydia sp. RB230513‐5 (AN: KT030896) from ep‐

itheliocystis in cuckoo wrasse, Labrus mixtus, in Norway [36] and a Chlamydiales bacte‐

rium sp. LB230512‐28 (AN: KC469561) from the ballan wrasse, Labrus bergylta, in Norway 

[37]. Finally, four partial sequences sharing above 97.7% pairwise identity were obtained 

with chlamydial primers  in gilthead seabream. Three of  these amplicons shared up  to 

98.56% similarity with Ca. Similichlamydia sp. isolate 2013Arg23_1c (AN: LN612732.1), 

while the fourth shared 98.2% identity with Ca. Similichlamydia sp. isolate 2013Arg33_2c 

(AN: LN612733.1) (Figure 3A); both Ca. Similichlamydia spp. were previously reported in 

gilthead seabream in other areas of Greece [28]. 

 

Figure 3. Phylogeny of the epithelyocystis agents encountered during this study. Phylogenetic anal‐

ysis used alignments built with Muscle investigated with MEGA X using the maximum likelihood 

method and the Tamura–Nei model. Highest log likelihood trees for chlamydial lineage (A) and Ca. 

Ichthyocystis genus (B) are shown in scale. Numbers on branches indicate the percentage of trees in 

which  the associated sequences clustered  together and branch  lengths  represent  the numbers of 

substitutions per site. The amplicons obtained in this study are shown in bold, with amplicon names 

given according to the fish species from which they were isolated (ser, br and mg, respectively, for 

greater amberjack, gilthead  seabream and meagre)  followed by  fish number and  sampling date 

(mmyy). (A) Chlamydial sequences obtained from meagre and greater amberjack clustered together 

with the previously described Ca. Parilichlamydia carangidicola isolated from the yellowtail king‐

fish (Seriola lalandi) in Australia [35]. Partial 16S rRNA sequences obtained from gilthead seabream 

clustered with Ca. Similichlamydia spp. previously described in gilthead seabream in Greece [28]. 

(B) Sequences obtained from gilthead seabream with Ca. Ichthyocystis sp. primers clustered with 

previously described Ca. Ichthyocystis sparus and hellenicum [5]. Sequences obtained from greater 

amberjack cluster with Clone Herring CD08 and Mackrl E05 and share the closest common ancestor 

with Ca. Ichthyocystis hellenicum. Amplicons retreived from outbreak samples of both 2017 and 

2018 cluster together (red box). A single sequence shares a closest common anchestor with Ca. Bran‐

chiomonas cysticola, previously reported in epitheliocystis lesions in salmon [38]. 

Screening with primers for the Ca. Ichthyocystis genus resulted in 59 positive samples 

in greater amberjack (n = 59/85 positive fish) and 33 positives in gilthead seabream (n = 33/92 

positive fish). Moreover, cysts pooled from an epitheliocystis outbreak sample in greater 

amberjack (serPool1i) were positive for Ca. Ichthyocystis and negative for chlamydial pri‐

mers. In gilthead seabream, we obtained eight partial 16S rRNA sequences (Figure 3B). Of 

these eight sequences, five (with lengths of up to 897 bp) showed up to 98.78% similarity 

with Ca. Ichthyocystis hellenicum (AN: LN612726.1) and three (with lengths up to 829 bp) 
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had up to 99.76% similarity with Ca. Ichthyocystis sparus (AN: LN612728.1), previously 

described on the same host in other areas of Greece [5]. In greater amberjack, we obtained 

10 partial 16S rRNA sequences using Ca. Ichthyocystis primers (Figure 3B). Nine of these 

sequences  shared  above  98.80% pairwise  identity  and were  clustered  in  two different 

groups varying by 10–11 bp. One of these two clusters incorporated six close‐to‐identical 

sequences (99.9% pairwise identity), including all the amplicons obtained during both the 

2017 and 2018 outbreaks  (including the pooled cysts sample, serPool1i). The longest of 

these six partial sequences was selected as representative (ser5‐0918i, length 895 bp) and 

used  to classify  the putative agent  responsible  for mortality  in greater amberjack. This 

sequence had 96.10%  identity with  the  recently described Ca.  Ichthyocystis hellenicum 

(AN: LN906597.1) and 93.90% identity with Ca. Ichthyocystis sparus (AN: LN612728.1). 

BLAST results indicated an even higher percentage similarity in the alignment with two 

partial 16S sequences retrieved from NCBI (77% query cover); specifically, 97.68% identity 

with uncultured bacterium clone Herring_CD08  (AN:  JQ191571.1) and 97.39%  identity 

with clone Mackrl2_E05 (AN: JQ191864.1) obtained from the Pacific herring Clupea pallasii 

and  the Pacific mackerel Scomber  japonicus,  respectively. Phylogenetic analysis  showed 

that the nine sequences obtained from greater amberjack clustered within the genus Ca. 

Ichthyocystis and, considering that species distinction is defined between 94.5 and 98.7% 

nucleotide identity of the 16S rRNA gene [39], possibly belong to a novel species. Full‐

length 16S rRNA gene sequencing and whole‐genome analysis, currently being carried 

out by our team, will clarify this further. 

Out  of  the  10  sequences  obtained with  Ca.  Ichthyocystis  primers,  1,  ser8‐0519i, 

showed significant diversity. This 896 bp sequence shared 92.62% nucleotide identity with 

partial  16S  rRNA  sequences  from  Ca.  Branchiomonas  cysticola  clones  T200910  and 

LB2220920  (accession  numbers  JN807444.1  and OL314810.1,  respectively)  and  92.51% 

identity with the complete 16S ribosomal RNA gene of Ca. Branchiomonas cysticola from 

strain A1‐483‐L1 JN968376.1 retrieved from Atlantic salmon in Norway [38] (Figure 3B). 

This bacterium might represent a novel species and even belong to a novel genus cluster‐

ing in proximity to the Branchiomonas genus. 

Molecular screening of epitheliocystis on gills of the three stocks was always negative 

when fish were screened with Endozoicomonas primers. 

Moreover, screening with epitheliocystis‐specific PCR primers aiming to identify the 

pathogens in the environment surrounding the cages (including animals, biofouling and 

water samples), was in all cases negative. 

3.3. Pathology in Greater Amberjack 

3.3.1. First Outbreak in Cohort 2017 

A stock of greater amberjack juveniles (approximate weight of 200 g) in Souda bay 

(Crete, Greece) showed signs of distress, inappetence, change in swimming behaviour and 

low mortality rate (4%). Sampled fish displayed pale gills, an excess of mucus and spo‐

radic infection with the polyopisthocotylean monogenean parasite Zeuxapta seriolae (one 

to two parasites per gill arch on 20% of fish). Fresh squash of gill filaments showed high 

intensity and prevalence of hyperplasic tissue with nodular focal lesions in interlamellar 

spaces. 

Epitheliocystis was confirmed through histology with visible basophilically stained 

cysts (Figure 4B) containing finely granular inclusions (Figure 4C) surrounded by nodular 

focal layers of proliferative tissue. The extensive hyperplasic proliferative cell response was 

leading to fusion of lamellae and obliteration of several interlamellar spaces (Figure 4A,B). 

In moribund fish, lamellar destruction was more severe, with a higher percentage and a 

wider surface of fusion (Figure 4A). Proliferative tissue was expanding outside of the la‐

mellar space in several points and hyperplasic focal lesions were also observed along the 

trailing edge of the filament (Figure 4B). Epitheliocystis (Figure 4C) and local infiltration 

of macrophages (Figure 4D) were observed in these areas. 
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Figure 4. Histological sections of greater amberjack gills from the first outbreak of epitheliocystis 

(cohort 2017); polychrome stain. (A) Lamellar fusion (arrow) and extensive obliteration of the inter‐

lamellar spaces in a moribund fish. (B) Multifocal lamellar fusion (arrow) and extensive hyperplasic 

tissue (asterisk) including cysts (arrowhead). (C) Detail of hyperplastic area (frame) from (B), with 

densely packed cysts and ruptured cysts (arrowhead). (D) Macrophages infiltrating a hyperplasic 

area (asterisk). 

3.3.2. Monitoring of the 2018 Cohort 

During the monitoring period, all sampled juvenile greater amberjack (cohort 2018) 

were positive for Ca. Ichthyocystis one month after their transfer to cages (August 2018, 

average weight 29 g). In this sampling, even though cysts were not found with gill histol‐

ogy, we nevertheless observed anomalies in several ionocytes at the base of the lamellae 

(Figure 5D–F). Some of these cells appeared enlarged and displayed an irregular, uneven, 

patchy cytoplasmatic content.  In others  (Ca.  Ichthyocystis‐positive/chlamydial‐negative 

samples), it was possible to observe a dark pink rounded inclusion in a peripherical area 

of the cytoplasm (Figure 5D,E). These pinkish inclusions (10 μm diameter) were a com‐

mon finding in the Ca. Ichthyocystis‐positive samples and were mostly spotted at the base 

of the lamellae in contact with the filament, immediately above the epithelial layer of un‐

differentiated cells (Figure 5D–F). In rare cases we observed enlarged cells in other parts 

of the lamellae (Figure 5C). 
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Figure 5. Histological sections of greater amberjack gills (cohort 2018) one month after transfer to 

sea cages (polychrome stain). (A,B) Normal gills showing ionocytes at the base of the lamellae (ar‐

row); the basophilic nucleus of the ionocyte is shown by the arrowhead. (C) Enlarged cell along the 

lamella (multiple arrow). (D–F) Pictures obtained from samples positive for Ca. Ichthyocystis and 

negative for chlamydial agents. (D,E) Pinkish inclusions (asterisk) in a peripherical area of the cyto‐

plasm of ionocytes at the base of the lamellae; the basophilic nucleus of the ionocyte is shown with 

the arrowhead. (F) Similar inclusion at the base of secondary lamellae (asterisk). 

