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1 Einleitung und Zielsetzung 

 

Coxiella burnetii ist ein hoch kontagiöses intrazelluläres Bakterium, welches mit 

Ausnahme von Neuseeland und der Antarktis weltweit vorkommt (HILBINK et 

al.1993; KERSH et al. 2010; BANAZIS et al. 2010) [1-3]. Das Bakterium löst die 

zoonotische Erkrankung Q-Fieber aus. Der Name Q-Fieber kommt aus Australien 

(query fever) und bedeutet ,Fieber unbekannter Ursache‘, da der Erreger zum 

damaligen Zeitpunkt unbekannt war. Bei Schlachthofmitarbeitern und Landwirten in 

Queensland, die mit Fieber und starken Kopfschmerzen auffielen, wurde die 

Krankheit erstmals 1937 beschrieben (DERRICK 1937) [4].  

Der Erreger wurde bei mehreren Säugetierarten, Vögeln und Arthropoden 

nachgewiesen. Hauptreservoir sind jedoch Hauswiederkäuer (MAURIN et RAOULT 

1999) [5]. Die Infektion kann bei Hauswiederkäuern unterschiedlich verlaufen: Es 

können klinisch inapparente Verläufe oder auch Aborte, Totgeburten oder die Geburt 

lebensschwacher Nachkommen auftreten (PALMER et al. 1983; SCHMEER et al 

1987) [6, 7]. Der Erreger wird mit Urin, Kot, Milch und Vaginalflüssigkeit von 

infizierten Tieren ausgeschieden. Besonders während eines Abortes, aber auch 

während und nach einer physiologischen Geburt, wird C. burnetii mit der Plazenta 

und der Amnionflüssigkeit ausgeschieden (ROUSSET et al. 2009 a) [8].  

Menschen infizieren sich hauptsächlich durch das Einatmen von kontaminierten 

Aerosolen und Stäuben (CLARK et SOARES MAGALHAES 2018) [9]. Die meisten 

humanen Q-Fieber-Erkrankungen sind mit Hauswiederkäuern assoziiert (GILSDORF 

et al. 2008; RUNGE et GANTER 2008) [10, 11]. Bei 60 % der humanen Infektionen 

treten keine Symptome auf. Die akute Form (40 % der Infektionen) ähnelt hinsichtlich 

ihrer Symptome oft einer Influenza-Erkrankung und wird von einem chronischen 

Verlauf (bei etwa 0,2 % der Erkrankten) unterschieden (MAURIN et RAOULT 1999) 

[5]. Beim letztgenannten Krankheitsverlauf können schwere 

Lungenfunktionsstörungen und Herzprobleme auftreten, die Krankheit endet jedoch 

selten letal (MORROY et al. 2016) [12]. Zwischen 2007 und 2012 kam es in den 



2 

 

Niederlanden zu einer großen humanen Q-Fieber-Epidemie, die durch C. burnetii 

positive Milchziegen ausgelöst wurde (VELLEMA et VAN DEN BROM 2014) [13]. Mit 

168 humanen Fällen im Jahr 2007, 1000 bzw. 2354 Fällen in den beiden Folgejahren 

sowie einigen Todesfällen war dies einer der größten Q-Fieber-Ausbrüche, die je 

verzeichnet wurden. In Deutschland gehen die meisten humanen Q-Fieber-

Infektionen auf lammende Schafe zurück (BAUER et al. 2020b) [14]. 

Die Impfung von Hauswiederkäuern gegen C. burnetii ist die wirksamste Maßnahme, 

um eine Erregerausscheidung weitestgehend zu vermindern (SCHMEER et al. 1987; 

ASTOBIZA et al. 2013) [7, 15]. Seit 2009 ist ein inaktivierter C. burnetii Phase I 

Impfstoff (Coxevac®, CEVA Sante Animale, Frankreich) für Rinder und Ziegen 

zugelassen [16]. In der Praxis wird der Impfstoff auch häufig bei Schafen eingesetzt. 

Die „Umwidmung“ wird empfohlen (StIKo 2018a und 2018b) [17, 18]. In der Praxis 

werden sowohl 1 ml als auch 2 ml (Impfdosis für Ziegen) angewendet, allerdings 

ohne wissenschaftlichen Hintergrund (EIBACH et al. 2013) [19].  

Ziel vorliegender Arbeit ist es, die humorale und zelluläre Immunantwort bei Schafen 

nach Applikationen von 1 ml und 2 ml inaktivierten C. burnetii Phase I Impfstoff zu 

evaluieren. Dazu wurden verschiedene Nachweisverfahren zur Messung der 

Immunantwort eingesetzt. Diese Verfahren dienten dazu, die phasenspezifische 

humorale und zelluläre Immunantwort zu messen, um erste Einblicke in die 

Immunantwort auf die beiden unterschiedlichen Impfdosen von Coxevac® bei 

Schafen geben zu können. Außerdem wurde die Verträglichkeit des Impfstoffes bei 

Schafen untersucht. 
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2 Literaturübersicht 

2.1 Coxiella burnetii 

 

Das Bakterium C. burnetii wurde 1937 von Frank Macfarlane Burnet und Mavis 

Freeman isoliert (BURNET et FREEMANN 1937) [20]. Ein Jahr später beschrieben 

Harald Rea Cox und Gordon Davis den Infektionsweg nach Isolierung aus einer 

Zecke (DAVIS et COX 1938) [21]. Daraufhin wurde der Erreger C. burnetii genannt. 

 

2.1.1 Erregereigenschaften 

 

C. burnetii gehört zu den Coxiellaceae und ist phylogenetisch nahe verwandt mit den 

Bakterienfamilien Legionellaceae, Francisellaceae, Chlamydiaceae und 

Pseudomonaceae (RAOULT et al. 2005) [22]. Die obligat intrazellulären Bakterien 

mit einer Größe von ca. 0,2 bis 1 µm sind kokkoid und pleomorph. Obwohl es den 

gramnegativen Bakterien in der Morphologie sehr ähnelt und auch häufig in diese 

eingeteilt wird, ist C. burnetii mittels der Gramfärbetechnik nicht nachweisbar 

(MAURIN et RAOULT 1999) [5]. Deutlich besser anfärbbar ist der Erreger mit 

Fuchsin, z. B. im Rahmen der Gimenez-Färbung (GIMENEZ 1964) [23].  

Bei C. burnetii werden verschiedene Varianten unterschieden: Small Cell Variant 

(SCV) und Large Cell Variant (LCV) (MCCAUL u. WILLIAMS 1981) [24]. Die SCV ist 

sehr infektiös und wahrscheinlich Ursache für die meisten Infektionen (MCCAUL 

1981) [25]. Sie zeichnet sich durch eine hohe Tenazität in der Umwelt aus (SCOTT 

et WILLIAMS 1990) [26]. Die LCV ist dagegen weniger virulent, kann jedoch 

ebenfalls zu Infektionen und Krankheitsausbrüchen führen. Zusätzlich wurde von 

MCCAUL et al. 1991 [27] eine Unterform der SCV beschrieben: die Small Dense 

Cell, welche sehr tolerant gegenüber hohem Druck ist. Darüber hinaus werden zwei 

unterschiedliche sogenannte Phasen (Phase I und –II) bei C. burnetii unterschieden 

(ANGELAKIS et RAOULT 2010) [28]. Die Phasenausprägung ist abhängig vom 
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Immunsystem des Wirtes und unterscheidet sich stark in Hinblick auf die 

Krankheitsausprägung sowie den Krankheitsverlauf. Bei Wirten mit intaktem 

Immunsystem kommt es zur Ausprägung eines glatten, vollständig ausgebildeten 

Lipopolysaccharids (LPS) auf der Oberfläche der Bakterienzelle – dies ist die 

Phase I. Diese werden von Monozyten bzw. Makrophagen aufgenommen und 

überleben den niedrigen pH-Wert in den Phagolysosomen sehr gut (CAPO et al. 

1999) [29], weshalb dieser Vorgang auch als Bildung einer parasitophoren Vakuole 

bezeichnet wird. Als Hauptvirulenzfaktor sitzt das LPS auf der Bakterienoberfläche, 

schirmt durch seine glatte Struktur die Antigenstrukturen ab und verhindert somit 

eine zügige Aktivierung des Komplementsystems (VISHWANATH et HACKSTADT 

1988) [30]. Im Gegensatz dazu bildet das Bakterium in Zellen von 

immuninkompetenten Wirten sowie in der Zellkultur ein unvollständiges und stark 

verzweigtes LPS. In diesem Fall – der Phase II – sind die Oberflächenproteine für 

das Immunsystem des Wirtes erreichbar und das Komplementsystem kann aktiviert 

werden. Neben diesen beiden Phasen existiert auch ein Intermediärtyp, der laut 

VISHWANATH u. HACKSTADT (1988) [30] ähnlich wie Phase I in den 

Phagolysosomen persistieren kann.  

Darüber hinaus ist C. burnetii in der Lage, sporenähnliche Formen zu bilden (spore 

like form) (MCCAUL et WILLIAMS 1981a) [24]. Diese haben morphologisch 

Ähnlichkeiten mit den Sporen, die von anderen Bakterien, z. B. Clostridien gebildet 

werden und eine sehr hohe Tenazität in der Umwelt besitzen. Unter anderem kann 

das Bakterium in Wolle bei kühlen Temperaturen (4–6 °C) bis zu 16 Monate 

persistieren (IGNATOVICH 1959) [31]. In Staub (DELAY 1950) [32], z. B. in sand- 

und lehmhaltigem Material, persistiert es für 7 bis 9 Monate (4–6 °C) und im Staub 

von Sägespänen weniger als einen Monat (IGNATOVICH 1959) [31]. Nach WELCH 

et al. (1959) [33] überlebt C. burnetii etwa 10 Monate in Schafswolle, etwa 1 Monat 

auf frischem, gekühltem Fleisch und laut KUMAR et al. (1981) [34] sogar bis zu 40 

Monate in getrocknetem Milchpulver. SCHLIESSER (1991) [35] konnte sogar nach 2 

Jahren noch infektionsfähige C. burnetii aus der Schafswolle isolieren. In 

Schafexkrementen konnten noch nach 35 Monaten C. burnetii mittels einer 
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Polymerase Chain Reaction (PCR) nachgewiesen werden (AVBERŠEK et al. 2019) 

[36]. 

Bei der Gensequenzierung konnten bei Coxiellen vier unterschiedliche Plasmide von 

jeweils 36 bis 56 Kilobasen nachgewiesen werden (Voth et al. 2011) [37]. Jedoch 

enthält jedes einzelne der Bakterien nur ein einzelnes Plasmid, das ca. 2 Prozent der 

Geninformation ausmacht (ANGELAKIS et RAOULT 2010; SAMUEL et al. 1985) [28] 

[38]. 

Neben den Plasmiden gibt es auch regionale Unterschiede in der genetischen 

Information des Erregers. Unter Einbeziehung der Plasmide lassen sich so einzelne 

Genotypen unterscheiden, aber auch mehrere Genotypen zu Genogruppen 

zusammenfassen (GLAZUNOVA et al 2005) [39]. In Frankreich konnte laut 

GLAZUNOVA et al. (2005) mit der Methode Multispacer Sequence Typing (MST) in 

10 verschiedenen Regionen 173 Isolate von Coxiellen in 30 verschiedene 

MST-Genotypen unterteilt werden. HORNSTRA et al. (2011) [40] erweiterte die von 

GLAZUNOVA et al. (2005) [39] beschriebene Methode durch Single Nucleotide 

Polymorphism-Analyse (SNP-Analyse). Hierbei wird durch eine Real-time-PCR und 

eine Analyse des Schmelzpunktes unter Berücksichtigung von Insertion und Deletion 

eine weitere Einteilung ermöglicht. Bei einem Ausbruch von Q-Fieber wird durch 

diese Verfahren eine Art molekularbiologisches „tracing back“ ermöglicht, indem die 

Genotypen der Erreger des Ausbruchs mit den Genotypen von verschiedenen 

Regionen verglichen werden. Darüber hinaus geben RUSSEL-LODRIGUE et al. 

(2009) [41] unterschiedliche Pathogenitäten sowie Virulenzen für die verschiedenen 

Genotypen und -gruppen nach Infektionsversuchen bei Mäusen und 

Meerschweinchen an. Die unterschiedlichen Genotypen können mithilfe der Technik 

Multiple-locus Variable-number of Tandem Repeat (VNTR) bzw. der entsprechenden 

Analysis (MLVA) voneinander unterschieden und in Gruppen (Hauptgruppen A–D) 

eingeteilt werden (FRONGOULIDIS et al. 2014) [42]. 
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2.1.2 Wirtsspektrum 

 

Das Wirtsspektrum von C. burnetii ist umfangreich und umfasst sowohl Haus- als 

auch Wildtiere. Neben Säugetieren können auch Vögel und Arthropoden infiziert 

werden (BABUDIEREI 1959) [43].  

Weltweit wurde C. burnetii aus vielen verschiedenen Zeckenarten isoliert (DURON et 

al. 2015) [44]. Bei Zecken erfolgt die Übertragung der Erreger auch vertikal 

(transovariell) auf Nymphen und verbreitet sich auch auf diesem Weg in der 

Zeckenpopulation (BABUDIEREI 1959) [43]. In den Zecken vermehrt sich das 

Bakterium im Darm und wird über den Kot in großen Mengen ausgeschieden 

(MAURIN et RAOULT 1999) [5]. 

In Deutschland zählen Ixodes ricinus, Dermacentor reticulatus und Dermacentor 

marginatus zu den häufigsten Zecken, wobei Erstgenannte das größte 

Verbreitungsgebiet aufweist (RUBEL et al. 2014) [45]. Auch die im Zusammenhang 

mit dem Klimawandel in Deutschland häufiger auftretende Zecke Rhipicephalus 

sanguineus wurde als Wirt von C. burnetii identifiziert (MANTOVANI et BENAZZI 

1953; GRAY et al. 2009) [46, 47]. Obwohl eine Infektion mit anschließender 

Ausscheidung von C. burnetii über den Kot unter Laborbedingungen nachgewiesen 

wurde (KÖRNER et al. 2020) [48], ist die Rolle der Zecken als möglicher Vektor 

immer noch unklar. Unter 1000 Zecken (Gattung Dermacentor) konnten STING et al. 

(2004) [49] in nur einer einzigen Zecke mittels PCR C. burnetii nachweisen und 

PLUTA et al. (2010) [50] konnten im Jahr 2010 in 666 Dermacentor-Zecken keine 

Coxiellen detektieren. Ein Jahr später konnte in einem Endemiegebiet in Thüringen 

bei einzelnen Zecken (Ixodes ricinus) C. burnetii identifiziert werden (HILDEBRANDT 

et al. 2011) [51].  

Bei einer Untersuchung in Bayern konnten bei 2608 Ixodes ricinus sowie bei 326 

Nagetieren neun verschiedener Arten keine C. burnetii nachgewiesen werden, 

obwohl in deren Verbreitungsgebiet Rinder serologisch positiv auf C. burnetii getestet 

wurden (ŘEHÁČEK et al. 1993) [52].  
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Wiederkäuer sind das Hauptreservoir für C. burnetii. Zwar erfolgten gerade bei 

Rindern im Zusammenhang mit Reproduktionsstörungen die meisten Nachweise, 

aber besonders Schafe und Ziegen sind immer wieder für humane Q-Fieber-

Epidemien verantwortlich (BAUER et al. 2020b) [14]. Zwischen 1982 und 2010 lag 

die Seroprävalenz bei Schafen in Deutschland bei 3,5 % und bei Ziegen bei 7,8 % 

(GEORGIEV et al. 2013) [53]. Die Infektionen mit C. burnetii zeigten sich 

symptomatisch teilweise mit Aborten. Landwirte mit Viehhaltung wiesen zu 22 % 

Antikörper gegen C. burnetii auf. Neuere Untersuchungen zeigen, dass in deutschen 

Schafbeständen die Antikörperprävalenz bei etwa 28 bis 33,8 % liegt und direkte 

Erregernachweise mittels PCR-Analysen zu 5 bis 14 % positiv sind (HILBERT et al. 

2012; WOLF et al. 2020a) [54, 55]. Innerhalb Deutschlands sind in südlichen 

Bundesländern die meisten infizierten Herden festzustellen: Bayern 31,8 % und 

Baden- Württemberg 78,6 % (WOLF et al. 2020a) [55]. Einflussfaktoren für die 

Sero-Reagenten sind die Größe der Herde, die Haltung während der Ablammung auf 

der Weide und das Hygienemanagement, besonders in der Ablammzeit. Ein höheres 

Risiko für eine Infektion mit C. burnetii haben dabei Herden mit Zukäufen und einer 

Ablammung, die sich über das Jahr verteilt (WOLF et al. 2020b) [56]. Auf Tierebene 

war das Risiko bei Jungtieren niedriger als bei Altschafen und Altziegen. Weitere 

Einflussfaktoren für Sero-Reagenten sind die Haltung auf der Weide während der 

Ablammung und – damit wahrscheinlich in Zusammenhang stehend – das 

Hygienemanagement (WOLF et al. 2020b) [56]. Dies konnte auch in Schafherden in 

Kanada als Risikofaktor identifiziert werden (MEADOWS et al. 2015) [57]. 

Während der Geburt werden Erreger mit der Plazenta und den Lochien 

ausgeschieden und kontaminieren die Umgebung. Bis zu 109 C. burnetii-Bakterien 

lassen sich aus einem Gramm Placenta isolieren (BABUDIERI 1959) [43]. Ziegen 

scheiden offenbar über längere Zeit und deutlich mehr Coxiellen über den Kot und 

den Vaginalschleim aus als Schafe (BAUER et al. 2020a) [58]. Die höhere 

Ausscheidungsintensität bei Ziegen spiegelt sich auch in einer erhöhten 

Kontamination der Stallungen wider (BAUER et al. 2020a) [58].  