An epitheliocystis outbreak in greater amberjack was recorded two months after the 

transfer of the fish to sea cages (approximate weight 170 g). During this month approxi‐

mately 15% mortality was attributed to epitheliocystis since routine screening of the fish did 

not show other possible causes of death. Fish gills showed signs of inflammation and dis‐

played multifocal lamellar fusion. Most cysts were observed at the base of the lamellae in 

contact with the filament (Figure 6A,B,D,E). These cysts were enclosed by varying degrees 

of  proliferative  response,  consisting  of  focal  layers  of  host  proliferative  tissue  (Figure 

6A,B,D,E). In most lesions, the cyst and surrounding proliferative tissue obliterated the in‐

terlamellar spaces from the filament to about half the height of the lamellae (Figure 6A,B), 

leaving only the apical portions of adjacent lamellae unaffected. We sporadically observed 

cysts in other positions of the lamellae (Figure 6E,F). These cysts were not delimited by 

any  type of proliferative response and were  located either above  (Figure 6E) or below 

(Figure 6F) the single layer of epithelial cells of the lamellae. Cysts were always PAS‐neg‐

ative and mostly enclosed in PAS‐negative cells (Figure 6D–F). Interestingly, cysts on the 

tips of the lamellae that did not display surrounding proliferative response were observed 

in PAS‐positive cells (Figure 6E). The disease resolved spontaneously five days after the 

outbreak, with  focal proliferative  formations  between  lamellae  (previously  containing 

cysts) becoming gradually smaller (Figure 6C). 
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Figure 6. Histological sections of gills during and after  the outbreak of epitheliocystis  in greater 

amberjack (September 2018, approximate weight 170 g). (A–C) stained with polychrome stain; (D–

F) stained with PAS stain. (A,B) Dark‐stained cysts in the interlamellar spaces. Cysts are surrounded 

by layers of host proliferative tissue obliterating the interlamellar spaces. (C) Recovering fish with 

no cysts and residual proliferative response. (D,E) PAS‐negative bacterial  inclusions (arrow) and 

PAS‐positive mucocytes (arrowheads). (E) Epitheliocystis inclusion in a PAS‐positive cell (asterisk). 

(F) Epitheliocystis inclusion below the single layer of epithelial cells of the lamella (green asterisk). 

Lesions in outbreak samples were examined with immunohistochemical markers. Ep‐

ithelial marker staining showed that the focal layers of proliferating tissue surrounding the 

cysts were mainly composed of epithelial cells (Figure 7A,A1,A2). Iba‐1 staining marked the 

infiltration of macrophages into the lesions (Figure 7C,C1). Between the multi‐layered epi‐

thelial proliferative capsule and the bacterial inclusion, a thin rim was observed that did not 

stain with epithelial markers (Figure 7A1,A2). This area was vimentin‐positive, indicating 

the presence of  fibroblast‐like cells or other vimentin‐rich cells  (Figure 7B,B1). Vimentin 

staining also marked the external membrane of some cells observed in the proliferating 

epithelial tissue surrounding the cysts (Figure 7B1). 
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Figure 7. Immunohistology of greater amberjack gills during epitheliocystis outbreak (September 

2018). Sections  in panel (A) are stained with AE1/3 epithelial marker, those  in panel (B) with vi‐

mentin stain and those in panel C with Iba‐1 stain. (A,A1,A2) Multiple focal layers of proliferative 

epithelial tissue separate epitheliocystis inclusions from both filament and lamellae. (A1,A2) Prolif‐

erative tissue (asterisk) is made of cells that stain with epithelial markers. Between cysts and epithe‐

lial proliferative tissue, a thin rim (arrows) is observed that does not stain with epithelial markers. 

(B,B1) The rim between epitheliocystis and proliferative tissue is vimentin‐positive (arrows). (B1) 

Some cells  in between the focal  layers of proliferative tissue display a vimentin‐positive external 

membrane (arrowhead). (C,C1) Macrophages (arrowheads) infiltrate the proliferative tissue in sev‐

eral points. 

A single sample  from a heavily  infected  fish was examined with micro‐computed 

tomography (micro‐CT). Cysts were observed along the whole length of the filament   

(Figure 8A,C,D) from the tip to the branchial arch (Figure 8A,C,D, Supplementary File S1, 

Figure S1, S2) and moreover in the space between the hemibranch, where abundant pro‐

liferative tissue was observed (Figure 8C,D, Supplementary File S1, Figure S2). Cyst count 

was enormously facilitated by this analysis and revealed a much higher number of cysts 

than histology, with  levels of  infection  reaching approximately 100 cysts per  filament. 

Cyst size was measured, with diameters varying from 32–98 μm and an average of 47 μm. 

A file was produced (Supplementary File S4) including a video of the 3D volume render‐

ing inspection of the sample. 
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Figure 8. X‐ray micro‐computed tomography of greater amberjack infected gills (September 2018). 

(A,B,D) Two‐dimensional cross sections of a partial gill arch seen along three different axes. Density 

of tissue is displayed with a range of colours from black to white. Denser structures are in white, 

blue and green. (C) Three‐dimensional volume rendering of three filaments. Cysts are seen as yel‐

low spherical structures between the secondary lamellae and when the section cuts through them 

they display a green (denser) colour (arrowheads). Proliferative epithelial tissue is also seen outside 

and between the filaments (asterisk) and, when density‐inspected, the presence of cysts is revealed 

(arrows). 

In the months following the outbreak, sampled fish were mostly still positive for the 

Ca. Ichthyocystis novel sp. and the chlamydial agent (see the section on the diversity of 

agents with prevalence data), but the lesions were always different from the ones previ‐

ously described during the outbreak. The overall number of cysts was much lower, and it 

was not possible to identify any cysts in the interlamellar space at the base of the lamellae. 

We rarely observed cysts on the tip of the lamellae (Figure 9A) resembling the ones occa‐

sionally observed in the same position in the outbreak samples (Figure 6E). Most of the 

observed cysts were instead located on different areas of the epithelial surface of the fila‐

ment (illustrated in Figure 9B). Specifically, cysts were spotted on the mucosa of the inter‐

branchial septum (Figure 9C,D), on the epithelium of the tip of the filament (Figure 9E) 

and along the trailing edge of the filament (Figure 9D). Interestingly, none of these cysts 

were enclosed by hyperplasic layers of proliferative response. 
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Figure 9. Monitoring of epitheliocystis  in the months following the outbreak (cohort 2018). Poly‐

chrome stain of greater amberjack gills. (A) Cyst on the tip of the lamella, January 2019. (B) Illustra‐

tion of a segment of the branchial arch showing the direction of the water flow and the different 

areas of the filament on which cysts were located during the outbreak (green stars) and after the 

outbreak  (blue  stars).  (C) Cysts on  the mucosa of  the  interbranchial  septum,  January  2019.  (D) 

Higher magnification from the framed area of picture C. (E) Cysts on the tip of the filament, No‐

vember 2018. (F) Cysts on the trailing edge of the filament, December 2018. 

In these samples, we observed anomalies in the peripherical layer of mucous cells on 

the trailing edge of the filament. Normal mucous cells are observed as pear‐shaped cells 

(10 μm maximum width, up to 20 μm height) evenly and closely distributed at the outer 

layer of the epithelium (Figure 6D, Figure 10B,E) where they secrete their content. Mucin 

inside these cells is seen as unstained with polychrome stain (Figure 10B) and as bright 

magenta if stained with PAS (Figure 10E). 
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Figure 10. Anomalies in mucocytes in the trailing edge of filaments observed in the months follow‐

ing the epitheliocystis outbreak. Sections in (A–D) are stained with polychrome stain; sections in 

(E–I) are stained with PAS. (A,B) Sampling of December 2018; (C–I) sampling of January 2019. (A) 

Cyst (arrow) in the trailing edge of a filament; the section cuts along the afferent artery (rhombus). 

(B) Detail of anomalous mucocytes (arrowhead) showing blue granular content at the base of the 

cell; normal mucocytes display unstained  cytoplasmatic content when  stained with polychrome 

(multiple arrowheads). (C) Aggregate of anomalous mucocytes and cysts (arrowhead) at the base 

of the trailing edge of a filament. (D) Detail of the anomalous mucocytes. The cytoplasm of the cell 

is divided between an upper unstained portion (arrowhead) and a basal portion filled with blue 

granular content (asterisk). (E) Cysts (arrow) detached from the epithelium in proximity to the layer 

of mucocytes. Note that the cytoplasmatic content of normal mucocytes stains bright magenta (mul‐

tiple arrowheads). (F) Trailing edges of both filaments of a hemibranch showing extensive aggre‐

gates of infected mucocytes. The section cuts along the afferent artery of one of the two filaments 

(rhombus). (G) Cysts (arrows) observed along the trailing edge of a filament in between anomalous 

mucocytes. (H) Higher magnification of the red‐framed area in panel (G). Detail of a mucocyte con‐

taining two inclusions (asterisks) sharing cytoplasm filled with mucin (arrowhead). (I) Higher mag‐

nification from the black‐framed area in panel (G). Different sizes of inclusions inside adjacent mu‐

cocytes. Mucus (arrowhead) is observed in the upper share of the cytoplasm, while the inclusion 

(asterisk) is positioned below. One large cyst is extruded from a ruptured cell. 