 



8 

 

2.1.3 Zoonotisches Potenzial 

 

Während in Deutschland vor ein paar Jahren noch der Begriff 'Q-Fieber' 

ausschließlich für eine Infektion des Menschen mit C. burnetii vorbehalten war und 

die Erkrankung bei Tieren als Coxiellose bezeichnet wurde, wird heute die 

Erkrankung in der Tiermedizin ebenfalls als Q-Fieber bezeichnet. 

In der Vergangenheit hat es mehrfach größere humane Q-Fieber-Epidemien 

gegeben. Die ersten nachgewiesenen Fälle gab es in Australien 1937 

(DERRICK) [4]. Ende des vergangenen Jahrhunderts gab es in Bulgarien größere 

Ausbrüche von humanem Q-Fieber (GEORGIEV et al. 2013; SERBEZOV et al. 

1999) [53, 59]. Diese waren auf Erregerausscheidung durch Ziegengeburten 

zurückzuführen. Im Jahr 1993 kam es zu über 1000 bestätigten Fällen von humanem 

Q-Fieber (MARTINOV 2007) [60].  

In den Niederlanden ereignete sich zwischen 2007 und 2012 das bisher größte 

Infektionsgeschehen, wobei sich über 4000 Menschen mit C. burnetii infizierten (VAN 

DEN BROM et VELLEMA 2009; VELLEMA et VAN DEN BROM 2014) [61] [13]. 

Diese Infektionen waren auf Aborte mit Ausscheidung von C. burnetii während der 

Lammung in großen Ziegenbeständen, die mehrheitlich im Stall gehalten wurden, 

zurückzuführen.  

In der ersten Hälfte des 20. Jahrhunderts war Q-Fieber in Europa als „Balkanfieber“ 

bekannt und C. burnetii wurde wahrscheinlich nach Ende des Zweiten Weltkrieges 

nach Deutschland eingeschleppt (EFSA 2010) [62]. In Deutschland standen 

zwischen 1947 und 1999 die meisten humanen Fälle mit Ablammungen bei Schafen 

oder häufig genutzten Treibwegen im Zusammenhang (HELLENBRAND et al. 

2001) [63]. Von 40 dieser Q-Fieber-Kleinraumepidemien konnten mindestens 24 auf 

Schafe zurückgeführt werden. Zwischen 1948 und 1950 trat in Bayern und Baden-

Württemberg mit etwa 3000 Infizierten und 20 Todesfällen die erste dokumentierte 

Q-Fieber-Epidemie auf.  

Im Jahr 2003 kam es bei Soest zu einem größeren Q-Fieber-Ausbruch mit 299 

Fällen bei Menschen, die sich wahrscheinlich beim Besuch eines Viehmarktes 
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infizierten (PORTEN et al. 2006) [64]. Ein weiterer Ausbruch ereignete sich 2005 in 

Deutschland mit 331 humanen Fällen (GILSDORF et al. 2008) [10]. Der letzte 

größere Ausbruch war im Jahr 2014 bei Besuchern eines Schafhoffestes zu 

verzeichnen, dort infizierten sich 228 Personen nachweislich (FISCHER et al. 

2016) [65]. 

 

Erregerhaltige Partikel in der Luft stellen die Hauptinfektionsquelle für Menschen dar 

(BROOKE et al. 2013; TODKILL et al. 2018) [66, 67]. Dabei können Menschen sich 

sowohl durch Staub von Ziegen- und Schafausscheidungen als auch über durch die 

Luft verbreiteten Zeckenkot, besonders bei der Schur, aerogen infizieren (LIEBISCH, 

1977) [68]. Die Übertragung durch Zeckenstiche ist umstritten, spielt aber 

wahrscheinlich auch nur eine sehr untergeordnete Rolle (DURON et al. 2015) [44]. 

Laut KAGAWA et al. (2003) [69] sind Coxiellen der Phase I für den Menschen höchst 

infektiös, bereits 1 bis 10 einzelne Bakterien von C. burnetii sind in der Lage, 

humanes Q-Fieber auszulösen. Die Inkubationszeit variiert von einer bis drei 

Wochen (MAURIN et RAOULT 1999) [5]. Zu den Personengruppen mit besonders 

hohem Infektionsrisiko gehören – neben den Schäfern und Landwirten mit 

Wiederkäuerhaltung inklusive ihrer Angestellten – vor allem Tierärzte, die im 

Wiederkäuerbereich arbeiten (BERNARD et al., 2012) [70] und Mitarbeiter von 

Schlachtbetrieben (MARRIE et FRASER 1985) [71]. Außerdem besteht ein erhöhtes 

Infektionsrisiko für Menschen, die sich an Feldern aufhalten oder wohnen, auf denen 

frischer Mist von Wiederkäuern ausgefahren wurde. Eine Risikoerhöhung geht auch 

von trockenem Wetter aus (TISSOT-DUPONT et al. 2004) [72], da es zu einer 

vermehrten, potenziell infektiösen Staubbildung kommt. Dagegen verringern 

Niederschläge das Risiko (GILSDORF et al. 2008) [10].  

Ob der Verzehr von Rohmilch und Rohmilchprodukten infizierter Wiederkäuer zu 

einer Infektion führt, ist umstritten (ELDIN et al. 2017; RAOULT et al. 2000; CERF et 

CONDON 2006) [73-75]. BENSON et al. [76] konnten im Jahr 1963 eine 

Serokonversion bei Menschen nach dem Konsum von kontaminierter Rohmilch 

nachweisen, jedoch keine Erkrankung feststellen. Das Risiko einer Erkrankung ist 
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möglicherweise bei oraler Aufnahme geringer als bei Inhalation. Dies könnte an der 

höheren Zahl an Alveolarmakrophagen im Vergleich zur Anzahl an Makrophagen im 

Gastro-Intestinaltrakt liegen (GALE et al., 2015) [77]. Demgegenüber konnten sowohl 

FISHBEIN et RAOULT (1992) [78] als auch SIGNS et al. (2012) [79] nach 

wiederholter Aufnahme von Rohmilch, die C. burnetti enthielt, einzelne Q-Fieber-

Erkrankungen bei Menschen nachweisen. 

Durch die hohe Infektiosität und die relativ einfache Verbreitung mit dem Wind besitzt 

C. burnetii Potenzial für den Einsatz als biologische Waffe der Kategorie B 

(KAGAWA et al. 2003; MADARIAGA et al. 2003) [69, 80].  

C. burnetii wird in Deutschland nach der Biostoffverordnung unter der 

Sicherheitskategorie 3 eingestuft. Darunter fallen Biostoffe, die in der Lage sind, eine 

schwere Erkrankung beim Menschen hervorzurufen (Bundesanstalt für Arbeitsschutz 

und Arbeitsmedizin; TRBA 466 Einstufung von Prokaryonten (Bacteria und Archaea) 

in Risikogruppen 2015) [81]. Für diese Stoffe existiert in der Regel eine 

Therapiemöglichkeit. Untersuchungen und Versuche mit den Bakterien sind nur in 

speziell ausgestatteten Labors unter besonderen Sicherheitsmaßnahmen möglich 

(Bundesanstalt für Arbeitsschutz und Arbeitsmedizin; TRBA 100 Schutzmaßnahmen 

für Tätigkeiten mit biologischen Arbeitsstoffen in Laboratorien, 2013) [82].  

 

2.2 Q-Fieber 

 

2.2.1 Pathogenese 

 

Monozyten und Makrophagen stellen die Zielzellen von C. burnetii dar. Auf dem 

häufig auftretenden aerogenen Infektionsweg beginnt die Pathogenese mit der 

Aspiration von erregerhaltigem Material (KIMMIG 2010) [83]. Dort werden Staub, der 

C. burnetii enthält, oder Aerosole von Alveolarmakrophagen, denen eine Bindung an 

spezielle Integrine vorausgeht, aufgenommen. Zum Beispiel binden virulente 



11 

 

Stämme der Phase I, wie der Nine-Mile-I-Stamm, an „leucocyte response“ Integrine 

ανβ3 (CAPO et al. 1999) [29]. Bei diesen C. burnetii handelt es sich in der Regel um 

die SCV. In den Makrophagen entsteht durch die Fusion von Endosomen und 

Lysosomen eine sogenannte parasitophore Vakuole (HEINZEN et al. 1999) [84]. In 

dieser Vakuole entsteht durch die Einschleusung von Sauerstoffradikalen ein saures 

Milieu. Die acidophilen Coxiellen entwickeln sich nach etwa 2 bis 3 Tagen in die 

metabolisch und replikativ aktive Form, die LCV (MCCAUL et WILLIAMS 1981a) [24]. 

ZAMBONI et al. (2004) [85] konnten nachweisen, dass durch Coxiellen mit 

Phase-I-LPS keine Aktivierung der Wirts-Makrophage über den Toll-like-Rezeptor 4 

(TLR 4) ausgelöst wird. Über eine Maskierung des Rezeptors verhindert der Erreger 

wahrscheinlich ein Erkennen durch das angeborene Immunsystem und dadurch 

unterbleibt auch eine Aktivierung von antigenpräsentierenden dendritischen Zellen 

(SHANNON et al. 2005) [86]. Innerhalb der Zelle gelangt das Bakterium in ein dem 

Lysosom ähnliches Zellorganell, dessen Membran vom Bakterium modifiziert wird 

(LÜHRMANN et ROY 2007) [87]. Coxiellen verhindern den Zelltod dann durch 

Inhibition der Freisetzung von Caspase 3/7, Cytochrom c und eine verringerte 

Fragmentierung des Nukleus. Dies wird durch die Freisetzung von Proteinen durch 

C. burnetii innerhalb der Zelle erreicht, die direkt oder indirekt den Zelluntergang 

verhindern oder hinauszögern. Eine Erregerelimination wird dadurch verhindert und 

eine Vermehrung kann stattfinden. 

Hauptsächlich werden Zellen des retikulohistiozytären Systems befallen (KHAVKIN, 

1977) [88]. Während die Inkubationszeit zwischen wenigen Tagen und mehreren 

Wochen variiert und bis jetzt keine Ursache für diese Variation gefunden wurde, ist 

die Schwere des Krankheitsverlaufs von der Infektionsdosis abhängig (SAWYER et 

al. 1987; BENENSON et TIGERETT 1956) [89, 90]. Die akute Phase der Erkrankung 

dauert etwa 3 bis 6 Wochen und wird durch die Freisetzung von Interferon-Gamma 

(IFN-ɣ) limitiert. Dieses aktiviert Monozyten und Makrophagen dazu, 

Sauerstoffradikale in hohen Mengen zu produzieren und den Erreger zu deaktivieren 

(BRENNAN et al. 2004; KISHIMOTO et al. 1978; TURCO et al. 1984 [91-93]. 

Dennoch können einige Coxiellen in ihren Wirtszellen persistieren und bleiben mithin 

unentdeckt vom Immunsystem und von der Wirtszelle (HARRIS et al. 2000) [94]. 
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Mehrere Jahre nach einer Q-Fieber-Infektion wurde noch DNA von C. burnetii aus 

dem Knochenmark von Patienten isoliert (HARRIS et al. 2000) [94]. Dabei konnte 

nicht geklärt werden, ob diese Coxiellen reaktiviert werden und zu klinischen 

Symptomen führen können (MARMMION et al. 2005) [95]. 

 

2.2.2 Klinische Symptome 

 

Als klinische Symptome werden bei Ziegen meist eine erhöhte Abortrate und/oder 

die Geburt lebensschwacher Lämmer beschrieben (ACHARD et RODOLAKIS 

2017) [96]. Bei Ziegen liegt die Abortrate im Durchschnitt bei etwa 5 bis 20 Prozent 

(VAN DEN BROM et VELLEMA 2009; PALMER et al. 1983) [6, 61]. In einer 

hochgradig infizierten Herde kann sie jedoch auch bis zu 90 Prozent betragen 

(PALMER et al. 1983) [6]. Laut VAN DEN BROM et al. (2015b) [97] entwickeln 

Ziegen nach einem Abort vermehrt eine Metritis. Nach einer experimentellen 

Infektion mit C. burnetii kam es bei allen infizierten Ziegen zum Abort mit hoher 

Erregerausscheidung (BOUVERI et al. (2003) [98]. Dagegen konnten ROEST et al. 

(2013) [99] bei zehn experimentell infizierten Ziegen nur bei drei Ziegen einen Abort 

auslösen. Bei Schafen kann es aufgrund einer Coxiellose ebenfalls zu Aborten und 

zur Geburt von lebensschwachen Lämmern kommen (HAZLETT et al. 2013; BERRI 

et al. 2005) [100, 101]. Jedoch liegen laut AGERHOLM (2013) [102] die Abortraten 

bei Schafen deutlich niedriger als bei Ziegen. VAN DEN BROM et VELLEMA (2009) 

[61] geben eine Abortrate bei infizierten Schafherden von etwa 5 Prozent an. Auch 

bei einer physiologischen Geburt mit gesunden Lämmern kommt es zur 

Ausscheidung von C. burnetii (ARRICAU-BOUVERY et RODOLAKIS 2005a) [103]. 

Eine Mischinfektion von C. burnetii mit Chlamydia abortus und Toxoplasma gondii 

kann auftreten (BERRI et al. 2001; EIBACH et al. 2013; HAZLETT et al. 2013)[19, 

100, 104]. In diesen Fällen bleibt die primäre Abortursache meist unklar (BAUER et 

al. 2020b) [14]. 

In der akuten Phase einer Infektion lassen sich Erreger bei kleinen Wiederkäuern in 

Blut, Leber und Lunge nachweisen (MAURIN et RAOULT 1999) [5]. ROEST et al. 
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(2012) [105] stellten zwei bis vier Wochen nach einer experimentellen Infektion von 

tragenden Ziegen einen Tropismus von C. burnetii für Trophoblasten der 

Gebärmutter fest. Zur Geburt hin waren Coxiellen auch in anderen Organen 

nachweisbar.  

Im Verlauf der Infektion wird C. burnetii dann über Faeces, Urin und Milch 

ausgeschieden, wobei um die Geburt herum die Erregerausscheidung vor allem über 

die Geburtsflüssigkeiten erfolgt und in dieser Zeit besonders hoch sein kann 

(RODOLAKIS et al. 2007; ARRICAU-BOUVERY et RODOLAKIS 2005a) [103, 106]. 

Schafe scheiden C. burnetii vor allem über Faeces und Vaginalschleim aus, während 

bei Rindern und Ziegen die Ausscheidung über die Milch dominiert (RODOLAKIS et 

al. 2007) [106].  

Ab einem Erregernachweis von mehr als 104 Coxiellen im Vaginaltupfer oder auf der 

Plazenta gilt C. burnetii als Abortverursacher (HAZLETT et al. 2013) [100]. Jedoch 

kann eine solche Erregermenge auch bei einer physiologischen Geburt 

nachgewiesen werden (BOETTCHER et al. 2019) [107]. Bei einem Abort weisen die 

Feten in der Regel keine pathologischen Veränderungen auf und sind meist nicht 

autolytisch (MOELLER 2012; VAN DEN BROM et al. 2015b) [97, 108]. Nach einem 

durch C. burnetii bedingten Abort kommt es in den darauf folgenden Ablammungen 

normalerweise zu keinem Abort mehr (BERRI et al. 2002) [109]. Außerhalb einer 

akuten Infektion und der Ablammung scheiden Schafe im Gegensatz zu Rindern 

meist keine Coxiellen aus (SCHAAL et GOETZ 1974) [110]. SCHAAL (1977) [111] 

führt dies auf die unterschiedliche Ansiedelung des Erregers bei Schafen und 

Rindern zurück. Während C. burnetii sich in Rindern im Euter ansiedelt, sind bei 

Schafen bereits nach kurzer Zeit keine Erreger in der Milch und im Euter mehr 

nachweisbar. 

Bei einer experimentellen Infektion von Schafen mit C. burnetii durch intravenöse 

und intraperitoneale Injektion konnten MARTINOV et al. 1998 [112] die Symptome 

direkt zu Beginn einer Coxiellose erfassen. An vier tragenden Schafen wurden nach 

5 bis 7 Tagen die ersten Symptome festgestellt. Die Temperaturkontrolle zeigte das 

Auftreten eines biphasischen Fiebers, bei dem sich die Körpertemperatur für 2 bis 3 
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Tage auf bis zu 40,9 °C erhöhte und am Tag 12 bis 13 post infectionem erneut um 

0,6 bis 0,7 °C über der Normaltemperatur lag. Zusätzlich zeigten die Tiere einen 

verminderten Appetit, reduzierte Wasseraufnahme und Abgeschlagenheit. Daneben 

konnten eine erhöhte Atemfrequenz sowie vermehrter Nasen- und Augenausfluss 

sowie eine Konjunktivitis festgestellt werden. Kurz vor der Geburt zeigten die Schafe 

eine Phase, in der sie Schwierigkeiten beim Stehen und Halten des Kopfes 

aufwiesen, und zwar in Kombination mit schlechter Futteraufnahme und gestörtem 

Allgemeinbefinden. Zwei der Versuchsschafe brachten nicht lebensfähige Lämmer 

zur Welt. Eines der Schafe gebar Zwillinge, von denen eines tot zur Welt kam und 

das Geschwisterlamm ebenfalls nicht lebensfähig war. Bei den Lämmern wurde 

Kachexie, Ataxie, faltige Haut und Arthritis nachgewiesen. LENETTE et al. 

(1952) [113] konnten nach intravenöser Applikation von einem im embryonierten 

Hühnerei kultivierten C. burnetii als einziges Symptom ein variables Fieber mit der 

stärksten Ausprägung zwischen dem siebenten und dem zehnten Tag post 

infectionem nachweisen.  

Im Gegensatz dazu konnten bei einer intratrachealen Injektion von C. burnetii bei 

Schafen weder eine Steigerung der Körpertemperatur noch andere Symptome 

verzeichnet werden (ABINANTI et al. 1953) [114]. Bei den beiden letztgenannten 

Studien wurden im Gegensatz zum Experiment von MARTINOV et al. (1998) [112] 

keine tragenden Schafe verwendet. In seltenen Fällen treten Pneumonie, 

Konjunktivitis, Hepatitis sowie Polyarthritiden bei Lämmern auf (BERRI et al. 2001; 

POLYDOROU 1981) [104, 115]. 