The anomalous mucocytes appeared slightly enlarged and, when stained  in poly‐

chrome, showed a blue granular content in their basal portion (Figure 10A,B). This content 

seems to progressively increase from base to apex and finally occupy the whole internal 

volume of  the cell  (Figure 10D,E). Mucocytes  then enlarge  their diameter up  to 50 μm 

(Figure 10G) and  inclusions seem  to be discharged  from  the epithelium  (Figure 10G,I). 

Cysts are also observed detached from the epithelium in proximity to the layer of muco‐

cytes  (Figure 10E).  Inside some of  these mucocytes we could distinguish  two bacterial 

inclusions sharing the same cytoplasm filled with mucin (Figure 10H). 

Not all filaments showed anomalous mucus cells but, wherever one was observed, ad‐

jacent ones showed similar features (Figure 10C). Aggregations of infected mucus cells were 

mostly observed on the whole length of the trailing edge of the filament (Figure 10F,G) and 

on the trailing edge of the other filament in the same hemibranch (Figure 10F). 
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4. Discussion 

4.1. Epitheliocystis‐Causing Agents and Their Prevalence 

The first description of epitheliocystis caused by members of the novel genus Ca. Ich‐

thyocystis was in gilthead seabream in 2016 and 2017 (Seth‐Smith et al., 2016; Seth‐Smith 

et al., 2017, Qi et al., 2016). In these studies, two novel species, Ca. Ichthyocystis hellenicum 

and Ca. Ichthyocystis sparus, were the principal causative agents for the pathology ob‐

served, while chlamydial pathogens, Ca. Similchlamydia species, had also co‐infected the 

gills, contributing to the pathology to a lesser extent [5]. In the present study, we identified 

a  novel  uncultured  epitheliocystis  agent  belonging  to  the  Ca.  Ichthyocystis  genus  in 

greater amberjack. Coinfecting chlamydial agents were also  identified in this host with 

similarity to Ca. Parilichlamydia carangidicola, previously described in yellowtail king‐

fish in South Australia [35]. While the presence of the Ca. Ichthyocystis genus has not been 

reported or investigated in other fish species or other areas, our results, together with the 

NCBI sequences that suggest a possible presence of the genus in Pacific herring and Pacific 

mackerel, indicate that this novel class of pathogens might be distributed among a wider 

range of hosts. This hypothesis is consistent with the recent identification of a novel spe‐

cies of Ca. Ichthyocystis in the pompano Trachinotus ovatus (Cascarano and Katharios un‐

published). These findings, taken together, should encourage the screening of other fish 

species for this genus and the clarification of the extent of diversity among these novel 

agents in different hosts. 

Moreover, we have identified a novel Betaproteobacteria genus represented by a sin‐

gle partial amplicon obtained from greater amberjack gills in Crete the closest relative of 

which is Ca. Branchiomonas cysticola. Since the presence of this bacterium was detected 

only in a single fish and no data other than the partial sequence of the 16S rRNA is avail‐

able, further investigation is required to support the novelty of this agent and its associa‐

tion with disease in fish. 

We were able to identify different strains of the same agents previously described in 

gilthead seabream [5,28] from different regions of Greece, confirming that these bacteria 

are commonly found on this host in different areas of the Mediterranean Sea. Contrary to 

what was described earlier, we observed no inclusions nor an outbreak or epitheliocystis‐

related mortalities. It is important to note that other epitheliocystis agents belonging to 

the Betaproteobacteria can reside in fish gill cells without forming a clearly detectable cyst, 

as shown  recently  in Atlantic  salmon  [40]. Therefore,  the  lack of visible  inclusions,  to‐

gether with the positive PCR results, might be associated not only with low bacterial loads 

but possibly with different modes of infection. While our results would be clarified by in 

situ hybridization and qPCR, we assume that the differences in disease intensity observed 

between this study and the previous ones on gilthead seabream [5,28] are most likely due 

to plain differences in local environmental parameters and stocking densities or to differ‐

ences in local loads and/or the virulence of these strains. 

The novelty of all  the  forementioned agents  identified  in  this study must be con‐

firmed by full‐length 16S rRNA gene sequencing and/or whole‐genome analysis. For the 

main Ca. Ichthyocystis agent associated with mortalities in greater amberjack, whole‐ge‐

nome sequencing has already been performed and genomic analysis is currently ongoing. 

Preliminary results indicate that it is indeed a new species of the genus (Cascarano et al., 

in preparation). 

Our data on prevalence showed  that gilthead seabream  tested positive  for  the Ca. 

Ichthyocystis genus five months after transfer to the fish cages, while in greater amberjack 

a 100% prevalence was observed already one month after transfer and during the ensuing 

outbreak. This difference  indicates a higher  incidence rate  in  the population of greater 

amberjack, possibly due to a high local load of the bacteria (especially if they are indeed 

host‐specific) and/or higher susceptibility to this Ca. Ichthyocystis strain. We observed a 

clear host‐specificity in both chlamydial and Ca. Ichthyocystis agents for the co‐farmed 

fish hosts we examined. 
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Interestingly, following initial detection, the prevalence of both chlamydial and Ca. 

Ichthyocystis pathogens was oscillating but persistent in the following samplings in both 

greater amberjack and gilthead seabream. This potentially indicates a long persistence of 

the infectious agents in the host (chronic infection) and/or a possibility of reinfection of 

the same fish in the future. An exception might be observed for the last sampling of July 

2018 in gilthead seabream, where all sampled fish tested negative for the Ca. Ichthyocystis 

genus. Since this was observed only in the last sampling, it is impossible to know whether 

prevalence would increase again in the following months. 

The results of the statistical analysis of prevalence suggest that an increase in tem‐

perature negatively affects  the presence of both Ca.  Ichthyocystis  spp. and chlamydial 

agents in gilthead seabream, i.e., higher water temperature leads to lower prevalence. In 

greater amberjack we found no correlation between water temperature and presence/ab‐

sence of epitheliocystis agents, indicating that other parameters might influence infection 

prevalence in this host. 

The size of the fish (i.e., length) seems to be a significant predictor of the presence of 

both pathogens in both fish species studied. More specifically, the increase in size is neg‐

atively correlated with  the presence of Ca. Ichthyocystis  in both greater amberjack and 

gilthead seabream, while the opposite is the case for chlamydial agents (i.e., an increase 

in size leads to an increased probability of the presence of the pathogen in both species). 

It is important to consider that fish size increases over the time of the monitoring period. 

The size factor can therefore be translated into a time‐in‐cage factor, and, according to this, 

our prevalence results can imply that the longer the fish stays in the water, the higher the 

likelihood that the fish is infected with chlamydial agents, while, inversely, Ichthyocystis 

agents are most likely to infect hosts sooner after transfer. 

4.2. Epitheliocystis in Greater Amberjack 

The presence of visible lesions and the additional mortality data allowed us to build 

a more detailed picture regarding epitheliocystis onset and overall disease progression in 

greater amberjack. No specific  immunostaining was performed  in  the current study  to 

unambiguously label cysts and attribute them to either Ca. Ichthyocystis or Chlamydial 

agents. Even though such analysis would undoubtedly be helpful, we attempted to over‐

come this issue by differentiating between coinfected samples and samples infected with 

only one of  the  two pathogens. Particular attention was paid  to  the outbreak samples, 

these being the ones with the highest ratios of cysts per filament. Outbreak samples posi‐

tive only for Ca. Ichthyocystis clearly displayed all the typical characteristics of the epi‐

theliocystis outbreak, including interlamellar inclusions surrounded by proliferative tis‐

sue to different extents and fusion of adjacent lamellae. This subset of samples, interest‐

ingly, includes the single moribund fish of the 2017 outbreak. On the contrary, in chla‐

mydia‐only‐positive samples (outbreak period), we could not detect cysts. Moreover, all 

16S rRNA sequences obtained from micro‐dissected single cysts from mixed infected out‐

break samples were positive for the Ca. Ichthyocystis genus only. These observations col‐

lectively suggest that this novel agent is likely to be responsible for both the epitheliocystis 

outbreak and mortalities, while the chlamydial one might just be a minor coinfecting bac‐

teria, similar to what has been shown for pathogens of the same genus in gilthead sea‐

bream [5]. 

In  the positive samples of  the  fish one month after  their  transfer  to sea cages, we 

observed peripherical cytoplasmatic inclusions in the ionocytes at the base of the lamellae. 

Since these inclusions were found in chlamydia‐negative samples we assumed that these 

cells might represent a main first site of infection for the novel Ca. Ichthyocystis agent in 

greater amberjack. The position of these cells matches the sites of most inclusions during 

the following outbreak, where cysts and proliferating tissue progressively occupied the 

interlamellar space from the filament towards the apex of the lamellae. The optimal local‐

isation of the inclusions along the filament during the outbreak was provided by micro‐

CT analysis. Differently from histology, in which visualisation of the sample is possible 
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on one section at a time, the 3D visualisation from micro‐CT rendering displays the whole 

sample at once. Cysts are readily identified due to the differential density that they display 

with respect to the rest of the tissue; their localisation along the whole tissue is unambig‐

uous and their total quantification is enhanced. 

Since we observed the first cytoplasmatic inclusions in early August and the disease 

was resolving by the middle of September, we can estimate the overall duration of the 

first infection to be about one month. Outbreak durations in other species of this bacterial 

genus have been estimated at around two weeks [5], but this might be related to the time 

it takes for cysts to fully form. 