 

2.2.3 Klinische Symptome bei Menschen 

 

Bei Menschen wird die Erkrankung Q-Fieber in akute und chronische Verläufe 

eingeteilt. Darüber hinaus gibt es verschiedene Manifestationsformen, die sich mit 

Pneumonie, Hepatitis, Endokarditis und neurologischen Ausfällen äußern. Die 

Angaben zur Inkubationszeit variieren in der Literatur zwischen wenigen Tagen bis 

wenigen Wochen (ELDIN et al. 2017; TODKILL et al. 2018) [67, 73]. In vielen Fällen 
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verläuft die Infektion ohne klinische Symptome (RAOULT et al. 2005) [22], gerade 

bei Kindern ist die Q-Fieber-Erkrankung in der Regel symptomfrei (ANGELAKIS et 

RAOULT 2010) [28]. Frauen sind nur halb so oft betroffen wie Männer (RAOULT et 

al. 2005) [22]. Etwa 40 Prozent der Infizierten zeigen im Rahmen der akuten Phase 

unspezifische grippeähnliche Symptome, wie Kopfschmerzen, Abgeschlagenheit, 

Schüttelfrost, Muskelschmerzen, Husten und Übelkeit (MAURIN et RAOULT 

1999) [5]. Am häufigsten treten Fieberschübe in Kombination mit Kopfschmerzen 

sowie atypische Pneumonien auf, die zwischen meist milden und seltener 

hochgradigen Verläufen variieren können. Eine Myokarditis im Verlauf einer akuten 

Q-Fieber-Erkrankung ist mit 0,5 bis 1 Prozent selten (MAURIN et RAOULT 1999) [5]. 

In der Folge einer solchen Myokarditis kann es zu Hypoxie und zu kardialem 

Versagen mit Todesfolge kommen (CHEVALIER et al. 1997) [116]. Ebenfalls selten 

ist eine Perikarditis bei der akuten Form von Q-Fieber (BAEMAN et HUNG 1989; 

CAUGHEY 1977) [117, 118]. In wenigen Fällen wird eine Meningoenzephalitis gegen 

Ende der akuten Phase beschrieben, die sich meist mit Störungen des Visus äußert 

(FERRANTE et DOLAN 1993) [119]. In den meisten Fällen ist die akute Erkrankung 

selbstlimitierend und verläuft zu 95 Prozent ohne Hospitalisierung (MAURIN et 

RAOULT 1999) [5]. 

Bei etwa 0,2 Prozent der Infizierten kommt es zum chronischen Verlauf. Mit einem 

Anteil von etwa 60 bis 70 Prozent (MAURIN et RAOULT, 1999) [5] entwickelt sich in 

Folge dieser Chronifizierung eine Endokarditis (ELLIS et al. 1983; SAGINUR et al. 

1985; DUPUIS et al. 1986) [120-122]. In Frankreich gehen etwa 5 Prozent aller 

Endokarditiden auf Q-Fieber zurück (FOURNIER et al. 1996) [123]. Weniger häufig 

als die Endokarditis, jedoch meist in Kombination mit dieser, tritt eine chronische 

Hepatitis auf (WESTLAKE et al. 1987) [124]. Nur vereinzelt tritt eine Hepatitis ohne 

Endokarditis auf (YEBRA et al. 1988) [125]. Andere chronische Manifestationen sind 

deutlich seltener (LIPTON et al. 1987; JANIGAN et MARRIE 1983; COTTALORDA et 

al. 1995; RAOULT et al. 1989; ELLIS et al. 1983; PIQUET et al. 1994) [120, 126-

130]. Ein chronisches Fatigue-Syndrom (anhaltende Müdigkeit und Erschöpfung) 

wurde ebenfalls im Zusammenhang mit chronischem Q-Fieber beschrieben (AYRES 

et al., 1998) [131]. Meist tritt es nach einer akuten Q-Fieber-Erkrankung auf und 
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äußert sich durch Mattigkeit, Muskel- und Gelenkschmerzen, gestörte Wahrnehmung 

und Schwitzen. Diese Symptome können teilweise bis zu mehreren Jahren andauern 

(MORROY et al. 2016) [12].  

Eine Infektion mit C. burnetii während der Schwangerschaft manifestiert sich in der 

Regel als Plazentitis (BENTAL et al. 1995) [132]. Es kann mit einer 

Wahrscheinlichkeit von 22,2 Prozent zu einem spontanen Abort kommen (MAURIN 

et RAOULT 1999) [5]. In 25,9 Prozent der Fälle kommt es zu einer Frühgeburt und in 

zwei von insgesamt 27 angegebenen Fällen starb die nicht näher definierte Frucht im 

Uterus. Infizierte schwangere Frauen leiden häufig an Fieber, darüber hinaus können 

grippeähnliche Symptome (LUDLAM et al. 1997) [133] und Thrombozytopenie 

(RIECHMAN et al. 1988) [134] auftreten. Dagegen sind auch symptomlose 

Infektionen bei schwangeren Frauen beschrieben (MARRIE 1993) [135]. Auch nach 

mehreren Jahren ohne klinische Symptome ist eine Reaktivierung von in 

Granulomen persistierenden Coxiellen möglich (KARAKOUSIS et al. 2006) [136].  

  

2.2.4 Pathologische Veränderungen bei Schafen 

 

Bei Schafen mit einer Coxiellose beschränken sich die makroskopischen 

pathologischen Veränderungen in der Regel auf die Plazenta (VAN DEN BROM et 

al. 2015b) [97]. Die intercotyledonalen Bereiche sind geschwollen und von 

purulentem Exsudat bedeckt. Mikroskopisch zeigt sich die Plazentitis durch 

Infiltration von Granulozyten und Makrophagen – in milderen Fällen bis hin zu 

Nekrose und in hochgradigen Fällen mit Eiterbildung (VAN DEN BROM et al. 

2015b) [97]. Die hypertrophen Zellbereiche des Chorions weisen eine hohe 

Erregeransammlung in den Epithelzellen auf (VAN DEN BROM et al. 2012) [137]. 

MARTINOV et al. (1998) [112] stellten bei Schafen nach intravenöser und 

intraperitonealer Infektion mit C. burnetii unter anderem Thrombosen in den 

Mesenteriallymphknoten sowie interstitielle Pneumonien und Ödeme in den 

hyperämisierten Plazenten fest. Darüber hinaus wiesen die Lebern proliferative 

Prozesse auf. An den Kotyledonen fiel ein weißlicher Belag auf und das Chorion 
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erschien rötlich-verwaschen. Nekrose und Desquamation des Chorionepithels sowie 

Lymphzellinfiltrate kennzeichneten die histologische Untersuchung. Die abortierten 

Feten wiesen leichte perivaskuläre und hepatische Veränderungen in Kombination 

mit interstitiellen Pneumonien und Lymphadenitiden der Mesenteriallymphknoten auf. 

Außerdem zeigten sich renale und adrenale degenerative Prozesse. LENNETTE et 

al. (1952) [113] konnten hingegen bei zwei von acht experimentell infizierten Schafen 

subserosale Hämorrhagien am Herzen feststellen, die histologisch durch 

mononukleare Zellinfiltrationen sowohl im Myokard als auch um die Gefäßumgebung 

herum begleitet wurden.   

 

2.2.5 Verbreitung, Epidemiologie und Ausbreitung 

 

Obwohl C. burnetii fast weltweit verbreitet ist und humane Infektionen in vielen 

Ländern auf Wiederkäuer zurückzuführen sind (ARRICAU-BOUVERY et 

RODOLAKIS 2005a) [103], scheint es regionale Unterschiede in der Prävalenz zu 

geben.  

In Deutschland werden nach WOLF et al. (2020a) [55] bei kleinen Wiederkäuern im 

Süden des Landes deutlich höhere Raten an Antikörpern gegen C. burnetii 

nachgewiesen als im Norden (Herdenprävalenz: Bayern 31,8 %; Baden-Württemberg 

78,6 %; Schleswig-Holstein und Nordrhein-Westfalen jeweils 16,7 %; Niedersachsen 

18,2 %). Insgesamt waren in der Untersuchung 33,8 % der deutschen Herden 

serologisch positiv, 13,9 % mittels PCR-Untersuchung und 8,5 % waren sowohl 

mittels PCR als auch serologisch positiv. Betriebe, die sowohl Ziegen als auch 

Schafe halten, scheinen im Vergleich zu reinen Schafbetrieben vermehrt betroffen zu 

sein. Dies könnte an der höheren Prädisposition der Ziegen gegenüber den Schafen 

für eine chronische Coxiellose liegen (LANG 1990) [138]. Bei Ziegenhaltungen 

innerhalb von 10 Kilometer um einen Schafbestand erhöht sich das Infektionsrisiko 

der Schafe (LAMBTON et al. 2016) [139]. In einer Untersuchung von klinisch 

unauffälligen Schafbetrieben aus Thüringen wurden 28 % serologisch positiv auf 

C. burnetii getestet (HILBERT et al. 2012) [54]. STING et al. (2004) [49] konnten bei 
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einer Studie in Baden-Württemberg in 3460 Serumproben 8,7 % positive Fälle 

feststellen. In Niedersachsen wurde bei Schafherden eine Seroprävalenz von 2,7 % 

und eine Erregerprävalenz von 0,7 % nachgewiesen (RUNGE et GANTER 2008) 

[11]. 

 

2.2.6 Diagnostische Verfahren 

 

Direkte Nachweisverfahren 

 

Mikroskopisch gelingt der Nachweis von Coxiellen nach Anfärben entsprechend dem 

Verfahren von Giemsa und Giménez (GIMSA 1904; GIMÉNEZ 1964) [23, 140]. Ein 

vergleichsweise sicheres direktes Nachweisverfahren stellt die immunhistologische 

Untersuchung dar, bei der durch eine vorangehende Formalinfixierung die 

Infektiosität des Materials beträchtlich gesenkt wird (BAUMGÄRTNER et al. 1988) 

[141]. Eine gleichzeitige Beurteilung des Gewebes um die Bakterien herum wird 

durch dieses Verfahren ebenfalls ermöglicht.  

Als weiteres direktes Erregernachweisverfahren für C. burnetii eignet sich die 

Polymerase-Kettenreaktion (PCR). Bei diesem Verfahren werden durch DNA-

Polymerasen und Oligonukleotide, sogenannte Primer, DNA-Fragmente der 

Coxiellen amplifiziert. Dieses Nachweisverfahren gilt als besonders sensitiv 

(WILLEMS et. al. 1994) [142]. Es sind verschiedene PCR-Protokolle entwickelt 

worden, z. B. Multiplex-PCR (EDINGLOH et al. 1999) [143], Nested PCR (ZHANG et 

al. 1998) [144] und Real-time-PCR (FRANGOULIDIS et al. 2009) [145]. Aufgrund der 

hohen Sensitivität der PCR-Methoden sind diese Verfahren sehr anfällig für 

Kontaminationen, weshalb ein präzises und hygienisches Arbeiten vorauszusetzen 

ist (THIELE et al. 1992) [146]. Hoch sensibel und spezifisch für C. burnetii ist die 

Detektion von IS1111-Sequenzen mittels PCR (KLEE et al. 2006) [147]. Diese 

Sequenz wiederholt sich mehrfach im Genom der Coxiellen. Dabei gibt es eine große 

Variabilität in der Anzahl der Wiederholungen dieser Sequenz zwischen den 
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einzelnen Isolaten von C. burnetii. Die meisten besitzen zwischen 7 und 110 

Wiederholungen (KLEE et al. 2006)[147]. 

Aufgrund der hohen Infektiosität und der Einstufung des Erregers in Risikogruppe 3 

können sämtliche kulturellen Erregernachweise ausschließlich in Laboren mit 

Sicherheitsstufe 3 (biosafety level 3) durchgeführt werden (DRANCOURT et 

RAOULT 2005) [148].   

 

Indirekte Nachweisverfahren 

 

Als „Goldstandard“ der indirekten Nachweisverfahren für C. burnetii in der 

Humanmedizin gilt der von FIELD et al. [149] bereits 1983 beschriebene 

mikroskopische Immunfluoreszenztest (IFT). Mit diesem Test lassen sich sowohl 

Immunglobulin G (IgG) als auch Immunglobulin M (IgM) (HUNT et al. 1983) [150] 

nachweisen. In der akuten Phase einer Infektion sind Titer von 1:50 für IgM und 

1:200 für IgG sowie jeweils darüber liegende Werte bei Menschen als positiv 

anzusehen (TISSOT-DUPONT et al. 1994) [151]. Chronisches Q-Fieber gilt ab einem 

IgG-Titer von 1:800 als bestätigt (FOURNIER et al. 1996) [123]. Eine genaue 

Bewertung hat jedoch nach den jeweiligen Beschreibungen individuell für jeden Test 

zu erfolgen. Neben IgG und IgM lassen sich auch Antikörper von Immunglobulin A 

(IgA) nachweisen. Die verschiedenen Antikörperklassen sollten in anti-Phase I und 

anti-Phase II getrennt untersucht werden (FOURNIER et al. 1998) [152]. Ein 

„Goldstandard“ in der Veterinärmedizin fehlt bis heute (VAN DEN BROM et al. 

2015b) [97]. 

Für Ziegen beschrieben MULEME et al. (2016) [153] einen Grenzwert von 1:160 

sowohl für IgG als auch IgM jeweils für Phase I und II als positiv.  

Neben dem IFT gibt es noch eine Reihe weiterer indirekter Nachweisverfahren, z. B. 

die Komplementbindungsreaktion (KBR) (THIELE et al. 1992; MURPHY et FIELD 

1970) [146, 154], den Enzym-Immunfluoreszenztest (FIELD et al., 1983) [149], das 

Western Blot-Verfahren (BLONDEAU et al. 1990) [155], den Mikroagglutinationstest 
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(KAZAR et al. 1974) [156] und den Enzym-linked Immunosorbent Assay (ELISA) 

(WAAG et al. 1995) [157]. Letztgenannter Test ist seit ein paar Jahren auch in einer 

phasenspezifischen Variante für die Wissenschaft erhältlich. Dadurch wird ein 

genauerer Einblick in das Infektionsgeschehen einer Infektion ermöglicht. In der 

akuten Phase liegt eine dominierende Aktivität der Phase-II-Antikörper vor. Eine 

hohe Phase-I-Antikörperaktivität ist ein Indikator für eine zurückliegende Infektion 

(STING et al. 2013; Roest et al. 2013) [99, 158].  

Darüber hinaus existiert ein Komplement-Bindungs-Reaktions-Test (NATAL et al. 

2012) [159]. Dieser ist jedoch weniger sensitiv als die modernen ELISA und wurde 

vor allem eingesetzt, bevor ein ELISA entwickelt worden war. 

Die meisten Testverfahren sind für die Humanmedizin validiert. Da eine 

entsprechende Validierung in der Tiermedizin aufgrund von mangelnden Standards 

vielfach noch nicht möglich ist (ROUSSET et al. 2007) [160], erfolgt eine Orientierung 

an der Humanmedizin. Es existieren bereits Antikörper-ELISA, die für die 

Veterinärmedizin validiert sind. Ein Nachteil dieser Antikörpertests ist, dass 

Antikörper erst relativ spät in einem Infektionsgeschehen oder nach einem solchen 

nachweisbar sind. 

 

2.2.7 Bekämpfung 

 

Bekämpfungsmaßnahmen zielen vor allem darauf ab, zum einen die Ausscheidung 

von C. burnetii durch kleine Wiederkäuer zu senken und zum anderen das Auftreten 

von humanem Q-Fieber zu verhindern.  

In verschiedenen Richt- und Leitlinien sowie Lehrbüchern werden 

Bekämpfungsmaßnahmen empfohlen (Bundesministerium für Ernährung und 

Landwirtschaft (BMEL) 2014; Chemisches und Veterinärmedizinisches 

Untersuchungsamt Baden-Württemberg (CVUA) 2018, Klinik der Schaf- und 

Ziegenkrankheiten, Kapitel „Q-Fieber“; GANTER 2019 338-340) [161-163]. Es sollte 

besonders bei der Geburt auf Hygiene geachtet werden, Tiere mit Abortverlusten 
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sollten von den übrigen Tieren separiert werden und Zukäufe sollten vor dem 

Verbringen in die eigene Herde auf Ausscheidung (z. B. über Kot und Milch) oder 

serologisch untersucht werden. In einem Bestand sollten Dauerausscheider über 

Geburtsflüssigkeiten und Kot, vor allem aber über die Milch, identifiziert und 

aussortiert werden. Besonders Ziegen scheiden den Erreger intermittierend über die 

Milch aus, obwohl sie geimpft wurden (VAN DEN BROM et al. 2013) [164]. Diese 

Ausscheider sollten ebenfalls vom Betrieb abgehen, und im Falle einer Schlachtung 

sollte das Euter in toto abgesetzt und verworfen werden. Für die Lammung und 

Schur sollten die Tiere möglichst windgeschützt aufgestallt werden, sodass 

erregerhaltiges Material nicht verbreitet werden kann.  