In 1990 and 1991 Crespo and colleagues and Grau and Crespo described epithelio‐

cystis on farmed and wild amberjack cultivated in Port Andratx, Mallorca (Spain) using 

histology,  scanning  electron microscopy  (SEM)  and  transmission  electron microscopy 

(TEM) [25,26]. These authors described cysts surrounded by proliferative cell response in 

the trailing edge and in the interlamellar space of fish between 250 and 500g. They first 

identified infecting organisms and “coccobacillary bodies” in ionocytes, specifying that in 

the latest stages of the pathology, once the cyst is fully formed, it is impossible to identify 

the nature of the infected cell. Histological pictures from Crespo and colleagues and the 

description of the lesions made by the authors [25] closely resemble our observations in 

the current study. No molecular data were produced by these authors, therefore we can‐

not conclusively demonstrate that the epitheliocystis agents are indeed the same. Still, we 

consider this to be a significant possibility, since epitheliocystis agents are mostly species‐

specific and both studies refer to the same host reared in the same area (Mediterranean 

Sea). These findings raise the question of whether strains of Ca. Ichthyocystis are also pre‐

sent  in  the Western Mediterranean, and,  if  so, what  their  relationship  is  to  the  strains 

found in Greece. Both greater amberjack and gilthead seabream are cultured in the West‐

ern Mediterranean;  it would be  fascinating  to  see whether  the Eastern Mediterranean 

strains are present, and if so, whether the host‐specificity is maintained. This information 

will be important to guide the development of treatment strategies, including vaccines. 

4.3. Greater Amberjack Immune Response to First Infection 

Following  the  infection of  ionocytes,  in more advanced stages of  the  infection we 

observed hyperplasia of the lamellar epithelium and proliferation of epithelial cells. Pro‐

liferation of undifferentiated epithelial cells in this area is commonly reported in fish ex‐

posed to heavy metals [41–44], drugs [45] and organic compounds [46,47], as well as dur‐

ing different kinds of gill infections [48,49], where it has been correlated with the down‐

regulation of p53 tumour suppression protein and the overexpression of proliferating cell 

nuclear antigen PCNA  [50]. This  reaction was suggested  to be a  fish  immune strategy 

aiming to increase the width of the thin tissue layer that separates the shallow respiratory 

capillaries from the harmful agent, preventing its permeation into the blood stream [44]. 

In the  latest stages of the infection, we could observe breaking cysts and, in many 

points, concentric  layers of proliferative  tissue were  the only pathological evidence re‐

maining. We observed that in those fish that recovered from first infections, this prolifer‐

ative epithelium undergoes degeneration, and the fish seem to return to a healthy state. A 

similar tendency has been shown in studies explaining interlamellar proliferation and gill 

remodelling in fish reared in polluted waters and subsequentially exposed to a clean en‐

vironment [51]. Authors have suggested that proliferation is marked by a decrease in ex‐

pression of PCNA and that an increase of apoptotic signals regulating cell death leads the 

final reshaping of the tissue. 

In our case, proliferative tissue in the interlamellar space is shaped in nodular layers 

around the cyst, which is, moreover, interspersed with macrophages. This focal lesion ap‐

pears to wall out the  infected cell and resembles somewhat a granulomatous response. 

Since vimentin is considered a marker for the fibroblast lineage [52], we showed that a 

fibroblast‐like vimentin‐rich  layer  separates  the  cysts  from  the proliferative  tissue. We 

cannot state whether this rim is made by fibroblasts or other kinds of cells that underwent 
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degeneration with  the progression of  the disease, nor whether  it  includes  the external 

membrane (and possible remnants) of the primary infected cell. Given that vimentin is 

being assigned an increasing number of physiological functions [53], the presence of those 

stained intermediate filament proteins in the lesions might be of greater importance and 

provide insights into immunological processes occurring in the lesion. 

Vimentin  is not commonly used  to stain gill  tissues, and,  to our knowledge, such 

immunostaining has never been performed on epitheliocystis lesions, neither on healthy 

nor on diseased gills of greater amberjack or other carangidae. Most of what we know of 

the cellular functions of vimentin has been studied in other models (reviewed by [54]). 

Interestingly, this conserved intermediate filament has been defined as an antigenic target 

in autoimmunity and has also been associated with autoimmune disorders and prolifera‐

tive lesions, such as sarcoidosis in humans, where it works as antigenic target for T and B 

cells  [55,56].  It has been recognised as a species‐conserved antigen receptor for natural 

killer cells in mammals and non‐specific cytotoxic cells (NCCs) in fish [57]. Vimentin also 

has an antigenic function in tuberculosis and is overexpressed in macrophages infected 

by Mycobacterium tuberculosis, which are subsequentially targeted for killing [58]. There‐

fore, there is a possibility that the vimentin‐rich ring surrounding the cyst in the described 

epitheliocystis lesion might act as antigenic target for other immune cells in epitheliocystis 

lesions. 

Interestingly, we could identify some cells with vimentin‐positive membranes infil‐

trating the proliferating tissue of epithelial cells. Vimentin has been shown to have differ‐

ent roles during bacterial infections [59], one of which is in transcellular migration and 

adhesion of lymphocytes [59]. This protein was shown to be secreted and surface‐located 

in activated macrophages in response to pro‐inflammatory signals (such as the cytokine 

tumour necrosis factor α, TNF‐α) in a mechanism that is believed to promote pathogen 

trapping and killing [60]. Jaso‐Friedmann and colleagues described NCCs in fish as bear‐

ing a vimentin‐like surface domain  [61]. These  tissue‐derived cells are part of  the non‐

specific cellular immunity in fish and migrate in between cells to target infected cells for 

lysis [62]. Monteiro and colleagues described vimentin‐positive ovoid cells in the interla‐

mellar region of tilapia Oreochromis niloticus [63]. In the same approximate position, Kop‐

pang and colleagues stained MHC class II cells in Atlantic salmon (Salmo salar) [64]. The 

position of the vimentin positive cells in these two studies is of interest since they were 

located at the base of the lamellae, adjacent to mucous and mitochondria‐rich cells, the 

same position  in which we  first observed  the  formation of  the  lesions. Whether the vi‐

mentin‐positive cells interspersed in the lesion are activated macrophages or NCCs is yet 

to be clarified. The Iba‐1 stain confirmed the presence of Iba‐1‐positive histiocytic cells in 

the same area. The presence of vimentin‐positive cells and Iba‐1‐positive cells during the 

inflammatory process is a sign of activation of the immune response following first infec‐

tion. Whether these cells migrate to primary infected cells and fuse to shape the vimentin‐

rich ring cannot be demonstrated in the present study. Future studies should attempt to 

clarify the eventual presence/position and function of vimentin‐positive cells in healthy 

gills of greater amberjack. 

4.4. Factors Influencing Mortality in Greater Amberjack 

The extent of interlamellar space obliteration due to epithelial proliferation appears 

to be the primary cause of mortality, since in moribund fish the majority of lamellae were 

completely fused. When comparing mortality data from 2017 and 2018, we observed a 

higher mortality in fish of the 2018 cohort (mean weight 145 g) compared to those of the 

2017 cohort (mean weight 275 g). Fish gill morphometrics gradually increase with fish age. 

Overall gill filament sizes increase during fish growth, increasing the overall respiratory 

surface as body mass increases [65]. If the relative amount of proliferative response caused 

by  the  infection of a single cell  is constant but  the height and  length of  the  lamellae  is 

bigger in older fish, we can expect a higher proportion of interlamellar space obliteration 

in younger fish. This means that, in older fish, the same level of proliferation might affect 
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only a basal portion of the interlamellar space, leaving the apical part still functional and 

allowing the animal to resolve the infection without completely impairing the tissue res‐

piratory function. 

Mortality due to epitheliocystis in the study of Crespo and colleagues began in No‐

vember, peaked in January–February and decreased in May, with a cumulative mortality 

of 85% of the stock [25]. This level of mortality, which is far above that reported here, and, 

of course, assuming the infective agent to be the same, might be explained by the different 

ranges of fish rearing temperatures. The authors stated that water temperature in Mallorca 

fluctuates from 13–25 °C and that the lowest temperatures were correlated with the high‐

est mortality rates. In our study, we report an outbreak in 2018 at 26.5 °C and another in 

2017 at 18.5 °C. Optimal rearing temperature for the greater amberjack is 26 °C and, more‐

over, it has been shown that if temperature decreases to 22 °C, there are no substantial 

effects on the growth of this fish [66]. On the contrary, a temperature of 17 °C has been set 

as the lower limit before the onset of deleterious effects for greater amberjack [66]. These 

optimal rearing temperature data agree with the growth rate that fish displayed in our 

study (data not shown), since below 22 °C the 2018 stock experienced a sudden drop in 

growth. We infer from this that a temperature of 13 °C is decisively suboptimal for rearing 

greater amberjack and might have been the cause of severe impairment of several physi‐

ological mechanisms  (including  immunity),  explaining  the  severity  of  the  disease  re‐

ported in Mallorca. 

We can conclude that both fish size and temperature seem to affect mortality rates. 

Comparing our mortality data from 2017 and 2018, though, we speculate that fish size has 

a much greater impact than temperature on mortality. In fact, when comparing the two 

outbreaks, we observed  that  in 2018  smaller  fish  in warmer  temperatures experienced 

higher mortalities, while in 2017 bigger fish in lower temperatures exhibited lower mor‐

talities. 

Older fish co‐farmed in the same area can represent a source of transmission of epi‐

theliocystis agents, as we will discuss later in this manuscript. In gilthead seabream a year‐

by‐year increase of mortality due to this disease was reported, and we could observe a 

similar trend when comparing the two outbreaks of 2017 and 2018 in greater amberjack. 

After the milder outbreak in 2017 (December), we experienced earlier and higher mortal‐

ities in 2018 (September). It is possible that the increased local load of bacteria persisting 

in the hosts after the outbreak in 2017 caused higher incident rates and earlier onset of the 

disease in 2018. Since, in each year, juveniles of the same size were transferred to cages in 

the same period, an earlier outbreak would have affected a smaller size class, causing 

higher mortalities. Considering that year class overlap is a common practice in fish farms, 

these results should be taken into serious consideration by stakeholders. 

4.5. Chronic Stages of The Disease in Greater Amberjack 

Most studies on epitheliocystis have investigated single outbreaks and no study, to 

our knowledge, has focused on the onset and progression of the disease in the same stock 

for an extended period. After the first detection of the pathogens, we reported oscillating 

prevalence during the year. Our prevalence data indicate that the bacteria persisted in the 

hosts for a prolonged time span after the outbreak and often went undetected, no mortal‐

ity attributed to this disease being reported in adults. 

In PCR‐positive samples after the outbreak, it was not possible to observe any inclu‐

sion in the interlamellar area, where the first infection was clearly spotted. Moreover, no 

anomaly was found in ionocytes. The observed cysts were located in peripherical areas of 

the  filament and,  importantly, were never surrounded by any kind of proliferative re‐

sponse. Infected cells were stained PAS‐positive, like mucocytes. Interestingly, we spo‐

radically observed cysts  in PAS‐positive mucocytes  in  the upper part of  the secondary 

lamellae also during the first outbreak, and those too were unaffected by epithelial prolif‐

eration. 
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Whatever the source of the first infection, it is unlikely that ionocytes would not be 

re‐exposed to the same pathogen in time. Trained adapted immune response might pro‐

tect these cells (or this area of the filament) from re‐infection, while it is possible that the 

pathogen remains persistent and/or undetected inside the mucocytes. 

It is important to note that the infected mucocytes were found in mucosal‐like tissue 

in the interbranchial area, along the trailing edge and at the tip of the filament. These same 

areas have been characterized in other fish by the presence of the ILT [67] and should be 

therefore  rich  in T and B cells  [10]. Dalum and colleagues  redefined  the  interbranchial 

lymphoid tissue as divided into a proximal part (pILT) in the interbranchial septum and 

a distal part (dILT) extending along  the trailing edges of the filament [68,69], the same 

areas in which we found the inclusions. Modifications of the normal structure of the ILT 

has been shown in gill disorders caused by amoebic gill disease (AGD) in Atlantic salmon 

(Salmo salar) [70]. Since this disease is also characterised by epithelial hyperplasia [71,72], 

it has been suggested that migration of immune cells from the lymphoid organ and epi‐

thelial proliferation triggered by the pathogen might be factors contributing to the reshap‐

ing of the tissue during infection [70]. Future study should characterize the ILT in healthy 

greater amberjack and investigate the reasons leading to what seems to be a lack of im‐

mune response following mucocyte infections in these areas. In mice and humans it has 

been shown that the same factor that promotes goblet cell differentiation and hyperplasia 

[73,74] is also associated with mucocyte metaplasia during airway epithelium infections, 

where it  interferes with the  innate immune response by binding TLR Toll‐like receptor 

adapters and inhibits neutrophil recruitment [75,76]. 

Since no specific stain was performed to uniquely attribute these cysts to the novel 

Ca. Ichthyocystis agent, we cannot state with certainty that this bacterium can infect both 

ionocytes and mucocytes. While this analysis will, in the future, clarify the issue, we con‐

sider this to be a possibility since we excluded coinfection with chlamydial pathogens in 

these samples by PCR analysis. In case the novel pathogen can indeed infect both types of 

cells or  transfer  from one  to  the other,  it would be  interesting  to characterise common 

properties  of  mucocytes  and  ionocytes  in  greater  amberjack.  Both  cells  are  surely 

equipped with an extended internal tubular system of vesicles connected with the endo‐

plasmic reticulum [77]. Moreover, it has been shown that ionocytes can excrete polysac‐

charidic substances that accumulate in their apical regions [78]. Interestingly, mucocytes 

have been recently attributed an additional immune function [79]. Sentinel mucocytes in 

mice can sample luminal material and secrete mucin in response, adapting mucus pro‐

duction to specific pathogens and inducing mucin secretion in adjacent mucocytes [80]. 

This mechanism has been observed in goblet cells in the apex of the epithelium (colon) 

and,  interestingly,  these  same  cells were  subsequentially  extruded  from  the  epithelial 

layer [80]. 

4.6. Transmission of Pathogens Affecting Greater Amberjack and Pathogen Life Cycle Hypothesis 

We observed cysts extruding outside of the tissue from mucocytes in the trailing edge 

of the filament. Considering that water flow in the gills is unidirectional, we can expect 

that whatever is released from the trailing edge can only flow outside the gills and cannot 

recirculate anywhere along the filaments. Extrusion of whole cysts from infected cells has 

never been described before and might represent a novel mechanism of dispersion  for 

epitheliocystis agents. Future studies should include a consistent sampling of the water 

below and around the cages in both adult and juvenile cohorts in the months following 

outbreaks to confirm the presence of cysts and investigate the destiny of these pathogenic 

particles in the water column. 

If floating cysts are a major means of fish‐to‐fish transmission of the bacteria, we can 

expect that they will not only enter the gills of a new host but will more likely be retained 

(filtered) rather than passing straight through, especially at the high flow rates expected 

for a fast‐moving fish, such as greater amberjack. Moreover, in the scenario in which the 

agents can indeed infect both ionocytes and mucocytes and disperse as whole cysts out of 
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the latter, the longer (and seemingly undetected) presence of these bacteria in mucocytes 

can indicate that these are preferential targets of infection, while first infection of ionocytes 

might  just be accidental. The gill milieu  is not a “static” environment  (certainly not as 

static as that of internal organs) and water‐circulating pathogens must overcome the high 

turbulence produced by the water flow. In this disturbed environment the outward sur‐

face of ionocytes and their microvilli “bulge” out of the epithelium and might represent 

an optimal point of attachment. This might potentially explain why we observe first in‐

fection only in ionocytes. Considering that first infection of ionocytes might lead to host 

mortality in juveniles, one might raise the question why a more specific targeting of the 

mucocytes has not been evolutionary selected as a unique host–pathogen mechanism of 

infection. A possible answer might be given by  the  fact  that,  if  the pathogen  is  indeed 

water‐circulating, the proliferative response triggered by the infection of ionocytes might 

increase the surface tissue between  lamellae and facilitate the adhesion of other water‐

circulating bacteria, ensuring the success of the first infection. Moreover, if first infection 

activates a host response by promoting mucocyte proliferation (as suggested by the ob‐

served increased mucus production), it also facilitates subsequent stages of chronic infec‐

tion in these cells. 

Interestingly, Crespo observed the absence of microvilli on the apical pits of infected 

ionocytes in infected fish. The disruption of microvilli described by Crespo [25] could be 

a sign of the entrance of a pathogen in a ciliated cell, a mechanism described as attaching 

and effacing (A/E) in enteropathogenic bacteria [81–83]. In Gram‐negative bacteria, such 

as Neisseria meningitidis, the first adhesion in A/E is mediated by type IV pili [84] and has 

been recognised to be tissue/cell specific [85]. In this regard, other bacteria of the Ca. Ich‐

thyocystis genus have been sequenced and their genomes described [86]. Between the dif‐

ferent virulence attributes of these bacteria, the presence of type IV pili has been discussed. 

Future studies  including transmission electron microscopy will  investigate  the na‐

ture of the infected cells during the different stages of infection and will help to identify 

the morphology of bacteria in the cysts observed in both ionocytes and mucocytes. These 

studies will hopefully explain some of the findings and confirm or disprove the hypothe‐

sis discussed here. 

Further genomic analysis of the novel pathogen described  in greater amberjack  in 

Greece will shed light on virulence attributes of this novel bacteria and help to shape the‐

ories about the mechanism of the host‐selective first attachment in the gills. The additional 

tissue stored from the outbreak of 2018 is currently being analysed and pooled cysts have 

been subjected to whole‐genome sequencing. Genomic sequencing is going to provide in‐

fection clues additional to those included in the present work and possibly explain some 

of the pathological findings described herein. 

5. Conclusions 

Fish are already considered to be a model for comparative immunological studies. 

Intracellular infection by epitheliocystis agents challenges both innate and acquired im‐

munity in the same localized area. If the limitation caused by the current difficulties in 

establishing in vitro models is bypassed, the study of this disease in the future will provide 

insights into basic immunity mechanisms and possibly expose novel functions of cells in 

the mucosa. 

The Ca. Ichthyocystis genus includes a growing number of species affecting the gills 

of fish in the Mediterranean Sea. A novel species was identified in this study in greater 

amberjack reared in Greece whose pathological features resemble those described by Cre‐

spo and colleagues in 1990 in Spain. The 16S rRNA sequence of the novel species clusters 

in proximity to two BLAST‐deposited clone sequences obtained from Pacific herring and 

Pacific mackerel, indicating the possibility of at least five different intracellular bacteria 

species causing epitheliocystis in four different Mediterranean fish hosts. 