Der Mist sollte vor dem Ausbringen auf Felder zunächst für etwa 3 Monate gelagert 

und nur bei Windstille ausgebracht werden (PLUMMER et al., 2018) [165]. Während 

des Q-Fieber-Ausbruchs in den Niederlanden durften die Landwirte den Mist von 

kleinen Wiederkäuern frühestens einen Monat nach dem Ablammen auf den Feldern 

ausbringen (VAN DEN BROM et VELLEMA 2009) [61]. Darüber hinaus sollte der 

Mist möglichst abgedeckt werden. Nach dem Ausbringen sollte der Mist zügig in die 

Erde eingebracht werden, auch wenn VAN DEN BROM et al. (2015a) [166] der 

Übertragung durch Mist bei den Ausbrüchen 2007 bis 2012 eine untergeordnete 

Rolle zuschreibt. Abortmaterial und Plazenten sollten in geschlossenen Behältern 

aufbewahrt und über die Tierkörperbeseitigung entsorgt werden. Darüber hinaus 

empfiehlt das Konsortium des Q-GAPS (2020) [167] das Reinigen und Desinfizieren 

von Material, welches mit Tieren oder deren Ausscheidungen in Kontakt gekommen 

ist. Außerdem sollen Familienmitglieder und Angestellte über den Infektionsstatus 

der betreuten Herden informiert und über Schutzmaßnahmen aufgeklärt werden. Die 

Stallungen der kleinen Wiederkäuer sollten bestmöglich gegen den Zutritt von 

Unbefugten gesichert und mit einem Schild gekennzeichnet werden, welches die 

Aufschrift trägt: „Wertvoller Tierbestand – Zutritt verboten“. Im Q-GAPS wird die 

Empfehlung gegeben, den Mist für 9 Monate unter Folie zu lagern. Milch sollte vor 

dem Inverkehrbringen pasteurisiert werden. Die Schafe und/oder Ziegen einer 

infizierten Herde sollten gegen C. burnetii geimpft werden.  
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2.2.8 Impfung 

 

Bei C. burnetii-Impfstoffen werden Phase I- und Phase II-Impfstoffe unterschieden 

(ARRICAU-BOUVERY et al. 2005b) [168]. Diese Impfstoffvarianten unterscheiden 

sich deutlich voneinander. Obwohl schwer zu generieren, sind die Phase-I-

Impfstoffe, deren Basis die höher virulenten Formen von C. burnetii sind, deutlich 

effektiver in ihrer schützenden Wirkung (HELLENBRAND et al. 2005; ARRICAU- 

BOUVERY et al. 2005b) [168, 169].  

Ein inaktivierter Phase I-Impfstoff (Coxevac® CEVA Sante Animale, Libourne, 

Frankreich) ist seit 2009 für Rinder und Ziegen zugelassen (CEVA SANTE ANIMALE 

2010; EUROPEAN MEDICINES AGENCY 2015) [16, 170]. Zur Grundimmunisierung 

werden zwei subkutane Injektionen von jeweils 4 Millilitern bei Rindern und 

2 Millilitern bei Ziegen im Abstand von drei Wochen empfohlen. Eine 

Wiederholungsimpfung wird für Rinder nach 9 Monaten und für Ziegen nach einem 

Jahr angegeben. Als Nebenwirkungen treten laut Packungsbeilage bei Rindern sehr 

häufig Schwellungen von 9 bis 10 Zentimetern Durchmesser an der Injektionsstelle 

auf, die bis zu 17 Tage anhalten können. Bei Ziegen wird ein sehr häufiges Auftreten 

einer Schwellung von 3 bis 4 Zentimetern an der Injektionsstelle für bis zu 6 Tage 

beschrieben sowie eine Erhöhung der Körperinnentemperatur für 4 Tage bei 

ungestörtem Allgemeinbefinden angegeben. VELLEMA et al. (2010) [171] 

beschreiben eine mäßige Schwellung an der Injektionsstelle, das Auftreten von 

Fieber über 40,5 °C und einen Rückgang der Milchleistung nach Verabreichung von 

Coxevac® bei Ziegen. Nach subkutaner Injektion sollen bereits infizierte Ziegen mit 

einer stärkeren Schwellung reagieren als naive Tiere. In der Packungsbeilage gibt 

der Hersteller ebenfalls eine Reduktion der Milchleistung nach Verabreichung des 

Impfstoffes unter Praxisbedingungen an, führt dies jedoch auf den Stress bei der 

Impfung der Ziegen zurück. Der Impfstoff ist nicht in der Lage, eine vollständige 

Erregerelimination im Tier herbeizuführen, jedoch führt er durch eine verringerte 

Ausscheidung von C. burnetii über Kot, Vaginalsekret und Milch zu einer deutlich 

geringeren Kontamination der Umwelt und dadurch zu einem deutlich gesenkten 
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Risiko für das Auftreten von humanem Q-Fieber (ARRICAU-BOUVERY et 

RODOLAKIS 2005; ARRICAU-BOUVERY et al. 2005) [103, 168]. 

Bei der Anwendung von „Coxevac®“ bei Ziegen konnte gezeigt werden, dass naive 

Ziegen nach einer Impfung und nachfolgender Challenge-Infektion eine deutlich 

geringere Erregerausscheidung aufwiesen als ungeimpfte. Tiere, die eine Impfung 

mit einem Phase II-Impfstoff erhielten, schieden auch nach der Impfung ähnlich hohe 

Mengen an C. burnetii aus (ARRICAU-BOUVERY et al. 2005) [168]. Jedoch führte 

bei Ziegen die Anwendung des Phase I-Impfstoffes zu einem signifikanten Rückgang 

der Abortraten. In einer Untersuchung von HOGERWERF et al. (2011) [172] wurde 

bei Milchziegen und Milchschafen eine deutliche Reduktion des Erregergehaltes im 

Uterus, im Vaginalabstrich und in der Milch nach einer Impfung festgestellt. Dieser 

Effekt war besonders deutlich bei Zutretern. Durch die Impfung von Jungschafen und 

Jungziegen vor der ersten Bedeckung wird eine Erregerausscheidung stärker 

reduziert als bei infizierten Alttieren (ACHARD et RODOLAKIS 2017; DE CREMOUX 

et al. 2012; ROUSSET et al. 2009b) [96, 173, 174]. Möglicherweise besteht ein 

Zusammenhang mit dem Fehlen von Trophoblasten, welche die Zielzellen der 

Coxiellen sind (BEN AMARA et al. 2010; SANCHEZ et al. 2006) [175, 176]. In naiven 

juvenilen Tieren sind keine Trophoblasten vorhanden und waren es im bisherigen 

Leben auch nicht, daher fehlen den Coxiellen diese Zielzellen. Ohne die Zielzellen 

wird eine Persistenz möglicherweise verhindert. 

Obwohl Coxevac® nicht für die Anwendung bei Schafen zugelassen ist, kann der 

Impfstoff für das Schaf umgewidmet werden (StiKoVet 2018a) [17]. Aus einer vom 

Hersteller herausgegebenen Produktbeschreibung ging hervor, dass für Schafe 1 

Milliliter als Impfdosis empfohlen wird (BAUER et al. 2021) [177]. Zur 

Grundimmunisierung sollten zwei Impfungen im Abstand von drei Wochen 

durchgeführt werden. Schafe ab einem Alter von drei Monaten und ältere Tiere bis 

kurz vor der Bedeckung (zwei bis fünf Tage) konnten der Beschreibung nach geimpft 

werden (BAUER et al. 2021) [177]. Diese Produktbeschreibung wurde vom Hersteller 

zurückgenommen. Seitdem herrscht Unklarheit über die zu verwendende Dosis. In 

der Praxis wird als Impfdosis sowohl 2 Milliliter – wie für Ziegen empfohlen – als auch 
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1 Milliliter beim Schaf angewendet (EIBACH et al. 2013; BAUER et al. 2021) [19, 

177].  

In der Feldstudie von EIBACH et al. (2013) [19] konnte in einem Schafbestand mit 

akuter Coxiellose eine deutliche Reduktion der Ausscheidung nach der Impfung 

erzielt werden. ASTOBIZA et al. (2010) [178] haben in zwei Schafherden über zwei 

Jahre keinen signifikanten Unterschied in der Ausscheidung zwischen geimpften und 

ungeimpften Tieren festgestellt. Auch bei vor der Impfung seronegativen Tieren 

konnte nach einer Impfung keine reduzierte Ausscheidung über Vaginalsekret im 

Vergleich zu einer Kontrollgruppe erfasst werden. In einer Untersuchung über vier 

Jahre konnte kein sofortiger Effekt auf die Coxiellen-Belastung in der Umgebung von 

geimpften Schafen nachgewiesen werden (ASTOBIZA et al. 2011) [179]. Dies könnte 

den Autoren zufolge an einer langen Persistenz der Bakterien liegen. Die Impfung 

unterstützt die Bekämpfung einer Coxiellose unter langfristiger Betrachtung. Dies 

konnte auch in einer weiteren Untersuchung von ASTOBIZZA et al. (2013) [15] 

bestätigt werden. Hier konnte eine signifikante Reduktion der Ausscheidung erst im 

dritten und vierten Jahr der Impfung nachgewiesen werden. In Kombination mit 

sorgfältigen Reinigungs- und Desinfektionsmaßnahmen konnten AVBERSEK et al. 

(2019) [36] nach der Impfung mit einem formalin-inaktivierten Nine Mile Phase-I-Mile 

Impfstoff bereits nach kurzer Zeit eine reduzierte Coxiellen-Ausscheidung erreichen. 

Nach der Impfung mit einem formalin-inaktivierten Phase I-Impfstoff und einem 

Chloroform-Methanol-Impfstoff mit anschließender gezielter Infektion von 

Mutterschafen um den einhundertsten Tag der Trächtigkeit konnten BROOKS et al 

(1986) [180] eine deutlich reduzierte Ausscheidung von C. burnetii beobachten. 

 

In der Humanmedizin wird nur ein einziger Phase-I-Impfstoff (Q-Vax, Commonwealth 

Serum Laboratories, Melbourne) eingesetzt. Er wurde in Australien entwickelt und 

dort bei Risikogruppen, wie z. B. Schlachthofmitarbeitern eingesetzt (MARMION et 

al. 1990) [181]. Neben Arbeitern auf einem Schachthof sind auch viele Studierende 

der Veterinärmedizin geimpft (RAHAMAN et al. 2021) [182]. Dieser Impfstoff ist 

derzeit nur in Australien zugelassen und vor einer Verabreichung wird mittels eines 
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Skin-Tests eine vorherige Q-Fieber-Infektion ausgeschlossen, da nur therapienaive 

Patienten geimpft werden (BOND et al 2017) [183]. Innerhalb von drei Monaten post 

vaccinationem konnten bei 80 Prozent der Geimpften Antikörper der IgM-Phase II 

nachgewiesen werden (MARMION et al. 1990) [181]. Nach 20 Monaten waren 

Antikörper der IgG-Phase I zu 60 Prozent messbar. Häufig beobachtete 

Nebenwirkungen der Impfung waren Empfindlichkeit und Erytheme an der 

Injektionsstelle, seltener traten Kopfschmerz und Ödeme auf (MARMION et al. 

1990) [181]. In Einzelfällen kam es zu Knoten- und Abszessbildung. Q-Fieber-Fälle 

unter Geimpften traten nur bei Personen auf, die während der Inkubationsphase 

einer Q-Fieber-Infektion geimpft wurden. 

 

2.2.9 Behandlung 

 

In der Vergangenheit wurden mit C. burnetii infizierte Schafe mit Tetrazyklinen 

behandelt (ASTOBIZA et al. 2013) [15]. Dies hatte keinen signifikanten Effekt auf die 

Ausscheidung von C. burnetii. Der niedrige pH-Wert in den Phagosomen, in denen 

das Bakterium persistiert, führt möglicherweise zu einer Inaktivierung der 

Tetrazykline (ROGALSKI 1985) [184].  

Das in der Humanmedizin am häufigsten eingesetzte Doxycyclin wirkt auch bei 

niedrigerem pH-Wert (ROGALSKI 1985) [184]. Nach ROLAIN et al. (2005) [185] 

existieren jedoch bereits gegen Doxycyclin resistente Stämme von C. burnetii. Neben 

Doxycyclin werden Ampicillin, Chloramphenicol und Rifampicin sowie verschiedene 

Chinolone eingesetzt (YEAMAN et al. 1987) [186]. 
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2.3 Immunsystem 

 

2.3.1 Zelluläre Immunantwort 

 

Nach Eindringen der Erreger in Wirtszellen des mononukleären Phagozytensystems 

werden diese über Toll-like-Rezeptoren (TLR) erkannt (TAKEUCHI et al. 2002) [187]. 

Besonders wichtig scheint die Antigenbindung über TLR4 zu sein, da dieser die 

Synthese des Tumor-Nekrose-Faktors (TNF) sowie von Interferon-gamma moduliert 

(HONSTETTRE et al. 2004) [188]. Wie im Abschnitt 2.2.1 zur Pathogenese 

beschrieben, konnten ZAMBONI et al. (2004) [85] nachweisen, dass keine 

Aktivierung von TLR4 durch C. burnetii, Phase I LPS, erfolgt. Diese Aktivierung 

erfolgt wahrscheinlich über andere Oberflächenantigene. Darüber hinaus konnten 

HONSTETTRE et al. (2004) [188] zeigen, dass TLR4 entscheidend für die Aufnahme 

von C. burnetii in Makrophagen ist. Bei C. burnetii  haben vor allem 

Alveolarmakrophagen ersten Erregerkontakt (Lührmann 2012) [189], da C. burnetii 

meist mit Staub oder Aerosolen über die Lunge in den Wirtsorganismus gelangt. 

Nach diesem ersten Erregerkontakt kommt es zunächst zur Initiierung einer 

zellulären Immunantwort, die vor allem T- Zell-vermittelt ist (ANDOH et al. 2007) 

[190]. In diesem Zusammenhang spielen die proinflammatorischen Zytokine 

Interleukin 1α (IL1-α) und Interleukin 12 (IL-12), welche von dendritischen Zellen, 

Makrophagen und Monozyten freigesetzt werden, eine entscheidende Rolle. Hinzu 

kommt das von T-Helferzellen synthetisierte TNF-α (GUATTEO 2013) [191]. TNF-α 

und IL-12 stimulieren dann natürliche Killerzellen (NK-Zellen) zur Produktion von 

IFN-ɣ, welches zur Tötung infizierter Zellen und damit zu einer effektiven 

Immunantwort gegen C. burnetii erheblich beiträgt. Als einziges Typ-II-Interferon 

wurde IFN-ɣ bereits 1965 identifiziert (WHEELOCK 1965) [192] und neben NK-Zellen 

auch von antigen- oder mitogenstimulierten T-Zellen gebildet (MARCUCCI et al. 

1981; MORRIS et al. 1982) [193, 194]. PACE et al. (1985) [195] gehen von einer um 

den Faktor 10.000 bis 100.000 stärkeren Makrophagenaktivierung durch IFN-ɣ als 

durch andere Interferone aus. Somit stellt IFN-ɣ den bedeutendsten Faktor zur 



27 

 

Aktivierung von Makrophagen im Säugerorganismus dar (PERUSSIA et al. 1983) 

[196]. Die von IFN-ɣ aktivierten Makrophagen bilden verstärkt reaktive 

Sauerstoffverbindungen (NATHAN 1987) [197] und andere bakterizid und viruzid 

wirkende Substanzen, wie Stickstoffmonoxid (NO) (STUEHR et MARLETTA 1987) 

[198]. Letztgenanntes hat ebenfalls eine bedeutende Rolle bei der Bekämpfung von 

Bakterien (FLESCH et KAUFMANN, 1991) [199]. Somit kommt es durch die 

Aktivierung von NK-Zellen zu einer deutlich gesteigerten Phagozytoserate 

(KAUFMANN 1993) [200].  

Nach der Phagozytose werden Antigenbestandteile von mononukleären Phagozyten 

vor allem über Major Histocompatibility Complex Molecules (MHC-Moleküle) 

exprimiert und präsentiert. Diese werden von zytotoxischen T-Zellen gebunden. In 

Verbindung mit IFN-ɣ und anderen Zytokinen werden die zytotoxischen T-Zellen 

dazu stimuliert, Enzyme zur Phagozytose der antigenpräsentierenden Zelle zu 

synthetisieren (SCHÜTT et BRÖKER 2006) [201]. 

Bei tragenden Ziegen konnten ROEST et al. (2013) [99] bei Phase II höhere IFN-ɣ-

Werte bei der Stimulation von „peripheral blood mononuclear cells (PBMCs)“ messen 

als bei Phase I. Die Autoren konnten auch einen direkten Zusammenhang mit einem 

Anstieg der Messwerte nach einer IFN-ɣ-Stimulation um die Geburt feststellen. Die 

gemessenen IFN-ɣ-Konzentrationen nach In-vitro-Stimulation der infizierten Ziegen 

unterschieden sich in den ersten Wochen nach der Infektion kaum von denen der 

Kontrollgruppe. 

 

2.3.2 Humorale Immunantwort 

 

Neben der zellulären Immunantwort spielt auch die humorale Immunantwort, 

besonders im Hinblick auf die Diagnostik, eine große Rolle im Krankheitsgeschehen 

von Q-Fieber. Diese Immunantwort wird durch B-Lymphozyten vermittelt und in einen 

von T-Helferzellen (TH)-unabhängigen und einen von TH-abhängigen Teil der 

Immunantwort unterteilt (SCHÜTT et BRÖKER 2006) [201].  
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Nach intravenöser Infektion mit hohen Dosen C. burnetii konnten bei Schafen bereits 

nach 5 Tagen komplementbindende Antikörper festgestellt werden (LENNETTE et al. 

1952) [113]. Bei kleinen Erregerdosen trat die antikörpervermittelte Immunantwort 

verzögert auf.  

Bei Ziegen sind nach etwa zwei Wochen post infektionem sowohl IgM-Phase-II-

Antikörper als auch IgG-Phase-II-Antikörper messbar (ROEST et al. 2013) [99]. Im 

Gegensatz zu den IgM-Phase-II-Antikörpern, deren Level vier Wochen nach der 

Infektion bereits wieder sinken und nach weiteren drei Wochen einen stabilen Wert 

erreichen, blieben IgG-Phase-II-Antikörper in dem Versuch ab vier Wochen auf 

relativ konstant hohem Niveau. Die Zahl der IgM-Phase-I-Antikörper steigt bei Ziegen 

ebenfalls nach zwei Wochen, jedoch deutlich langsamer als die der IgM-Phase-II-

Antikörper, der Anstieg ist hier jedoch stetig. Nach etwa vier Wochen konnten mittels 

ELISA dann auch IgG-Phase-I-Antikörper nachgewiesen werden. Sowohl STING et 

al. (2013) [158] als auch ROEST et al. (2013) [99] identifizierten eine hohe IgG-

Phase-II-Aktivität bei gleichzeitig niedriger IgG-Phase-I-Aktivität als Anzeichen einer 

akuten Infektion mit C. burnetii. Diese These konnte bei einer Untersuchung bei 

Rindern nicht bestätigt werden (BOETTCHER et al. 2011) [202]. Bei Rindern wurde 

auch nach mehrfachem Kalben eine teilweise hohe IgG-Phase-II-Aktivität bei 

gleichzeitig vorliegender niedriger IgG-Phase-I-Aktivität festgestellt. Andere Kühe mit 

einer IgG-Phase-II dominierten Immunantwort wiesen nach mehreren Kalbungen ein 

negatives Testergebnis auf.  