This disease  in greater amberjack  involves  two different  types of  target  cells, one 

dominant during a first acute infection phase and the other dominant during the chronic 
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stage of the disease. Whole‐cyst extrusion from infected mucocytes and shedding directly 

into the water is a possible new mode of dispersion of epitheliocystis agents. Chronic in‐

fection  in adults might contribute  to  infection  in younger  fish  if stocks of different age 

class are co‐farmed. Fish year class overlap can contribute to an increase in the local envi‐

ronmental load of these pathogens in a single area and therefore lead to an  increase of 

year‐to‐year mortalities. Mortalities seem to be related to the degree of obliteration of the 

interlamellar  space  caused  by  the proliferative  response  and might  be  exacerbated  in 

younger fish with smaller gill morphometrics. 

The insights into both host response and pathogen transmission provided by the pre‐

sent  study  propose  alternative  theories  for  future  research  towards  the  increase  of 

knowledge of this poorly understood, emerging disease. 

Supplementary  Materials:  The  following  supporting  information  can  be  downloaded  at: 

www.mdpi.com/article/10.3390/microorganisms10030627/s1,.Supplementary  Material  Data  S1; 

Supplementary Material Data S2; Supplementary Material Data S3: Code  for  statistical analysis; 

Video S1: 3D Micro‐CT video. 

Author Contributions: M.C.C.: sampling, data analysis, molecular analysis, writing; P.K.: concep‐

tualization, data analysis, writing; M.R.: histological analysis; L.V.: writing, revision; D.G.: statistical 

analysis, writing; N.P.: zootechnical data analysis, writing; K.K.: micro‐CT analysis, writing; M.I.T.: 

histology, writing. All authors have read and agreed to the published version of the manuscript. 

Funding: The research work was supported by the Hellenic Foundation for Research and Innova‐

tion (HFRI) under the HFRI PhD Fellowship grant (Fellowship Number: 253). 

Institutional Review Board Statement: This work does not involve experiments with animals and 

all procedures described here are part of the health monitoring program of the regular production 

procedures. Nevertheless, all activities described herein were performed by FELASA‐accredited 

personnel and were in full accordance with national and EU regulations. HCMR facilities operate 

under the license EL91‐BIOexp‐04 for experimentation with animals. 

Informed Consent Statement: Not applicable. 

Data Availability Statement: All data  included in this study are provided  in the Supplementary 

Materials. Genomic sequences have been uploaded to GenBank. 

Acknowledgments: We would like to thank the personnel involved in the sampling procedures and 

logistics, in particular Panagiotis Anastasiadis and Michalis Asderis. 

Conflicts of Interest: The authors declare no conflict of interest. 

References 

1. Nowak, B.F.; LaPatra, S.E. Epitheliocystis in fish. J. Fish Dis. 2006, 29, 573–588, doi:10.1111/j.1365‐2761.2006.00747.x. 

2. Blandford, M.I.; Taylor‐Brown, A.; Schlacher, T.A.; Nowak, B.; Polkinghorne, A. Epitheliocystis in fish: An emerging aquacul‐

ture disease with a global impact. Transbound. Emerg. Dis. 2018, 65, 1436–1446. 

3. Guevara Soto, M.; Vaughan, L.; Segner, H.; Wahli, T.; Vidondo, B.; Schmidt‐Posthaus, H. Epitheliocystis distribution and char‐

acterization in brown trout (Salmo trutta) from the headwaters of two major European rivers, the Rhine and Rhone. Front. Phys‐

iol. 2016, 7, 131. 

4. Katharios, P.; Papadaki, M.; Papandroulakis, N.; Divanach, P. Severe mortality in mesocosm‐reared sharpsnout sea bream Dip‐

lodus puntazzo larvae due to epitheliocystis infection. Dis. Aquat. Organ. 2008, 82, 55–60, doi:10.3354/dao01968. 

5. Seth‐Smith, H.M.B.; Dourala, N.; Fehr, A.; Qi, W.; Katharios, P.; Ruetten, M.; Mateos, J.M.; Nufer, L.; Weilenmann, R.; Ziegler, 

U.; et al. Emerging pathogens of gilthead seabream: characterisation and genomic analysis of novel intracellular β‐proteobacte‐

ria. ISME J. 2016, 10, 1791–1803, doi:10.1038/ismej.2015.223. 

6. Mitchell, S.O.; Steinum, T.; Rodger, H.; Holland, C.; Falk, K.; Colquhoun, D.J. Epitheliocystis in Atlantic salmon, Salmo salar L., 

farmed in fresh water in Ireland is associated with ‘Candidatus Clavochlamydia salmonicola’infection. J. Fish Dis. 2010, 33, 665–

673. 

7. Rauta, P.R.; Nayak, B.; Das, S. Immune system and immune responses in fish and their role in comparative immunity study: A 

model for higher organisms. Immunol. Lett. 2012, 148, 23–33. 

8. Salinas, I. The mucosal immune system of teleost fish. Biology 2015, 4, 525–539. 

9. Yu, Y.; Wang, Q.; Huang, Z.; Ding, L.; Xu, Z. Immunoglobulins, mucosal immunity and vaccination in teleost fish. Front. Immu‐

nol. 2020, 11, 2597. 

10. Koppang, E.O.; Fischer, U.; Moore, L.; Tranulis, M.A.; Dijkstra, J.M.; Köllner, B.; Aune, L.; Jirillo, E.; Hordvik, I. Salmonid T cells 



Microorganisms 2022, 10, 627  27  of  29 
 

 

assemble in the thymus, spleen and in novel interbranchial lymphoid tissue. J. Anat. 2010, 217, 728–739. 

11. Haugarvoll, E.; Bjerkås, I.; Nowak, B.F.; Hordvik, I.; Koppang, E.O. Identification and characterization of a novel intraepithelial 

lymphoid tissue in the gills of Atlantic salmon. J. Anat. 2008, 213, 202–209. 

12. Nylund, A.; Pistone, D.; Trösse, C.; Blindheim, S.; Andersen, L.; Plarre, H. Genotyping of Candidatus Syngnamydia salmonis 

(chlamydiales; Simkaniaceae) co‐cultured  in Paramoeba perurans (amoebozoa; Paramoebidae). Arch. Microbiol. 2018, 200, 859–

867. 

13. Fehr, A.; Walther, E.; Schmidt‐Posthaus, H.; Nufer, L.; Wilson, A.; Svercel, M.; Richter, D.; Segner, H.; Pospischil, A.; Vaughan, 

L. Candidatus Syngnamydia venezia, a novel member of the phylum Chlamydiae from the broad nosed pipefish, Syngnathus 

typhle. PLoS ONE 2013, 8, e70853. 

14. Corsaro, D.; Greub, G. Pathogenic potential of novel Chlamydiae and diagnostic approaches to infections due to these obligate 

intracellular bacteria. Clin. Microbiol. Rev. 2006, 19, 283–297. 

15. Crespo, S.; Zarza, C.; Padros, F.; de Mateo, M.M. Epitheliocystis agents in sea bream Sparus aurata: morphological evidence for 

two distinct chlamydia‐like developmental cycles. Dis. Aquat. Organ. 1999, 37, 61–72. 

16. Draghi II, A.; Bebak, J.; Popov, V.L.; Noble, A.C.; Geary, S.J.; West, A.B.; Byrne, P.; Frasca Jr, S. Characterization of a Neochla‐

mydia‐like bacterium associated with epitheliocystis in cultured Arctic charr Salvelinus alpinus. Dis. Aquat. Organ. 2007, 76, 27–

38. 

17. Draghi, A.; Popov, V.L.; Kahl, M.M.; Stanton, J.B.; Brown, C.C.; Tsongalis, G.J.; West, A.B.; Frasca, S. Characterization of “Can‐

didatus Piscichlamydia salmonis”(order Chlamydiales), a Chlamydia‐like bacterium associated with epitheliocystis in farmed 

Atlantic salmon (Salmo salar). J. Clin. Microbiol. 2004, 42, 5286–5297. 

18. Stride, M.C.; Polkinghorne, A.; Nowak, B.F. Chlamydial infections of fish: Diverse pathogens and emerging causes of disease 

in aquaculture species. Vet. Microbiol. 2014, 171, 258–266, doi:10.1016/j.vetmic.2014.03.022. 

19. Paperna, I. Epitheliocystis  infection  in wild and cultured sea bream (Sparus aurata, Sparidae) and grey mullets (Liza ramada, 

Mugilidae). Aquaculture 1977, 10, 169–176. 

20. Paperna, I.; Sabnai, I.; Castel, M. Ultrastructural study of epitheliocystis organisms from gill epithelium of the fish Sparus aurata 

(L.) and Liza ramada (Risso) and their relation to the host cell. J. Fish Dis. 1978, 1, 181–189. 

21. Crespo, S.; Zarza, C.; Padros, F. Epitheliocystis hyperinfection in sea bass, Dicentrarchus labrax (L.): light and electron microscope 

observations. J. Fish Dis. 2001, 24, 557–560. 

22. Rigos, G.; Grigorakis, K.; Nengas,  I.; Christophilogiannis, P.; Yiagnisi, M.; Kout‐Sodimou, M.; Andriopoulou, A.; Alexis, M. 

Stress‐related pathology seems a significant obstacle for the intensive farming of common dentex, Dentex dentex (Linnaeus 1758). 

Bull. Eur. Assoc. Fish Pathol. 1998, 18, 15. 

23. Syasina, I.; Park, I.‐S.; Kim, J.M. Gill Tissue Reactions to an Epitheliocystis Infection in Cultured Red Seabream, Pagrus major. J. 

fish Pathol. 2004, 17, 105–111. 