In Ziegen persistieren die IgG-Phase-I-Antikörper für etwa zwei Jahre auf 

nachweisbarem Niveau, während IgG-Phase-II-Antikörper bei 60 Prozent der Ziegen 

nach zwei Jahren nicht mehr nachweisbar sind (HATCHETTE et al. 2003) [203]. 

Während der Persistenz hoher IgG-Phase-I-Antikörper konnte keine Ausscheidung 

von C. burnetii bei Ziegen mehr nachgewiesen werden. Zusammen mit den oben 

genannten Untersuchungen von STING et al. (2013) [158] und ROEST et al. (2013) 

[99] zeigt diese Studie, dass hohe Phase-II-Antikörperaktivitäten bei einer akuten 

Coxiellose vorliegen. Eine hohe Aktivität von Phase-I-Antikörpern weist auf eine 

länger zurückliegende Infektion hin. 
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Schafe wurden bis jetzt selten mit phasenspezifischen Untersuchungsmethoden 

untersucht (BOETTCHER et al., 2011) [202].  
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3 Material und Methoden 

3.1 Schafe 

 

Bei den Schafen, die für den Versuch verwendet wurden, handelte es sich um 18 

einjährige weibliche Bentheimer Landschafe. Sie stammten aus einem Q-Fieber 

unverdächtigen Betrieb in der Region Hannover. Im Rahmen von diagnostischen 

Untersuchungen wurden die 18 Versuchstiere bereits im Betrieb serologisch negativ 

auf Antikörper gegen C. burnetii getestet. Diese Untersuchung wurde sowohl mit 

einem kommerziellen ELISA (IDEXX, Hoofddorp, Niederlande) als auch mit einem 

phasenspezifischen ELISA (EUROIMMUN, Lübeck, Deutschland) durchgeführt.  

Die Schafe wurden in den Stallungen der Klinik für kleine Klauentiere der Stiftung 

Tierärztliche Hochschule Hannover untergebracht. Sie wurden aleatorisch in drei 

Gruppen zu je sechs Tieren aufgeteilt, es erhielt jede Gruppe eine eigene Box im 

gleichen Stalltrakt ohne Kontakt zu anderen Schafen. Die Tiere wurden auf Stroh 

gehalten und erhielten Heu aus der Region sowie Mineralfutter für Schafe und 

Kraftfutter. Zur Eingewöhnung wurden die Schafe bereits einen Monat vor 

Versuchsstart unter diesen Bedingungen gehalten und an Untersuchungen wie die 

Messung der Rektaltemperatur und der Hautfaltendicke gewöhnt. Ein im Kot 

diagnostizierter mittelgradiger Befall mit Magen-Darm-Strongyliden (MDS) wurde mit 

Moxydectin (Cydectin®) und Levamisol (Levamisol Drench®) oral behandelt. Jedes 

Schaf wurde mit einer individuellen Ohrmarke wie folgt gekennzeichnet. Gruppe 1 ml 

(Cox1): Ohrmarke blau Nr. 77–82; Gruppe 2 ml (Cox2): Ohrmarken rot Nr.146–151 

und Kontrollgruppe (Cox3): Ohrmarke grün Nr. 490–495). Jedes Schaf erhielt zudem 

einen selen-, kobalt- und jodhaltigen Bolus (Rumin® 180 Schaf, WdT, Garbsen) oral 

verabreicht. Bei Bedarf wurden die Schafe geschoren und erhielten regelmäßig 

Klauenpflege.  

Der Tierversuch wurde unter dem Aktenzeichen 33.8-42502-05-19A476 beim 

Niedersächsischen Landesamt für Verbraucherschutz und Lebensmittelsicherheit 

(LAVES) registriert. 



31 

 

3.2 Impfung und Beprobung 

 

Nach der Eingewöhnungsphase wurde von jedem Schaf eine Serumprobe (9 ml) und 

eine Lithium-Heparin-Blutprobe (9 ml) (VACUETTE®, Greiner Bio-One, 

Kremsmünster, Österreich) aus der Vena jugularis entnommen. Im Anschluss erhielt 

jedes Schaf der Gruppe Cox1 eine subkutane Injektion mit 1 ml des Impfstoffs 

Coxevac® (Charge: 0405HG1D; GTIN: 03411111963950) im Bereich der seitlichen 

Brustwand etwa zwei Finger breit hinter der rechten Vordergliedmaße und zwei Hand 

breit unterhalb der Dornfortsätze. Jede Injektionsstelle wurde mit einem Markierstift 

(Edding; 3000 permanent marker; 8020 skin marker; Ort, Land) umkreist, um an 

dieser Stelle später die Hautfaltendicke messen zu können. Das Gleiche wurde mit 

den Schafen der Gruppe Cox2 vorgenommen, jedoch erhielt diese Gruppe 2 ml als 

Impfdosis. Die Gruppe Cox3 erhielt eine Injektion mit 2 ml steriler 

Natriumchloridlösung (0,9 %-ig) an der zuvor für die anderen Gruppen beschrieben 

Stelle und wurde ebenfalls für die Messung der Hautfaltendicke markiert. Zur 

Vervollständigung der Grundimmunisierung wurden, wie oben beschrieben, die am 

Tag null des Versuchs durchgeführten Maßnahmen an Tag 21 auf der linken 

Körperseite wiederholt. Weitere Blutprobenentnahmen (9 ml Serum und 9 ml Lithium-

Heparin) wurden an den Tagen 42, 63 und 91 sowie 182 nach Versuchsbeginn 

vorgenommen. Die Markierungen wurden nach Bedarf, spätestens alle 10 bis 14 

Tage erneuert. 

Neun Monate nach Versuchsbeginn (Tag 273) wurde eine einmalige „Booster-

Impfung“ auf der linken Seite, etwa eine Hand breit hinter der zweiten 

Injektionsstelle, mit vorangegangener Blutprobenentnahme durchgeführt. Hierbei 

wurde wie am Tag null des Versuchs vorgegangen. Auf diese „Boosterung“ folgten 

nach 3 Wochen (Tag 294) eine weitere Blutprobenentnahme (9 ml Serum und 9 ml 

Lithium-Heparin) und eine finale Blutprobenentnahme 12 Monate (Tag 364) nach 

Versuchsbeginn. Die einzelnen Entnahmezeitpunkte sowie die durchgeführten 

Impfungen sind in Tabelle 1 zusammengefasst. Nach jeder Blutprobenentnahme 

wurde das Serum abzentrifugiert (15 min bei 10.000 g) und in Eppendorfgefäße 



32 

 

überführt, um es bis zur Verwendung für die verschiedenen Testverfahren bei -20 °C 

zu lagern. Das Lithium-Heparin-Blut wurde nach jeder Beprobung unmittelbar 

geschwenkt und direkt im Anschluss, wie unter Punkt 3.5.3 beschrieben, für den 

IFN-ɣ-Test verwendet. 

 

Tab. 1: Impf-, Injektions- und Beprobungszeitpunkte 

Versuchstag Tag 0 Tag 21 
Tag 

42 

Tag 

63 

Tag 

91 

Tag 

182 
Tag 273 

Tag 

294 

Tag 

364 

Blutprobenentnahme X X X X X X X X X 

Impfung 
1. 

Impfung 

2. 

Impfung 
    

"Booster"- 

Impfung 
  

 

Im Abstand von ca. sechs Wochen wurden während des gesamten Versuchs jeweils 

sechs Staubtupfer aus der Umgebung der Tiere gesammelt und mittels PCR auf das 

Vorkommen von C. burnetii untersucht.  

 

3.3 Parameter zur Erfassung von Nebenwirkungen 

 

Um Referenzwerte für jedes einzelne Schaf zu erhalten und um die Schafe an die 

Untersuchung zu gewöhnen, wurde mit der Erfassung etwaiger Nebenwirkungen 

bereits vor dem Versuchsstart begonnen. Hierfür wurde jedes Schaf einmal täglich 

einer Allgemeinuntersuchung unterzogen. Speziell wurde dabei auf folgende Aspekte 

besonders geachtet: 

1. Verhalten in der Herde (Normalverhalten: Bewegungen in und mit der Herde) 

2. Verhalten des Einzeltiers (Normalverhalten: wach und aufmerksam) 

3. Gesichtsausdruck (Normalverhalten: wach und aufmerksam) 

4. Futter- und Wasseraufnahme (Normalverhalten: trinkt, frisst und kaut wieder) 
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5. Atemfrequenz (Referenzbereich: 24–52 Atemzüge/Minute) 

6. Rektaltemperatur (Referenzbereich: 38,5–40,0 °C) 

7. Bewegungsverhalten (Vordergliedmaßen auf der Seite der Injektionsstelle; 

Normalverhalten: normaler Gang, volle Belastung der Gliedmaße, keine 

Lahmheit) 

8. Hautfaltendicke (Referenzbereich: bis 5 mm) 

 

Zur Erfassung und Einteilung von abweichenden Befunden wurde ein Score Sheet 

erstellt. Die Einteilung der Befunde diente auch der Bestimmung von 

Abbruchkriterien. Das Score Sheet sowie eine Tabelle mit Aufzeichnungsmustern 

befinden sich im Anhang. 

Zur genaueren Überwachung wurde bei den Schafen jeweils alle 12 Stunden für 8 

Tage nach jeder Impfung die Rektaltemperatur mittels Fieberthermometer 

(Wirtschaftsgenossenschaft deutscher Tierärzte eG – WDT–, Garbsen, Deutschland) 

gemessen. Außerhalb dieser 8 Tage fand die Messung der Rektaltemperatur jeweils 

morgens statt. Die Hautfaltendicke wurde während der ersten 8 Tage nach jeder 

Injektion von Coxevac® (Gruppen Cox1 und Cox2) bzw. Natriumchlorid 

(Kontrollgruppe Cox3) täglich mit einem Federkutimeter (Hauptner „Analog“, 

Solingen, Deutschland) an der Injektionsstelle gemessen. Dies wurde nach 

Möglichkeit stets von der gleichen Person durchgeführt, um Messungenauigkeiten zu 

minimieren. Jeweils nach den 8 Tagen wurde das Intervall der Messungen auf 

einmal pro Woche ausgeweitet und nach einem Monat wöchentlicher Messungen 

wurde das Intervall auf einmal pro Monat erweitert. Um Verfälschungen der 

Hautfaltenmessungen zu verhindern, wurde regelmäßig um jede Injektionsstelle ein 

Bereich von etwa 15 x 15 cm mittels einer Schermaschine (Aesculap, Tuttingen, 

Deutschland) geschoren. 
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3.4 Statistische Auswertung 

 

Zur statistischen Auswertung wurde das Programm SAS Enterprise Guide 7.1 

verwendet. Die Daten wurden auf Normalverteilung geprüft. Aufgrund der 

Normalverteilung der Daten wurde eine einfaktorielle Varianzanalyse (ANOVA) 

durchgeführt um die Mittelwerte der jeweiligen Gruppen interferenzstatistisch zu 

testen, da die Power von non-parametrischen Tests zu gering ausfallen würde. 

3.5 Diagnostische Tests 

 

Mit Ausnahme des Neutralisationstests wurden alle aufgeführten Tests in den 

Laborräumen der Klinik für kleine Klauentiere, Stiftung Tierärztliche Hochschule 

Hannover, durchgeführt. Der Neutralisationstest wurde im Institut für Immunologie 

(Bundesforschungsinstitut für Tiergesundheit) des Friedrich-Loeffler-Instituts (FLI) 

von Frau Dr. S. Matthiesen und Herrn R. Jahnke, unter der Leitung von Privatdozent 

Dr. M. Knittler auf der Insel Riems (Greifswald) durchgeführt. 

 

3.5.1 Kommerzieller ELISA 

 

Bei dem kommerziellen ELISA handelte es sich um das Testkit zum 

phasenunspezifischen Nachweis von Antikörpern gegen Q-Fieber („IDEXX Q 

FEVER“) der Firma IDEXX (Hoofddorp, Niederlande). Dieser Test ist für den 

Nachweis von Antikörpern (IgG) Phase I und Phase II gegen C. burnetii bei Rindern, 

Schafen und Ziegen aus Serum, Plasma und Milchproben zugelassen.  

Vor Beginn des Tests wurden die Serumproben verdünnt, wie in der 

Testbeschreibung empfohlen. Jeweils zwei Vertiefungen der 96-Well-Platte wurden 

mit 100µl Negativ-Kontrolle und Positiv-Kontrolle gefüllt. Die Proben wurden auf die 

verbleibenden Wells verteilt. Nach einer Inkubationszeit von 60 min bei 37 °C wurde 

die Flüssigkeit in den Vertiefungen abgesaugt und jedes Well dreimal mit 300 µl der 
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1:10 verdünnten Waschlösung mittels Mikroplatten-Waschautomat (Modell 50 TS, 

BioTek Instruments, USA) gespült. Es folgten das Auftragen des Konjugats und eine 

Inkubation wie zuvor beschrieben. Im Anschluss wurde erneut gewaschen, wie zuvor 

beschrieben. 100 µl des mitgelieferten Substrats wurden in die Wells gefüllt und die 

Platte wurde für 15 Minuten bei Raumtemperatur (18–26 °C) inkubiert. Das 

Hinzugeben von 100 µl Stopplösung schloss die Reaktion ab. Die Farbintensität in 

jedem Well, die mit der Antikörperkonzentration korreliert, wurde mittels Fotometer 

bei einer Wellenlänge von 450 nm bestimmt. Die negativen Kontrollen sollten bei 

Werten ≤ 0,5 liegen und die positiven Kontrollen bei Werten ≤ 2,5. Die Differenz 

zwischen Positivkontrolle und Negativkontrolle sollte ≥ 0,3 betragen. Bei einem 

Verhältnis von < 30 % zwischen Probe und Positivkontrolle liegt ein negatives 

Ergebnis vor, während ein Wert von ≥ 40 % ein positives Ergebnis darstellt. 

Testergebnisse zwischen ≥ 30 % und < 40 % sind als fraglich zu werten. 

 

3.5.2 Phasenspezifische ELISA 

 

Zum Nachweis der IgG-Phase-I und -Phase-II-Antikörper wurden phasenspezifische 

ELISA eingesetzt (Euroimmun, Lübeck, Deutschland). Diese Tests stehen zurzeit nur 

für wissenschaftliche Zwecke zur Verfügung.  

Vor Testbeginn wurden die Serumproben der Versuchsschafe im Verhältnis 1:101 

mit einem beiliegenden Probenpuffer verdünnt. Jeweils zwei Vertiefungen der 

Probenplatte wurden mit 100 µl Negativ- und Positivkontrolle sowie jeweils eine 

Vertiefung mit Kalibrator 1-3 befüllt. In die restlichen Vertiefungen wurde jeweils 

100 µl der Serumproben der einzelnen Schafe gefüllt. Die abgedeckte Platte wurde 

für 30 Minuten bei 37 °C inkubiert und anschließend mithilfe eines Mikroplatten- 

Waschautomaten (Modell 50 TS, BioTek Instruments, USA) geleert und mit 450 µl 

Waschlösung gewaschen. Nach gründlichem Ausklopfen der Platte erhielt jede 

Vertiefung 100 µl von mit Peroxidase markiertem Multispezies-Konjugat. Nach einer 

weiteren Inkubationszeit von 30 Minuten bei 37 °C wurde die Platte erneut 

gewaschen, wie oben beschrieben. Jedes Well erhielt anschließend eine Füllung mit 
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100 µl Chromogen als Substratlösung. Diese wurde für 15 Minuten inkubiert, bevor 

100 µl Stopplösung hinzugegeben wurden. 

Die fotometrische Bestimmung der Farbreaktion erfolgte bei 450 nm sowie einer 

Referenzwellenlänge zwischen 620 und 650 nm. 

Der Kalibrator 1 hat die vom Test definierte relative Einheit je Milliliter (RE/ml) 2, der 

Kalibrator 2 die Einheit 20 und der Kalibrator 3 die Einheit 200. Anhand dieser 

Kalibratoren wird eine lineare Trendlinie zwischen RE und optischer Dichte (OD) 

berechnet und es wird bei jedem Serum auf Grundlage des fotometrischen 

Messergebnisses die RE/ml errechnet. Der Hersteller gibt an, dass Werte bis 16 

RE/ml als negativ einzustufen sind. Zwischen ≥ 16 RE/ml und < 22 RE/ml existiert 

ein fraglicher Bereich und Werte von 22 RE/ml und darüber gelten als positiv. Werte 

von mehr als 200 RE/ml wurden als ,> 200 RE/ml‘ angegeben und für die statistische 

Auswertung extrapoliert. 

Die Durchführung ist für beide phasenspezifischen ELISA (Phase I und Phase II) 

identisch.  

 

3.5.3 Interferon-ɣ-Test 

 

Der Interfron-ɣ-Assay wurde auf der Basis der Methoden von ROEST et al. (2013) 

[99] mit leichten Modifikationen durchgeführt. 