24. Syasina, I.; Park, I.S.; Kim, J.M. Epitheliocystis disease in red sea bream Pagrus major and induced hybrid, red sea bream Pagrus 

major (♀)∞ black sea bream Acanthopagrus schlegeli (♂), cultured in Korea. Bull. Eur. Assoc. Fish Pathol. 2004, 24, 260–267. 
25. Crespo, S.; Grau, A.; Padros, F. Epitheliocystis disease in the cultured amberjack, Seriola dumerili Risso (Carangidae). Aquaculture 

1990, 90, 197–207. 

26. Grau, A.; Crespo, S. Epitheliocystis in the wild and cultured amberjack, Seriola dumerili Risso: ultrastructural observations. Aq‐

uaculture 1991, 95, 1–6. 

27. Katharios, P.; Seth‐Smith, H.M.B.; Fehr, A.; Mateos, J.M.; Qi, W.; Richter, D.; Nufer, L.; Ruetten, M.; Guevara Soto, M.; Ziegler, 

U.; et al. Environmental marine pathogen  isolation using mesocosm culture of sharpsnout seabream: striking genomic and 

morphological features of novel Endozoicomonas sp. Sci. Rep. 2015, 5, 17609, doi:10.1038/srep17609. 

28. Seth‐Smith, H.M.B.; Katharios, P.; Dourala, N.; Mateos, J.M.; Fehr, A.G.J.; Nufer, L.; Ruetten, M.; Soto, M.G.; Vaughan, L. Ca. 

Similichlamydia in epitheliocystis co‐infection of gilthead seabream gills: Unique morphological features of a deep branching 

chlamydial family. Front. Microbiol. 2017, 8, 1–9, doi:10.3389/fmicb.2017.00508. 

29. Fukatsu, T.; Nikoh, N. Two intracellular symbiotic bacteria from the mulberry psyllid Anomoneura mori (Insecta, Homoptera). 

Appl. Environ. Microbiol. 1998, 64, 3599–3606. 

30. Everett, K.D.E.; Bush, R.M.; Andersen, A.A. Emended description of the order Chlamydiales, proposal of Parachlamydiaceae 

fam. nov. and Simkaniaceae fam. nov., each containing one monotypic genus, revised taxonomy of the family Chlamydiaceae, 

including a new genus and five new species, and standards. Int. J. Syst. Evol. Microbiol. 1999, 49, 415–440. 

31. Edgar, R.C. MUSCLE: multiple sequence alignment with high accuracy and high throughput. Nucleic Acids Res. 2004, 32, 1792–

1797. 

32. Stecher, G.; Tamura, K.; Kumar, S. Molecular evolutionary genetics analysis (MEGA) for macOS. Mol. Biol. Evol. 2020, 37, 1237–

1239. 

33. Metscher, B.D. MicroCT for Developmental Biology: A Versatile Tool for High‐Contrast 3D Imaging at Histological Resolutions. 

Dev Dyn 2009, 238, doi:10.1002/dvdy.21857. 

34. Bennett, H.S.; Wyrick, A.D.; Lee, S.W.; McNeil, J.H. Science and art in preparing tissues embedded in plastic for light micros‐

copy, with special reference to glycol methacrylate, glass knives and simple stains. Stain Technol. 1976, 51, 71–97. 

35. Stride, M.C.; Polkinghorne, A.; Miller, T.L.; Groff, J.M.; LaPatra, S.E.; Nowak, B.F. Molecular characterization of “Candidatus 

Parilichlamydia  carangidicola,”  a novel Chlamydia‐like  epitheliocystis agent  in yellowtail kingfish, Seriola  lalandi  (Valenci‐

ennes), and the proposal of a new family,“Candidatus Parilichlamydiaceae” fam. nov.(orde. Appl. Environ. Microbiol. 2013, 79, 



Microorganisms 2022, 10, 627  28  of  29 
 

 

1590–1597. 

36. Steigen, A.; Nylund, A.; Plarre, H.; Watanabe, K.; Karlsbakk, E.; Brevik, Ø. Presence of selected pathogens on the gills of five 

wrasse species in western Norway. Dis. Aquat. Organ. 2018, 128, 21–35. 

37. Steigen, A.; Karlsbakk, E.; Plarre, H.; Watanabe, K.; Øvergård, A.‐C.; Brevik, Ø.; Nylund, A. A new  intracellular bacterium, 

Candidatus Similichlamydia  labri sp. nov.(Chlamydiaceae) producing epitheliocysts  in ballan wrasse, Labrus bergylta  (Pisces, 

Labridae). Arch. Microbiol. 2015, 197, 311–318. 

38. Toenshoff, E.R.; Kvellestad, A.; Mitchell, S.O.; Steinum, T.; Falk, K.; Colquhoun, D.J.; Horn, M. A novel betaproteobacterial 

agent of gill epitheliocystis in seawater farmed Atlantic salmon (Salmo salar). PLoS ONE 2012, 7, e32696. 

39. Yarza, P.; Yilmaz, P.; Pruesse, E.; Glöckner, F.O.; Ludwig, W.; Schleifer, K.‐H.; Whitman, W.B.; Euzéby, J.; Amann, R.; Rosselló‐

Móra, R. Uniting the classification of cultured and uncultured bacteria and archaea using 16S rRNA gene sequences. Nat. Rev. 

Microbiol. 2014, 12, 635–645. 

40. Gjessing, M.C.; Spilsberg, B.; Steinum, T.M.; Amundsen, M.; Austbø, L.; Hansen, H.; Colquhoun, D.; Olsen, A.B. Multi‐agent in 

situ hybridization confirms Ca. Branchiomonas cysticola as a major contributor in complex gill disease in Atlantic salmon. Fish 

Shellfish Immunol. Reports 2021, 2, 100026. 

41. Reid, S.D.; McDonald, D.G. Effects of cadmium, copper, and low pH on ion fluxes in the rainbow trout, Salmo gairdneri. Can. J. 

Fish. Aquat. Sci. 1988, 45, 244–253. 

42. Karlsson‐Norrgren, L.; Dickson, W.; Ljungberg, O.; Runn, P. Acid water and aluminium exposure: gill lesions and aluminium 

accumulation in farmed brown trout, Salmo trutta L. J. Fish Dis. 1986, 9, 1–9. 

43. Karan, V.; Vitorović, S.; Tutundžić, V.; Poleksić, V. Functional enzymes activity and gill histology of carp after copper sulfate 

exposure and recovery. Ecotoxicol. Environ. Saf. 1998, 40, 49–55. 

44. Arellano, J.M.; Storch, V.; Sarasquete, C. Histological changes and copper accumulation in liver and gills of the Senegales sole, 

Solea senegalensis. Ecotoxicol. Environ. Saf. 1999, 44, 62–72. 

45. Schwaiger, J.; Ferling, H.; Mallow, U.; Wintermayr, H.; Negele, R.D. Toxic effects of the non‐steroidal anti‐inflammatory drug 

diclofenac: Part I: histopathological alterations and bioaccumulation in rainbow trout. Aquat. Toxicol. 2004, 68, 141–150. 

46. Nowak, B. Histological changes in gills induced by residues of endosulfan. Aquat. Toxicol. 1992, 23, 65–83. 

47. Srivastava, N.; Kumari, U.; Rai, A.K.; Mittal, S.; Mittal, A.K. Alterations in the gill filaments and secondary lamellae of Cirrhinus 

mrigala exposed to “nuvan,” an organophosphorus insecticide. J. Histol. 2014, 2014, 1–11. 

48. Marcos‐López, M.; Rodger, H.D. Amoebic gill disease and host response in Atlantic salmon (Salmo salar L.): A review. Parasite 

Immunol. 2020, 42, e12766. 

49. Castrillo, P.A.; Varela‐Dopico, C.; Bermúdez, R.; Ondina, P.; Quiroga, M.I. Morphopathology and gill  recovery of Atlantic 

salmon during the parasitic detachment of Margaritifera margaritifera. J. Fish Dis. 2021, 44, 1101–1115. 

50. Morrison, R.N.; Cooper, G.A.; Koop, B.F.; Rise, M.L.; Bridle, A.R.; Adams, M.B.; Nowak, B.F. Transcriptome profiling the gills 

of amoebic gill disease (AGD)‐affected Atlantic salmon (Salmo salar L.): a role for tumor suppressor p53 in AGD pathogenesis? 

Physiol. Genom. 2006, 26, 15–34. 

51. Sales, C.F.; Dos Santos, K.P.E.; Rizzo, E.; de Azambuja Ribeiro, R.I.M.; Dos Santos, H.B.; Thomé, R.G. Proliferation, survival and 

cell death in fish gills remodeling: From injury to recovery. Fish Shellfish Immunol. 2017, 68, 10–18. 

52. Venkov, C.D.; Link, A.J.; Jennings, J.L.; Plieth, D.; Inoue, T.; Nagai, K.; Xu, C.; Dimitrova, Y.N.; Rauscher, F.J.; Neilson, E.G. A 

proximal activator of transcription in epithelial‐mesenchymal transition. J. Clin. Invest. 2007, 117, 482–491. 

53. Ivaska, J.; Pallari, H.‐M.; Nevo, J.; Eriksson, J.E. Novel functions of vimentin in cell adhesion, migration, and signaling. Exp. Cell 

Res. 2007, 313, 2050–2062. 

54. Danielsson, F.; Peterson, M.K.; Caldeira Araújo, H.; Lautenschläger, F.; Gad, A.K.B. Vimentin diversity in health and disease. 