Für den Nachweis von IFN-ɣ ist eine vorherige Stimulation der T-Zellen durch 

Antigen (Virion/Serion GmbH, Würzburg, Deutschland) erforderlich. Für die 

Stimulation wurden jeweils die gewonnenen Lithium-Heparin-Proben verwendet. Der 

Ansatz der Stimulation erfolgte jeweils innerhalb von höchstens 2 Stunden nach der 

Blutprobenentnahme. Jede Lithium-Heparin-Probe wurde jeweils mit Phase-I-Antigen 

(Verdünnung 1:90 mit PBS) und Phase–II-Antigen (Verdünnung 1:10 mit PBS) 

stimuliert. Zur Kontrolle wurde jede Probe zusätzlich mit Kontrollantigen für Phase I 

und Phase II (Verdünnung 1:50 mit PBS) (Virion\Serion GmbH, Würzburg, 

Deutschland) versetzt. Als Stimulationskontrolle wurde jede Probe mit Pokeweed-
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Mitogen (Sigma-Aldrich, Saint Louis, USA; Lectin von Phytolacca americana) in einer 

Konzentration von 0,55 µg/ml (Verdünnungsmittel PBS; pH=7,5) stimuliert. Zusätzlich 

wurde jede Probe mit PBS (pH=7,5) stimuliert. Somit wurde jede Probe (280 µl) 

jeweils einmal mit 20 µl Phase-I- und Phase-II-Antigen, Kontrollantigen Phase I und 

Phase II sowie Pokeweed und PBS angesetzt. Während des Ansetzens wurden die 

Lithium-Heparin-Proben maschinell geschwenkt, um eine optimale Vermischung zu 

gewährleisten. Nach einer Inkubationszeit von 16 bis 18 Stunden bei 37 °C wurden 

die stimulierten Proben für 5 Minuten bei 500 g zentrifugiert. Der Überstand wurde 

abpipettiert und mithilfe des ID Screen® Ruminant IFN-ɣ-Tests (IDvet, Grabels, 

Frankreich) weiter untersucht. 

Dieser Sandwich-ELISA misst das freigesetzte IFN-ɣ nach T-Zell-Stimulation von 

Wiederkäuern. Der ELISA wurde entsprechend den Herstellerangaben durchgeführt.  

Bei dem Test wurden je zwei Ansätze mit 25 µl Positiv- und Negativkontrolle pro 

Platte im Verhältnis 1:1 mit dem beigefügten und vorgelegten Verdünnungspuffer 

versetzt. In die übrigen Vertiefungen wurden jeweils 90 µl des Verdünnungsmittels 

vorgelegt und anschließend jeweils 25 µl der Proben dazugegeben. Nach einer 

zweiminütigen manuell ausgeführten Schwenkphase folgte eine einstündige 

Inkubation unter Abdeckung bei etwa 37 °C. Nach dieser Inkubation wurde die 

Flüssigkeit aus jeder Vertiefung zunächst abgesogen und anschließend mit 300 µl 

der Waschlösung sechsmal gespült. Dieser Schritt wurde unter Einsatz des bereits 

beschriebenen Mikroplatten-Waschautomats durchgeführt. Anschließend erhielt jede 

Vertiefung eine Zugabe von 100 µl Konjugat, im Verhältnis 1:10 verdünnt. Eine 

weitere Inkubationszeit, wie zuvor beschrieben, mit einem sich anschließenden 

Waschschritt (Vorgehen wie zuvor beschrieben) folgten. In jede Vertiefung wurden 

danach 100 µl Substratlösung gefüllt und für 15 Minuten unter Lichtausschluss bei 

Raumtemperatur inkubiert. Die Zugabe von 100 µl Stopplösung beendete jede 

Reaktion. 

Die Auswertung im Fotometer (Modell ELx808, BioTek Instruments, Winooski, USA) 

erfolgte bei 450 nm. 
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3.5.4 Immunfluoreszenztest 

 

Phasenspezifische IgG- und IgM-Antikörper wurden mittels Immunfluoreszenztest 

bestimmt. Dafür wurden mit Antigen C. burnetii-Antigen, Phase I und Phase II, 

beschichtete Objektträger verwendet (Vircell, Granada, Spanien).  

 

Immunglobulin G 

 

Bei der Durchführung des Immunfluoreszenztests zur Bestimmung von 

IgG-Antikörpern wurden zunächst die gewonnenen Seren der Schafe im Verhältnis 

1:16, 1:32, 1:64, 1:128, 1:256 und nach Bedarf im Verhältnis 1:512, 1:1024, 1:2048, 

1:4096 und darüber hinaus mit PBS (pH=7,2) verdünnt. 5 µl dieser Verdünnungen 

sowie eine Positiv- und Negativkontrolle wurden in jeweils zwei Felder eines 

Objektträgers des Tests gegeben. Bei 37 °C wurden die Objektträger anschließend 

für 30 Minuten in feuchter Umgebung inkubiert. Anschließend wurden die 

Objektträger unter vorsichtigen Rührbewegungen für etwa 5 Minuten zweimal in PBS 

(pH=7,2) getaucht und danach mit destilliertem Wasser gespült. Bei beiden 

Vorgängen wurden die Flüssigkeiten nicht unmittelbar auf die Felder des 

Objektträgers aufgetragen. Nach einer kurzen Trocknungsphase wurden jeweils 5 µl 

Anti-Sheep-IgG-Lösung (MegaFLUO®VET, MEGACOR Diagnostik GmbH, Hörbranz, 

Österreich) auf die Felder aufgebracht. Es folgte eine 30-minütige Inkubation mit 

anschließender Spülung, wie oben beschrieben. Jedes Feld erhielt einen Tropfen 

Eindeckmedium und wurde mit einem Deckglas versehen. Bei 400-facher 

Vergrößerung wurde anschließend die Auswertung der Proben unter einem 

Immunfluoreszenzmikroskop (Laborlux S, Leitz, Wetzlar, Deutschland) 

vorgenommen.  

 

 

 



39 

 

Immunglobulin M 

 

Zur Bestimmung der IgM-Titer wurden zunächst 20 µl jeder Serumprobe in 60 µl 

Absorptionsmedium (Rabbit anti-Sheep IgG secondary antibodies; Thermo Fisher, 

Osterode, Deutschland) pipettiert und mithilfe eines Vortex vermischt. Der Ansatz 

wurde für 15 Minuten bei Raumtemperatur inkubiert und anschließend für 10 Minuten 

bei 500 g zentrifugiert. Der Überstand wurde entnommen und für die Verdünnung 

verwendet. Es wurden Verdünnungen im Verhältnis 1:4, 1:8, 1:16, 1:32, 1:64 und 

1:128 in PBS (pH=7,2) vorgenommen und bei Bedarf weitere Verdünnungen 

hergestellt. Die darauffolgenden Schritte entsprachen den im Abschnitt 

„Immunglobulin G“ beschriebenen. Die Inkubationszeit des Immunfluoreszenztests 

für IgM betrug 90 Minuten bei 37 °C. Zur Detektion wurde ein Anti-sheep IgM, der an 

Evansblue gekoppelt ist (MegaFLUO®VET, MEGACOR Diagnostik GmbH, 

Hörbranz, Österreich) verwendet. 

 

3.5.5 Neutralisationstest 

 

Der Neutralisationstest wurde am Institut für Immunologie des Friedrich-Loeffler-

Instituts (FLI) auf der Insel Riems von Frau Dr. Svea Matthiesen und Herrn Rico 

Jahnke durchgeführt. Die Vorgehensweise entsprach einem Protokoll für 

Neutralisationsassay nach Privatdozent Dr. Michael R. Knittler und Dr. Svea 

Matthiesen. Aus Kapazitätsgründen wurden die Seren von fünf verschiedenen Tieren 

(Cox1: n = 2; Cox2: n = 2; Cox3: n = 1) zu drei unterschiedlichen Zeitpunkten 

(08.04.2020, 06.01.2021, 07.04.2021) mittels Neutralisationstest untersucht. 

Die Seren wurden zunächst bei 20.817 g für 30 Minuten bei 4 °C zentrifugiert 

(Zentrifuge: Centrifuge 5810R, Rotor F 45-30-11, Firma Eppendorf, Hamburg, 

Deutschland), um mögliche Kontaminanten zu entfernen. Anschließend wurden 

jeweils 20 µl der Seren mit C. burnetii (Lebenstiter MOI 10) versetzt und für sechs 

Stunden bei 4 °C auf einem Überkopfschüttler inkubiert. Zur Kontrolle wurden auch 
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PBS und FBS (fetal bovine serum) mit C. burnetii versetzt und inkubiert (diese geben 

Auskunft über die Vitalität nach der Inkubation). 1x105 L929-Zellen (eine murine 

Zelllinie in der Cytokin-Forschung) wurden in 6-Well-Platten ausgesät und es wurde 

gewartet, bis diese adhärent werden, bevor die Coxiellen-Serum-Suspensionen 

hinzugefügt wurden. Als Positivkontrollen dienten mit C. burnetii infizierte L929-

Zellen (Lebenstiter MOI 10) sowie diese infizierten Zellen nach Vorinkubation mit 

PBS/FBS. Nicht infizierte L929-Zellen zusammen mit durch Coxiellen infizierte L929-

Zellen (Lebenstiter MOI 10) nach Vorinkubation mit Negativserum dienten als 

Negativkontrollen. 

Nach einer Inkubation über 72 Stunden folgte eine intrazelluläre 

Durchflusszytometrie-Anfärbung mit Cox II zur Analyse des Anteils C. burnetii-

positiver Zellen. 

Hierfür wurden die Zellen trypsiniert, mit Medium/ FBS Medium abgestoppt und auf 

Eis gestellt. Bei 1.301 g wurden die Zellen für 5 Minuten abzentrifugiert und einmalig 

mit 200 µl DFN-Puffer (10% FBS (in PBS); 0,2 % 500x DAB; 0,1 % Natriumazid) 

gewaschen. Die Zellen wurden dann mit Fixierpuffer (2 % Paraformaldehyd in PBS) 

für 10 Minuten auf einem Überkopfschüttler fixiert. Es folgte eine 

Permeabilisierungsphase, bei der die Zellen für 30 Minuten in 200 µl Waschpuffer 

(0,5 % BSA +0,5 % Saponin in PBS) bei Raumtemperatur auf den Überkopfschüttler 

verbracht wurden. Danach wurden die Zellen erneut, wie bereits beschrieben, 

abzentrifugiert und mit Primärantikörpern (200 µl Waschpuffer – 0,5 % Saponin, 

0,5 % BSA in PBS – und Primärantikörper Cox II von PD Dr. Anja Lührmann; Cell 

Signaling; 1:500) für eine Stunde bei Raumtemperatur auf einem Überkopfschüttler 

inkubiert. Eine weitere Inkubation für 30 Minuten bei 4 °C oder Raumtemperatur mit 

Sekundärantikörpern (200 µl Waschpuffer + Sekundärantikörper IgG Fab2 (goat) anti 

rabbit: Alexa488, Cell Signaling; 1:500) auf einem Überkopfschüttler unter 

Lichtausschluss folgte. Zuletzt wurden die Zellen in 200 µl PBS aufgenommen und 

unter Zuhilfenahme eines Quant-Durchflusszytometers MACS (Firma Miltenyi Biotec 

B.V. & Co. KG, Bergisch Glattbach, Deutschland) gemessen. Für jedes Serum wurde 

dieses Verfahren drei Mal durchgeführt und die Ergebnisse wurden anschließend 

gemittelt. 
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Für die Auswertung wurde der Messwert jedes Individuums vor der ersten Impfung 

(08.04.2020) auf ,1‘ gesetzt und die ermittelten Werte der übrigen Test-Seren wurden 

in Relation dazu gesetzt, woraus sich der individuelle relative Neutralisationsfaktor 

für jedes Serum ermitteln ließ. 

Zur Quantifizierung wurde der Anteil infizierter Zellen in Prozent bestimmt. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



42 

 

4 Ergebnisse 

 

In diesem Kapitel werden die deskriptiven Lage- und Streuungsmaße für die 

relevanten Variablen angegeben, sodass die Verteilung und die Eigenschaften der 

einzelnen zu betrachtenden Variablen klarer werden. Die zu betrachtenden Variablen 

sind diejenigen, die für die Beantwortung der späteren inferenzstatistischen 

Auswertung wichtig sind. Von diesen verschiedenen Variablen wurden die 

deskriptiven Daten berechnet. 

 

4.1 Nebenwirkungen 

 

Körpertemperatur 

 

Nach der ersten Injektion von Coxevac® wiesen alle Tiere von Cox1 und Cox2 eine 

signifikante (p < 0,05) Erhöhung der Körpertemperatur auf (Abbildung 1). Bereits 12 

Stunden nach der Injektion lag die Körpertemperatur bei einem Tier von Cox2 bei 

40 °C. 24 Stunden nach der ersten Injektion (09.04.2020, 8 Uhr) belief sich die 

Rektaltemperatur bei allen Tieren der Testgruppen (n=12) auf über 40 °C (Cox1: 

M = 40,43 °C ± 0,25; Cox2: M = 40,75 °C ± 0,39) und war damit erneut signifikant 

(p < 0,05) gestiegen. Bei zwei Tieren der Gruppe Cox2 lag die 

Körperinnentemperatur über 41 °C (S147: 41,2 °C; S150: 41,3 °C).  

Die Tiere der Kontrollgruppe wiesen eine Rektaltemperatur im physiologischen 

Bereich auf (M = 38,77 °C ± 0,36).  

36 Stunden nach der Erstimpfung (09.04.2020, 20 Uhr) sank die Körpertemperatur 

der Gruppen Cox1 und Cox2 signifikant (p < 0,05): Cox1: M = 39,4°C ± 0,43; Cox2: 

M = 39,97°C ± 0,73. Jeweils ein Schaf aus Cox1 und drei Schafe aus Cox2 hatten zu 

diesem Zeitpunkt eine Körpertemperatur von über 40 °C. Bei allen Tieren lagen 48 
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Stunden post injektionem (10.04.2020, 8 Uhr) die Körpertemperaturen im 

physiologischen Bereich (Cox1: M = 38,6 °C ± 0,51; Cox2: M = 39,13 °C ± 0,47; 

Cox3: M = 38,87 °C ± 0,36) und waren damit signifikant (p < 0,05) gesunken. Am 

sechsten Tag nach der Impfung (14.04.2020) kam es innerhalb von 12 Stunden zu 

einem signifikanten Abfall der Körpertemperatur in der Gruppe Cox2 (8 Uhr: 

M = 39,12°C ± 0,36; 20 Uhr: M = 38,68 °C ± 0,36) (Abbildung 1). 

 

 

Abb. 1: Körpertemperatur der Versuchsschafe nach erster Injektion. Dargestellt sind die Mittelwerte sowie die 

oberen Standardabweichungen der Gruppe Cox2 und die untere Standardabweichung der Gruppe Cox1 zu den 

jeweiligen Messzeitpunkten. Die Zeitpunkte mit signifikanten Unterschieden (p < 0,05) zwischen Cox1 und Cox2 

sind mit * gekennzeichnet. 

 

Nach der zweiten Impfung zeigte ein Schaf der Gruppe Cox2 einmalig 24 Stunden 

p. i. (30.04.2020, 8 Uhr) eine Körpertemperatur von 40,8 °C (Abbildung 2). Die 

Körpertemperatur aller anderen Schafe des Versuchs (n = 17) lag im physiologischen 

Bereich (Cox1: M = 39,23 °C ± 0,27; Cox2: M = 39,37 °C ± 0,79; Cox3: M = 38,9 °C ± 

0,25).  

Ein signifikanter Anstieg (p < 0,05) der Körpertemperatur in den Gruppen Cox1 und 

Cox2 ereignete sich nach 12 Stunden (29.04.2020, 20 Uhr), 24 Stunden (30.04.2020, 

8 Uhr) sowie 36 Stunden (30.4.2020, 20 Uhr). Weitere signifikante Schwankungen 
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(p < 0,05) der Körpertemperatur wurden in der Gruppe Cox1 am Tag 4 (03.05.2020) 

und in der Gruppe Cox2 am Tag 5 (04.05.2020), am Tag 6 (05.05.2020) und am Tag 

7 (06.05.2020) ermittelt.  

Die Körpertemperatur aller Tiere im Versuch (n = 18) verblieb zu diesen Zeitpunkten 

im physiologischen Bereich (Abbildung 2). 

 

 

Abb. 2: Körpertemperatur der Versuchsschafe nach zweiter Injektion. Dargestellt sind die Mittelwerte sowie die 

oberen Standardabweichungen der Gruppe Cox2 und die untere Standardabweichung der Gruppe Cox1 zu den 

jeweiligen Messzeitpunkten. 

 

24 Stunden nach der dritten Impfung zeigten ein Schaf der Gruppe Cox1 und fünf 

Schafe der Gruppe Cox2 eine Körpertemperatur von über 40 °C (Cox1: 41 °C; 

Maximum Cox2: 40,9 °C). In diesem Zeitraum stieg der Mittelwert der Gruppen Cox1 

und Cox2 signifikant (p < 0,05) von (06.01.2021) Cox1: M = 38,37 °C ± 0,27; Cox2: 

M = 38,4 °C ± 0,31 auf (07.01.2021, Tag 1 nach dritter Impfung) Cox1: 

M = 39,48 °C ± 0,76; Cox2: M = 40,28 °C ± 0,51 (Abbildung 3).  

Nach 36 Stunden wiesen drei Schafe der Gruppe Cox1 und fünf Schafe der Gruppe 

Cox2 eine Rektaltemperatur von über 40 °C auf (Cox1: M = 39,78 °C ± 0,64; Cox2: 

M = 40,38 °C ± 0,32). 48 Stunden nach der Impfung lagen die Messwerte der 

Körpertemperaturen im physiologischen Bereich (Cox1: M = 38,68 °C ± 0,23; Cox2: 
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M = 38,87 °C ± 0,2) und waren damit signifikant (p < 0,05) in beiden Gruppen, Cox1 

und Cox2, gefallen. Am dritten (09.01.2021), fünften (11.01.2021) und sechsten Tag 

(12.01.2021) wurden signifikante (p < 0,05) Temperaturschwankungen bei den 

Schafen von Cox2 und am Tag 6 (12.01.2021) bei den Schafen von Cox1 gemessen. 

Die Referenzwerte der Körpertemperatur beim Schaf wurden dabei nicht 

überschritten (Abbildung3). 

Die Schafe der Kontrollgruppe (Cox3) zeigten nach den drei Injektionen jeweils keine 

signifikante (p > 0,05) Veränderung der Körpertemperatur 

(M = 38,28-39,13 °C ± 0,18–0,29). 

 

 

Abb. 3: Körpertemperatur der Versuchsschafe nach dritter Injektion. Dargestellt sind die Mittelwerte sowie die 

oberen Standardabweichungen der Gruppe Cox2 und die untere Standardabweichung der Gruppe Cox1 zu den 

jeweiligen Messzeitpunkten. Die Zeitpunkte mit signifikanten Unterschieden (p < 0,05) zwischen Cox1 und Cox2 

sind mit * gekennzeichnet. 

 

Ein signifikanter Unterschied (p < 0,05) zwischen Cox1 und Cox2 wurde 12 Stunden 

nach der ersten Impfung (08.04.2020, 20 Uhr) sowie zwei Tage nach der dritten 

Impfung (08.01.2021 20 Uhr) gemessen. Die Körpertemperatur in der Gruppe Cox2 

lag dabei 12 Stunden nach der ersten Impfung höher als die in der Gruppe Cox1. 
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Zwei Tage nach der dritten Impfung lag die Körpertemperatur bei Cox1 höher als bei 

Cox2. 

 

Hautfaltendicke 

 

Zu Beginn des Versuchs wurde bei allen Schafen eine Hautfaltendicke unter 5 mm 

bestimmt (Cox1: M = 4,33 mm ± 0,24; Cox2: M = 3,67 mm ± 0,55; Cox3: 

M = 3,67 mm ± 0,55) (Abbildung 4). Die gemessenen Werte wurden für jedes Schaf 

individuell als Nullwerte angesehen und es wurde die Zunahme der Hautfaltendicke 

hierzu ermittelt. 

Die Hautfaltendicke der Gruppen Cox1 und Cox2 nahm ein bis zwei Tage nach der 

ersten Injektion zu (Cox1: M = 1–1,25 mm ± 0,75–0,81; Cox2: 

M = 1,25-2,58 mm ± 0,75–0,86). Diese Zunahme war von Tag null (08.04.2020) auf 

Tag 1 (09.04.2020) sowohl in der Gruppe Cox1 als auch in der Gruppe Cox 2 und 

am zweiten Tag (10.04.2020) für Cox2 signifikant (p < 0,05). Mit einer Zunahme um 

4,5 mm zeigte ein Tier in Cox2 an Tag 4 p. i. die maximale Hautfaltendicke.  

Nach etwa 6 Wochen wurden in beiden Gruppen Hautfaltendicken gemessen, die 

etwa denen vor der Injektion entsprachen (20.05.2020: Cox1: M = 0 mm ± 0,29; 

Cox2: M = 0,67 mm ± 0,75). Zwischen dem 20.05.2020 (drei Wochen nach 

Grundimmunisierung) und dem 27.05.2020 (vier Wochen nach Grundimmunisierung) 

– Cox1: M = 0,91 mm ± 0,45; Cox2: M = 2 mm ± 0,91 – kam es in beiden Gruppen, 

Cox1 und Cox2, zu einer signifikanten (p < 0,05) Zunahme der Hautfaltendicke. Bis 

zum 24.06.2020 (acht Wochen nach Grundimmunisierung) nahm die Hautfaltendicke 

in Cox1 und Cox2 signifikant (p < 0,05) wieder ab.  

In der Kontrollgruppe (Cox3) konnte keine Zunahme der Hautfaltendicke nach der 

Injektion festgestellt werden (M = -0,08–0,75 mm ± 0–0,53) (Abbildung 4).  
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Abb. 4: Zunahme der Hautfaltendicke an der ersten Injektionsstelle. Dargestellt sind die Mittelwerte sowie die 

oberen Standardabweichungen der Gruppe Cox2 und die untere Standardabweichung der Gruppe Cox1 zu den 

jeweiligen Messzeitpunkten. Die Zeitpunkte mit signifikanten Unterschieden (p < 0,05) zwischen Cox1 und Cox2 

sind mit * gekennzeichnet. 

 

Nach der zweiten Injektion nahm die Hautfaltendicke der Gruppe Cox1 innerhalb von 

24 Stunden signifikant (p < 0,05) zu (30.04.2020: M = 1,92 mm ± 0,34) (Abbildung 5). 

In der Gruppe Cox 2 war die Zunahme der Hautfaltendicke nicht signifikant (p < 0,05) 

(30.04.2020: M = 1,58 mm ± 0,61). Jeweils ein Schaf in beiden Gruppen entwickelte 

jeweils am Tag 10 p. i. eine Hautfaltendicke von über 1 cm (Cox1: Max = 11,5 mm; 

Cox2: Max = 11 mm).  

Nach 14 Tagen p. i. (13.05.2020) nahm die Hautfaltendicke kontinuierlich, aber nicht 

signifikant (p > 0,05) ab. 8 Wochen nach der zweiten Impfung (24.06.2020) lagen die 

Messwerte wieder im Referenzbereich (24.06.2020: Cox1: M = 0,42 mm ± 0,61; 

Cox2 M = 0,25 mm ± 0,38) (Abbildung 5). Die Hautfaltendicke der Kontrollgruppe 

blieb im gleichen Untersuchungszeitraum nahezu unverändert (M = 0,08–0,67 mm 

± 0,19–0,62) (Abbildung 5). Es konnten keine signifikanten Unterschiede (p > 0,05) 

zwischen Cox1 und Cox2 ermittelt werden. 

0

1

2

3

4

5

6

Zu
n

ah
m

e 
d

er
 H

au
tf

al
te

n
d

ic
ke

 in
 m

m

Messzeitpunkte

Cox1 Cox2 Cox3

* *
*

*
* *

*
*

*

*



48 

 

 

Abb. 5: Zunahme der Hautfaltendicke an der zweiten Injektionsstelle. Dargestellt sind die Mittelwerte sowie die 

oberen Standardabweichungen der Gruppe Cox2 und die untere Standardabweichung der Gruppe Cox1 zu den 

jeweiligen Messzeitpunkten.  

 

Die Hautfaltendicke nahm nach der dritten Injektion (06.01.2021) bis zum dritten Tag 

p. i. (09.01.2021) kontinuierlich, aber nicht signifikant (p > 0,05) zu (09.01.2021: 

Cox1: M = 1,83 mm ± 1,55; Cox2: M = 1,5 mm ± 0,82) (Abbildung 6). Anschließend 

nahm die Hautfaltendicke kontinuierlich ab, sodass die Messwerte nach vier Wochen 

wieder im Bereich wie vor der Injektion lagen (03.02.2021: Cox1: M = 0 mm ± 0,29; 

Cox2: M = 0 mm ± 0,41).  

In der Gruppe Cox3 wurde zwischen dem 10.01.2021 (vier Tage nach dritter 

Impfung; Zunahme M = 0,33 mm ± 0,37) und dem 11.01.2021 (fünf Tage nach dritter 

Impfung; Zunahme M = -0,92 mm ± 0,34) eine signifikante (p < 0,05) Abnahme der 

Hautfaltendicke gemessen. Einen Tag später (12.01.2021) nahm die Hautfaltendicke 

wieder signifikant (p < 0,05) zu (M = 0,16 mm ± 0,24). Während des restlichen 

Untersuchungszeitraumes (06.01. bis 07.04.2021) blieb die Hautfaltendicke der 

Gruppe Cox3 nahezu unverändert (M = -0,25–0,33 ± 0,19–0,67). 

Eine fühlbare Schwellung von einigen Zentimetern Durchmesser, wie vom Hersteller 

des Impfstoffs für Rinder (maximaler Durchmesser: 9–10 cm) und Ziegen (maximaler 
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Durchmesser 3–4 cm) angegeben, konnte bei keinem Tier im Versuch beobachtet 

werden. 

 

 

Abb. 6: Zunahme der Hautfaltendicke an der dritten Injektionsstelle. Dargestellt sind die Mittelwerte sowie die 

oberen Standardabweichungen der Gruppe Cox2 und die untere Standardabweichung der Gruppe Cox1 zu den 

jeweiligen Messzeitpunkten.  

 

4.2 Diagnostische Tests 

 

4.2.1 Immunfluoreszenztest 

 

Zur statistischen Berechnung der im Versuch bestimmten Titer-Werte wurden die 

Ergebnisse logarithmiert (log₂(Verdünnung)) (REVERBERI, 2008). Der Mittelwert 

sowie die Standardabweichung dieser Werte wurden anschließend berechnet 

(TAYLOR, 1983). Aufgrund der logarithmischen Normalverteilung der Ergebnisse 

des IFT wurde eine einfaktorielle Varianzanalyse zum Vergleich der Gruppen 

durchgeführt. Zur Beschreibung und Veranschaulichung der Daten werden die 
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Verdünnungsstufen nachfolgend als log2 dargestellt. Anhand nachstehender 

Tabelle 2 können diese den einzelnen Verdünnungsstufen zugeordnet werden. 

 

Tabelle 2: Zuordnung des binären Logarithmus der Verdünnungsstufen zu den im Immunfluoreszenztest 

verwendeten Verdünnungen.  

Log2 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 

Verdünnung 1:2 1:4 1:8 1:16 1:32 1:64 1:128 1:256 1:512 1:1024 1:2048 1:4096 1:8192 1:16384 1:32768 1:65536 

 

4.2.1.1 IgM 

 

Zu Beginn des Versuchs (08.04.2020) konnte bei keinem der 18 Schafe eine 

Fluoreszenz beobachtet werden (Abbildungen 7 und 8). Zwischen der ersten 

Impfung und der zweiten Impfung (29.04.2020) kam es zu einem signifikanten 

Anstieg der IgM-Ak-Titer für beide Phasen in Cox1 und Cox2. Zu diesem Zeitpunkt 

wiesen die Gruppe Cox1 (Abbildung 7) und die Gruppe Cox2 (Abbildung 8) die 

höchsten IgM-Titer auf (Cox1, Phase I: M = 7,67 ± 1,11, Phase II: M = 9,5 ± 0,76; 

Cox2, Phase I; M = 7,83 ± 1,77; Phase II: M = 9,16 ± 0,69).  

Die Titer von IgM Phase II, lagen dabei höher als die von Phase I (Abbildung 7 und 

8). Zum Zeitpunkt der dritten Beprobung (20.05.2020) waren die Ak-Titer von Cox1 in 

Phase II signifikant (p < 0,05) gesunken (Cox1, Phase I: M = 7,67 ± 1,6; Phase II: 

M = 6,17 ± 0,9) (Abbildung 7). Im gleichen Zeitraum sanken die IgM-Titer bei Cox2 in 

Phase I nicht signifikant (p > 0,05 und in Phase II signifikant (p < 0,05): Cox2, Phase 

I: M = 7,17 ± 1,34; Phase II: M = 5,5 ± 1,61) (Abbildung 8). Der Abfall der Titer in 

Phase I war dabei etwas geringer als der bei Phase II.  

In den folgenden drei Wochen kam es zu einer stärkeren, signifikanten (p < 0,05) 

Abnahme der Ak-Titer in beiden Gruppen (Cox1 und Cox2) bei beiden Phasen 

(10.06.2020: Cox1, Phase I: M = 2 ± 2, Phase II: M = 1,33 ± 1,89; Cox2, Phase I: 

M = 1,5 ± 2,14; Phase II: M = 1,33 ± 1,89).  
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Drei Monate nach Beginn der Grundimmunisierung (08.07.2020) waren keine 

Antikörper bei den Gruppen Cox1 und Cox 2 mehr nachweisbar. Nach erneuter 

Impfung (06.01.2021) kam es zu einem signifikanten (p < 0,05) Titer-Anstieg 

(27.01.2021: Cox1, Phase I: M = 7,33 ± 1,89; Phase II: M = 6 ± 1,63; Cox2, Phase I: 

M = 6,83 ± 1,86; Phase II: M = 4,17 ± 2,11). Die IgM-Titer gegenüber Phase I lagen 

dabei über denen von Phase II.  

In der Zeit bis zur letzten Beprobung sanken die IgM-Titer signifikant (p < 0,05) in 

beiden Phasen für Cox1 und Cox2. Zu Versuchsende waren in Cox1 und Cox2 keine 

Antikörperaktivitäten mittels IFT mehr nachweisbar. Zu keinem 

Untersuchungszeitpunkt ergaben sich signifikante (p > 0,05) Unterschiede zwischen 

Cox1 und Cox2 bei der Höhe der IgM-Titer. Die Proben der Gruppe Cox3 

(Kontrollgruppe) zeigten bei allen Untersuchungszeitpunkten (n = 9) keine 

Fluoreszenz. 

 

 

Abb. 7: Cox1 (1 ml); Medianwerte der Coxiella burnetii IgM Phase-I-Titer (hellgrau) und Phase-II-Titer 

(dunkelgrau) im Immunfluoreszenztest (Vircell Coxiella burnetii IFA) im Verlauf nach dreimaliger Applikation eines 

inaktivierten Coxiella burnetii Phase-I-Impfstoffes bei Schafen. An den mit Spritzen markierten Zeitpunkten 

wurden die Impfungen vorgenommen. 
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Abb. 8: Cox2 (2 ml); Medianwerte derCoxiella burnetii IgM Phase-I-Titer (hellgrau) und Phase-II-Titer 

(dunkelgrau) im Immunfluoreszenztest (Vircell Coxiella burnetii IFA) im Verlauf nach dreimaliger Applikation eines 

inaktivierten Coxiella burnetii Phase-I-Impfstoffes bei Schafen. An den mit Spritzen markierten Zeitpunkten 

wurden die Impfungen vorgenommen. 

 

4.2.1.2 IgG 

 

Bei Versuchsbeginn (08.04.2020) konnte bei keinem Schaf Fluoreszenz im IFT für 

IgG ermittelt werden. Zwischen der ersten (08.04.2020) und zweiten (29.04.2020) 

Blutprobenentnahme kam es in den Gruppen Cox1 und Cox2 zu einem signifikanten 

(p < 0,05) Anstieg der IgG-Ak-Titer in Phase I und Phase II (Cox1, Phase I, M = 3,33 

± 3,4; Phase II: M = 8,17 ± 1,86; Cox2, Phase I: M = 4 ± 1,91; Phase II: M = 7,67 

± 1,25) (Abbildungen 9 und 10). Der Anstieg der Phase-II-Titer fiel dabei höher aus 

als bei Phase I.  

Zum Zeitpunkt der dritten Beprobung (20.05.2020) waren die Titer-Werte der 

Gruppen Cox1 und Cox2 in beiden Phasen signifikant (p < 0,05) angestiegen (Cox1, 

Phase I: M = 9 ± 1,83; Phase II: M = 9,67 ± 1,25; Cox2, Phase I: M = 9,17 ± 1,57; 

Phase II: M = 9,83 ± 1,77). Die Ergebnisse der IgG-Bestimmung zeigten bei den 
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ersten vier Beprobungen sowohl in der Gruppe Cox1 (Abbildung 9) als auch in der 

Gruppe Cox2 (Abbildung 10) höhere Werte an IgG Phase II als an IgG Phase I. 

Zwischen der sechsten Woche (10.06.2020 – Cox1, Phase I: M = 8,67 ± 1,25; Phase 

II: M = 9,17 ± 1,07; Cox2, Phase I: M = 8,83 ± 0,69; Phase II: M = 9,17 ± 0,69) und 

der neunten Woche (08.07.2020 – Cox1, Phase I: M = 8,17 ± 1,07; Phase II: M = 8 

± 1,29; Cox2, Phase I: M = 10,17 ± 1,46; Phase II: M = 8,67 ± 1,11) nach der 

Grundimmunisierung fand ein Wechsel der dominanten Phase von I zu II statt. Der 

Abfall der Ak-Titer zwischen dem 20.05.2020 und dem 09.10.2020 in den Gruppen 

Cox1 und Cox2 war nicht signifikant (p < 0,05).  

Ein Anstieg der Ak-Titer zwischen dem 09.10.2020 und dem 06.01.2021 bei Cox1 

und Cox2 wies keine Signifikanz auf. Nach der Booster-Impfung (06.01.2021 – Cox1, 

Phase I: M = 8,17; Phase II: M = 7,67; Cox2, Phase I: M = 10,33; Phase II: M = 9,17) 

stiegen die Titer-Werte in beiden Gruppen mit Maximalwerten am 27.01.2021 (Cox1, 

Phase I: M = 14; Phase II: M = 11; Cox2, Phase I: M = 13,83; Phase II: M = 10,50) 

signifikant (p < 0,05) an. Die IgG-Phase I wies dabei höhere Werte auf als die 

Phase II.  

Zum Versuchsende hatten alle Tiere aus den Gruppen Cox1 und Cox2 positive Titer-

Werte (07.04.2021 – Cox1, Phase I: M = 12,33; Phase II: M = 9,33; Cox2, Phase I: 

M = 13,67; Phase II: M = 10,17) (Abbildungen 9 und 10). Signifikant sank dabei der 

Ak-Titer-Wert der Gruppe Cox1 in Phase II zwischen dem 27.01.2021 und dem 

07.04.2021. Die Abnahme der IgG-Titer für die Phase I in dieser Gruppe sowie in der 

Cox2-Phase I und Cox2-Phase II war nicht signifikant. Die Unterschiede der 

Messwerte zwischen Cox1 und Cox2 wiesen am 08.07.2020 für Phase I (p = 0,03) 

und am 06.01.2021 für beide Phasen (Phase I: p = 0,01; Phase II: p = 0,03) 

Signifikanzen auf. 

Die Proben der Kontrollgruppe (Cox3) zeigten bei allen Untersuchungszeitpunkten 

(n = 9) keine Fluoreszenz. 
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Abb. 9: Cox1 (1 ml); Medianwerte der Coxiella burnetii IgG Phase-I-Titer (hellgrau) und Phase-II-Titer 

(dunkelgrau) im Immunfluoreszenztest (Vircell Coxiella burnetii IFA) im Verlauf nach dreimaligen Applikation 

eines inaktivierten Coxiella burnetii Phase-I-Impfstoffes bei Schafen. Signifikante Unterschiede zu Cox2 sind mit * 
gekennzeichnet. An den mit Spritzen markierten Zeitpunkten wurden die Impfungen vorgenommen. 

 

Abb. 10: Cox2 (2 ml); Medianwerte der Coxiella burnetii IgG Phase-I-Titer (hellgrau) und Phase-II-Titer 

(dunkelgrau) im Immunfluoreszenztest (Vircell Coxiella burnetii IFA) im Verlauf nach dreimaliger Applikation eines 

inaktivierten Coxiella burnetii Phase-I-Impfstoffes bei Schafen. Signifikante Unterschiede zu Cox1 sind mit * 

gekennzeichnet. An den mit Spritzen markierten Zeitpunkten wurden die Impfungen vorgenommen. 
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4.2.2 Phasenunspezifischer ELISA 

 

Vor der Impfung der Schafe (08.04.2020) lagen alle Messwerte der Tiere (n = 18) 

beim phasenunspezifischen ELISA im negativen Bereich. Drei Wochen nach der 

ersten Impfung (29.04.2020) lagen die meisten (n = 11) Ergebnisse des ELISA von 

Cox1 (M = 22,82 RE ± 38,65) und Cox2 (M = 3,3 RE ± 5,88) im negativen Bereich. 

Ein Tier der Gruppe Cox1 zeigte eine Antikörperaktivität im positiven Bereich 

(106,2 RE) (Abbildung 11). Der Anstieg der Antikörperaktivität zwischen der ersten 

und der zweiten Beprobung war nicht signifikant (p > 0,05).  

Nach der zweiten Impfung nahm die Aktivität der Antikörper von allen Schafen aus 

Cox1 und Cox2 signifikant (p < 0,05) zu (20.05.2020 – Cox1: M = 85,73 RE ± 39,86; 

Cox2: M = 86,98 RE ± 27,13). Mit Ausnahme eines Tieres der Gruppe Cox1 

(Messwert 35 RE) lagen die Messwerte aller Schafe (n = 11) im positiven Bereich. In 

beiden Gruppen (Cox1 und Cox2) stieg die Antikörperaktivität insgesamt bis zum 

10.06.2020 (Cox1: M = 91,38 RE ± 56,19; Cox2: M = 72,82 RE ± 41,04) nicht 

signifikant (p > 0,05) weiter, wobei die Ak-Aktivität einzelner Tiere (Cox1: n = 1; 

Cox2: n = 3) abnahm.  

Am 08.07.2020 (drei Monate nach Erstimpfung) war die Antikörperaktivität 

gegenüber den beiden vorherigen Messungen nicht signifikant (p > 0,05) gesunken 

(Cox1: M = 46,3 RE ± 39,23; Cox2: M = 75,25 RE ± 44,77). Bei der Gruppe Cox1 trat 

dieser Abfall signifikant stärker (p < 0,05) ein im Gegensatz zur Gruppe Cox2 

(p > 0,05). Der Abfall der Ak-Aktivität bis zum 07.10.2020 (sechs Monate nach 

Erstimpfung) war nicht signifikant (p > 0,05). In beiden Gruppen lagen die meisten 

Messergebnisse (Cox1: n = 4; Cox2: n = 4) im negativen Bereich (Cox1: M = 20,82 

RE ± 24,76; Cox2: M = 32,8 RE ± 31,47). Die Messwerte vom 06.01.2021 (neun 

Monate nach Erstimpfung) lagen alle (n = 12) im negativen Bereich 

(Cox1: M = 6,65 RE ± 14,47; Cox2: M = 14,55 RE ± 15,31).  

Drei Wochen nach der dritten Impfung stiegen die Aktivitäten der Antikörper in 

beiden Gruppen (Cox1 und Cox2) signifikant (p < 0,05) an (27.01.2021 – 

Cox1: M = 95,27 RE ± 23,73; Cox2: M = 89,9 RE ± 25,29) (Abbildung 11). Drei 



56 

 

Monate nach der dritten Impfung lagen die Messwerte überwiegend (Cox1: n = 5; 

Cox2: n = 4) im positiven Bereich (07.04.2021 – Cox1: M = 77,48 RE ± 36,61; Cox2: 

M = 68,83 RE ± 35,71). 

In der Gruppe Cox3 konnten zu keinem Zeitpunkt (n = 9) bei keinem Tier (n = 6) 

Antikörperaktivität gemessen werden (M = 0 RE). 

 

 

Abb. 11: Medianwerte der Coxiella burnetii IgG-Phase-I-Antwort und IgG-Phase-II-Antwort (IDEXX Q fever Ab 

Test) im Verlauf nach dreimaliger Applikation von zwei unterschiedlichen Dosen eines inaktivierten Coxiella 

burnetii Phase-I-Impfstoffes bei Schafen (Cox1: = 1 ml, n=6, hellgrau; Cox2: = 2ml, n=6, dunkelgrau). An den mit 

Spritzen markierten Zeitpunkten wurden die Impfungen vorgenommen. 

 

4.2.3 Phasenspezifische ELISA 

 

Bei Versuchsbeginn (08.04.2020) lagen alle Messergebnisse der Schafe (n = 18) 

unterhalb des Cut-offs der phasenspezifischen ELISA (Cox1, Phase I: M = 3,48 RE ± 

1,98; Phase II: M = 4,18 RE ± 1,69; Cox2, Phase I: M = 3,53 RE ± 1,93; Phase II: 

M = 4,57 RE ± 2,3; Cox3, Phase I: M = 5,15 RE ± 3,22; Phase II: M = 5,82 RE ± 2,1). 

Nach der ersten Impfung war sowohl in der Gruppe Cox1 (Abbildung 12) als auch in 
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der Gruppe Cox2 (Abbildung 13) ein Anstieg der IgG-Phase-II-Aktivitäten zu 

beobachten (29.04.0202 – Phase II, Cox1: M = 73,85 RE ± 69,67; Cox2: 

M = 50,23 RE ± 25,19). Dieser Anstieg war in der Gruppe Cox1 signifikant (p < 0,05), 

in der Gruppe Cox2 nicht signifikant (p > 0,05). Sowohl die IgG-Phase-I-Aktivitäten 

als auch die IgG-Phase-II-Aktivitäten stiegen nach der Zweitimpfung an (20.05.2020 

– Cox1, Phase I: M = 48,85 RE ± 32,12; Phase II: M = 110,28 RE ± 50,04; Cox2, 

Phase I: M = 56,31 RE ± 36,19; Phase II: M = 102,12 RE ± 54,51).  

Bis zur vierten Probenentnahme stiegen in beiden Gruppen (Cox1 und Cox2) die 

Ak-Aktivitäten in Phase I und Phase II an, wobei die IgG-Phase II über die 

IgG-Phase I in beiden Gruppen dominierte (Abbildungen 12 und 13) (10.06.2020 – 

Cox1, Phase I: M = 64,22 RE ± 28,63; Phase II: M = 139,78 RE ± 75,01; Cox2, 

Phase I: M = 89,77 RE ± 31,19; Phase II: M = 124,68 RE ± 67,29). Der Anstieg von 

Phase I in der Gruppe Cox1 war zwischen dem 20.05.2020 und dem 10.06.2020 

signifikant (p < 0,05).  

Zwischen der sechsten Woche (10.06.2020) und der neunten Woche (08.07.2020) 

fand ein Wechsel der dominanten Phase von II zu I statt (10.06.2020 – Cox1, Phase 

I: M = 92,92 RE ± 37,9; Phase II; M = 90,08 RE ± 67,62; Cox2, Phase I: 

M = 178,42 RE ± 56,33; Phase II: M = 98,65 RE ± 59,03). Dabei war der Anstieg in 

beiden Gruppen (Cox1 und Cox2) in Phase I signifikant (p < 0,05). Bis zum 

07.10.2020 (sechs Monate nach Versuchsbeginn) fiel die Ak-Aktivität in beiden 

Gruppen für Phase II deutlicher als für Phase I (Cox1, Phase I: M = 72,05 RE 

± 35,68; Phase II: M = 35,5 RE ± 44,18; Cox2, Phase I: M = 138,38 RE ± 78,85; 

Phase II: M = 28,03 RE ± 33,09). Der Abfall von Phase II war dabei in der Gruppe 

Cox2 signifikant (p < 0,05). Die Aktivität in Phase I lag neun Monate nach 

Versuchsbeginn noch im positiven Bereich (06.01.2021 – Phase I, Cox1: 

M = 44,98 RE ± 28,38; Cox2: M = 60,97 RE ± 47,52), ist aber in der Gruppe Cox2 in 

Phase I signifikant gesunken (p < 0,05). Die Ergebnisse in Phase II lagen in beiden 

Gruppen überwiegend (Cox1: n = 5; Cox2: n = 5) unterhalb des Cut-offs (06.01.2021 

– Phase II, Cox1: M = 23,22 RE ± 36,02; Cox2: M = 12,95 RE ± 12,91).  
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Nach der dritten Impfung war ein signifikanter Anstieg (p < 0,05) von IgG-Phase I und 

ein nicht signifikanter Anstieg (p > 0,05) in IgG-Phase II in beiden Gruppen 

vorhanden (27.01.2021 – Cox1, Phase I: M = 170,48 RE ± 27,6; Phase II: M = 69,08 

RE ± 27,49; Cox2, Phase I: M = 161,97 RE ± 49,37; Phase II: M = 50,28 RE 

± 26,78). In den drei Monaten nach der dritten Impfung stieg die Ak-Aktivität in 

beiden Gruppen in Phase I signifikant (p < 0,05) und in Phase II nicht signifikant 

(p > 0,05) (07.04.2021 – Cox1, Phase I: M = 268,5 RE ± 45,31; Phase II: M = 134,78 

± 56,79; Cox2, Phase I: M = 284,33 RE ± 64,54; Phase II: M = 102,45 RE ± 84,79).  

Bis auf Phase I am 08.07.2020 (p < 0,018) waren die Unterschiede zwischen Cox1 

und Cox2 im phasenspezifischen ELISA (in Phase I und Phase II) zu den 

unterschiedlichen Untersuchungszeitpunkten nicht signifikant (p > 0,05). 

Die Messwerte der Kontrollgruppe (Cox3) liegen an allen Beprobungszeitpunkten 

unterhalb des Cut-offs (Phase I: M = 3,12–5,72 RE ± 1,41–5,96; Phase II: 

M = 3,68-6,32 RE ± 1,54–5,36) (Abbildung 14). 

 

Abb. 12: Cox1 (1 ml); Medianwerte der Coxiella burnetii IgG Phase-I-Antwort (hellgrau) und Phase-II-Antwort 

+dunkelgrau) (EUROIMMUN Q fever Ab Test) im Verlauf nach dreimaliger Applikation eines inaktivierten Coxiella 

burnetii Phase-I-Impfstoffes bei Schafen. Signifikante Unterschiede zu Cox2 sind mit * gekennzeichnet. An den 

mit Spritzen markierten Zeitpunkten wurden die Impfungen vorgenommen. 
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Abb. 13: Cox2 (2 ml); Medianwerte der Coxiella burnetii IgG Phase-I-Antwort (hellgrau) und Phase-II-Antwort 

(dunkelgrau) (EUROIMMUN Q fever Ab Test) im Verlauf nach dreimaliger Applikation eines inaktivierten Coxiella 

burnetii Phase-I-Impfstoffes bei Schafen. Signifikante Unterschiede zu Cox1 sind mit * gekennzeichnet. An den 

mit Spritzen markierten Zeitpunkten wurden die Impfungen vorgenommen. 

 

Abb. 14: Cox3 (2 ml NaCl 0,9 %); Medianwerte der Coxiella burnetii IgG Phase-I-Antwort (hellgrau) und Phase-II-

Antwort (dunkelgrau) (EUROIMMUN Q fever Ab Test) im Verlauf nach dreimaliger Applikation von steriler 

Natriumchlorid-Lösung (0,9 %) bei Schafen. An den mit Spritzen markierten Zeitpunkten wurden die Impfungen 

vorgenommen. 
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4.2.4 Neutralisationstest 

 

Wie im Kapitel 3 zu Material und Methoden beschrieben, wurde jedes Serum der fünf 

Tiere dreimal mittels Neutralisationstest untersucht und jeweils der Mittelwert für die 

Auswertung verwendet. Der Mittelwert der Messwerte für den 08.04.2020 wurde für 

jedes Individuum gleich ,1‘ gesetzt (entspricht 100 Prozent infizierte Zellen). Zu den 

beiden übrigen Zeitpunkten (06.01.2021 und 07.04.2021) wurden die Mittelwerte der 

Messergebnisse dazu ins prozentuale Verhältnis gesetzt. 

Für beide Schafe der Gruppe Cox1 (S77 und S81) konnte am 06.01.2021 eine 

Reduktion des Anteils infizierter Zellen nachgewiesen werden (S77: M = 92,7 %, 

S 81: M = 57 %) (Abbildung 15). Diese Reduktion war für Schaf S81 signifikant 

(p < 0,05). Am 07.04.2021 konnte für diese beiden Schafe eine signifikante (p < 0,05) 

Reduzierung der infizierten Zellen gemessen werden (S77: M = 46,6 %, S81: 

M = 45,4 %).  

In der Gruppe Cox2 konnte für das Schaf S146 am 06.01.2021 ein nicht signifikanter 

Anstieg (p > 0,05) der infizierten Zellen (M =102,6 %) und für das Schaf S150 eine 

signifikante Abnahme (p < 0,05) der infizierten Zellen detektiert werden (M = 81 %). 

Zum Zeitpunkt 07.04.2021 ist die Reduktion der infizierten Zellen in beiden 

Schafseren (S146 und S150) nicht signifikant.  

Beim Schaf der Kontrollgruppe (S495) erhöhte sich der Anteil infizierter Zellen zum 

06.01.2021 nicht signifikant (p > 0,05) (M = 116,1 %) und zum 07.04.2021 signifikant 

(p < 0,05) (M = 134,1 %). 
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Abb. 15: Relative Menge der infizierten Zellen der Zellkultur nach Applikation des Serums von fünf 

Versuchstieren und Infektion mit C. burnetii, Phase II, im Verhältnis zum jeweiligen Ausgangswert vor der 

Impfung (1). Mit * markierte Werte unterscheiden sich signifikant von den Ausgangswerten. 

 

4.2.5 IFN-ɣ-Test 

 

Bei Versuchsbeginn (08.04.2020) lagen alle Messwerte (S/ P%) der Tiere (n = 18) 

des IFN-ɣ-ELISA unterhalb des Cut-offs (Cox1, Phase I: M = 1,43 RE ± 0,62; 

Phase II: M = 3,1 RE ± 1,64; Cox2, Phase I: M = 4,67 RE ± 2,35; Phase II: M = 5,12 

RE ± 3,27; Cox3, Phase I: M = 3,3 RE ± 1,5; Phase II: M = 2,85 RE ± 1,49). In den 

ersten neun Monaten (bis zum 06.01.2021) konnten keine signifikanten 

Veränderungen (p > 0,05) der Messwerte in diesem Test für Cox1 und Cox2 

detektiert werden (29.04.2020 bis 06.01.2021 – Cox1, Phase I: M = 2,16–24,55 RE 

± 1,34–10,57; Phase II: M = 4,6–36,07 RE ± 3,32–15,51; Cox2, Phase I: 

M = 3,87-22,13 RE ± 2,53–10,52; Phase II: M = 3,6–23,5 RE ± 2,48–19,67) 

(Abbildungen 16 und 17).  
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Drei Wochen nach der Grundimmunisierung lagen einige Ergebnisse oberhalb des 

Cut-offs (Phase I, Cox1: n = 1; Cox2: n = 0; Phase II, Cox1: n = 4; Cox2: n = 1). Drei 

Wochen nach der Drittimpfung stiegen die Werte beider Phasen der Gruppen Cox1 

und Cox2 signifikant (p < 0,05) an, wobei der Anstieg von Phase I deutlicher ausfiel 

als von Phase II (27.01.2021 – Cox1, Phase I: M = 143,65 RE ± 59,82; Phase II; 

M = 122,30 RE ± 46,72; Cox2, Phase I: M = 212,45 RE ± 54,39; Phase II: 

M = 150,75 RE ± 106,72) (Abbildungen 16 und 17).  

Zum Versuchsende (07.04.2021) lagen die Messwerte für Phase I der beiden 

Gruppen Cox1 und Cox2 (n = 12) oberhalb des Cut-offs (Cox1, Phase I: M = 94,65 

RE ± 23,96; Phase II: M = 29,08 RE ± 8,33; Cox2, Phase I: M = 87,38 RE ± 23,85; 

Phase II: M = 94,93 RE ± 48,23). Für Phase II lag ein Wert oberhalb des 

Schwellenwertes in der Gruppe Cox1. In der Gruppe Cox2 lagen fünf der sechs 

Messwerte im positiven Bereich. Im letzten Versuchsabschnitt (27.01.2021 bis 

07.04.2021) sanken die Messwerte von IFN-ɣ sowohl in der Gruppe Cox1 als auch in 

der Gruppe Cox2 signifikant (p < 0,05) in beiden Phasen. 

Die Messwerte vom 10.06.2020 für Phase I und vom 07.04.2021 für Phase II weisen 

zwischen Cox1 und Cox2 signifikante Unterschiede auf (p = 0,03 für Phase I am 

10.06.2020; p = 0,01 für Phase II am 07.04.2021). Alle anderen Messwerte der 

beiden Gruppen weisen keine signifikanten Unterschiede auf (p > 0,05). 

Die Messwerte der Gruppe Cox3 (Kontrollgruppe) lagen zu allen 

Beprobungszeitpunkten unterhalb des Schwellenwertes von 35 RE (M = 0–3,30) 

(Abbildung 18). 
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Abb. 16: Cox1 (1 ml); Medianwerte für Coxiella burnetii-antigenstimulierte IFN-ɣ-Freisetzung von Phase I 

(hellgrau) und Phase II (dunkelgrau) (IDvet Ruminant IFN-