Cells 2018, 7, 147. 

55. Musaelyan, A.; Lapin, S.; Nazarov, V.; Tkachenko, O.; Gilburd, B.; Mazing, A.; Mikhailova, L.; Shoenfeld, Y. Vimentin as anti‐

genic target in autoimmunity: a comprehensive review. Autoimmun. Rev. 2018, 17, 926–934. 

56. Kinloch, A.J.; Kaiser, Y.; Wolfgeher, D.; Ai, J.; Eklund, A.; Clark, M.R.; Grunewald, J. In situ humoral immunity to vimentin in 

HLA‐DRB1* 03+ patients with pulmonary sarcoidosis. Front. Immunol. 2018, 9, 1516. 

57. Harris, D.T.; Kapur, R.; Frye, C.; Acevedo, A.; Camenisch, T.;  Jaso‐Friedmann, L.; Evans, D.L. A species‐conserved NK cell 

antigen receptor is a novel vimentin‐like molecule. Dev. Comp. Immunol. 1992, 16, 395–403. 

58. Garg, A.; Barnes, P.F.; Porgador, A.; Roy, S.; Wu, S.; Nanda, J.S.; Griffith, D.E.; Girard, W.M.; Rawal, N.; Shetty, S. Vimentin 

expressed on Mycobacterium tuberculosis‐infected human monocytes is involved in binding to the NKp46 receptor. J. Immunol. 

2006, 177, 6192–6198. 

59. Mak, T.N.; Brüggemann, H. Vimentin in bacterial infections. Cells 2016, 5, 18. 

60. Mor‐Vaknin, N.; Punturieri, A.; Sitwala, K.; Markovitz, D.M. Vimentin is secreted by activated macrophages. Nat. Cell Biol. 2003, 

5, 59–63. 

61. Jaso‐Friedmann, L.; Leary, J.H., III; Evans, D.L. Nonspecific cytotoxic cells in fish: antigenic cross‐reactivity of a function asso‐

ciated molecule with the intermediate filament vimentin. Cell. Immunol. 1993, 148, 208–217. 

62. Firdaus‐Nawi, M.; Zamri‐Saad, M. Major Components of Fish Immunity: A Review. Pertanika J. Trop. Agric. Sci. 2016, 39, 393–

420. 

63. Monteiro, S.M.; Fontainhas‐Fernandes, A.; Sousa, M. An immunohistochemical study of gill epithelium cells in the Nile tilapia, 

Oreochromis niloticus. Folia Histochem. Cytobiol. 2010, 48, 112–121. 



Microorganisms 2022, 10, 627  29  of  29 
 

 

64. Koppang, E.O.; Hordvik, I.; Bjerkås, I.; Torvund, J.; Aune, L.; Thevarajan, J.; Endresen, C. Production of rabbit antisera against 

recombinant MHC class  II β chain and  identification of  immunoreactive cells  in Atlantic salmon  (Salmo salar). Fish Shellfish 

Immunol. 2003, 14, 115–132. 

65. Wegner, N. Gill Respiratory Morphometrics. Encycl. Fish Physiol. 2011, 2, 803–811. 

66. Fernández, A.; Caballero, M.J.; Torrecillas, S.; Tuset, V.M.; Lombarte, A.; Ruiz Ginés, R.; Izquierdo, M.; Robaina, L.; Montero, 

D. Effect of temperature on growth performance of greater amberjack (Seriola dumerili Risso 1810) Juveniles. Aquac. Res. 2018, 

49, 908–918. 

67. Rességuier, J.; Dalum, A.S.; Du Pasquier, L.; Zhang, Y.; Koppang, E.O.; Boudinot, P.; Wiegertjes, G.F. Lymphoid tissue in teleost 

gills: variations on a theme. Biology 2020, 9, 127. 

68. Dalum, A.S.; Austbø, L.; Bjørgen, H.; Skjødt, K.; Hordvik, I.; Hansen, T.; Fjelldal, P.G.; Press, C.M.; Griffiths, D.J.; Koppang, E.O. 

The interbranchial lymphoid tissue of Atlantic Salmon (Salmo salar L) extends as a diffuse mucosal lymphoid tissue throughout 

the trailing edge of the gill filament. J. Morphol. 2015, 276, 1075–1088. 

69. Dalum, A.S.; Griffiths, D.J.; Valen, E.C.; Amthor, K.S.; Austbø, L.; Koppang, E.O.; Press, C.M.; Kvellestad, A. Morphological and 

functional development of the interbranchial lymphoid tissue (ILT) in Atlantic salmon (Salmo salar L). Fish Shellfish Immunol. 

2016, 58, 153–164. 

70. Dos Santos, C.C.N.; Adams, M.B.; Leef, M.J.; Nowak, B.F. Changes  in the  interbranchial  lymphoid tissue of Atlantic salmon 

(Salmo salar) affected by amoebic gill disease. Fish Shellfish Immunol. 2014, 41, 600–607. 

71. Rodger, H.D.; McArdle, J.F. An outbreak of amoebic gill disease in Ireland. Vet. Rec. 1996, 139, 348. 

72. Munday, B.L.; Foster, C.K.; Roubal, F.R.; Lester, R.J.G. Paramoebic gill infection and associated pathology of Atlantic salmon, 

Salmo salar, and rainbow trout, Salmo gairdneri, in Tasmania. Pathol. Mar. Sci. 1990, 215–222. 

73. Park, K.‐S.; Korfhagen, T.R.; Bruno, M.D.; Kitzmiller, J.A.; Wan, H.; Wert, S.E.; Hershey, G.K.K.; Chen, G.; Whitsett, J.A. SPDEF 

regulates goblet cell hyperplasia in the airway epithelium. J. Clin. Invest. 2007, 117, 978–988. 

74. Chen, G.; Korfhagen, T.R.; Xu, Y.; Kitzmiller, J.; Wert, S.E.; Maeda, Y.; Gregorieff, A.; Clevers, H.; Whitsett, J.A. SPDEF is re‐

quired for mouse pulmonary goblet cell differentiation and regulates a network of genes associated with mucus production. J. 

Clin. Invest. 2009, 119, 2914–2924. 

75. Chen, G.; Korfhagen, T.R.; Karp, C.L.; Impey, S.; Xu, Y.; Randell, S.H.; Kitzmiller, J.; Maeda, Y.; Haitchi, H.M.; Sridharan, A. 

Foxa3 induces goblet cell metaplasia and inhibits innate antiviral immunity. Am. J. Respir. Crit. Care Med. 2014, 189, 301–313. 

76. Korfhagen, T.R.; Kitzmiller, J.; Chen, G.; Sridharan, A.; Haitchi, H.‐M.; Hegde, R.S.; Divanovic, S.; Karp, C.L.; Whitsett,  J.A. 

SAM‐pointed domain ETS factor mediates epithelial cell–intrinsic innate immune signaling during airway mucous metaplasia. 

Proc. Natl. Acad. Sci. USA 2012, 109, 16630–16635. 

77. Wilson, J.M.; Laurent, P. Fish gill morphology: inside out. J. Exp. Zool. 2002, 293, 192–213. 

78. Pisam, M.; Sardet, C.; Maetz, J. Polysaccharidic material in chloride cell of teleostean gill: modifications according to salinity. 

Am. J. Physiol. Integr. Comp. Physiol. 1980, 238, R213–R218. 

79. McGuckin, M.A.; Hasnain, S.Z. Goblet cells as mucosal sentinels for immunity. Mucosal Immunol. 2017, 10, 1118–1121. 

80. Birchenough, G.M.H.; Nyström, E.E.L.;  Johansson, M.E.V.; Hansson, G.C. A sentinel goblet cell guards  the colonic crypt by 

triggering Nlrp6‐dependent Muc2 secretion. Science 2016, 352, 1535–1542. 

81. Moon, H.W.; Whipp, S.C.; Argenzio, R.A.; Levine, M.M.; Giannella, R.A. Attaching and effacing activities of rabbit and human 

enteropathogenic Escherichia coli in pig and rabbit intestines. Infect. Immun. 1983, 41, 1340–1351. 

82. Shaw, R.K.; Cleary, J.; Murphy, M.S.; Frankel, G.; Knutton, S. Interaction of enteropathogenic Escherichia coli with human intes‐

tinal mucosa: role of effector proteins in brush border remodeling and formation of attaching and effacing lesions. Infect. Immun. 

2005, 73, 1243–1251. 

83. Mare, A.D.; Ciurea, C.N.; Man, A.; Tudor, B.; Moldovan, V.; Decean, L.; Toma, F. Enteropathogenic Escherichia coli—A Summary 

of the Literature. Gastroenterol. Insights 2021, 12, 28–40. 

84. Pujol, C.; Eugène, E.; Marceau, M.; Nassif, X. The meningococcal PilT protein is required for induction of intimate attachment 

to epithelial cells following pilus‐mediated adhesion. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 1999, 96, 4017–4022. 

85. Kirchner, M.; Meyer, T.F. The PilC adhesin of the Neisseria type IV pilus–binding specificities and new insights into the nature 

of the host cell receptor. Mol. Microbiol. 2005, 56, 945–957. 

86. Qi, W.; Vaughan, L.; Katharios, P.; Schlapbach, R.; Seth‐Smith, H.M.B. Host‐Associated Genomic Features of the Novel Uncul‐

tured Intracellular Pathogen Ca. Ichthyocystis Revealed by Direct Sequencing of Epitheliocysts. Genome Biol. Evol. 2016, 8, 1672–

1689, doi:10.1093/gbe/evw111. 

 


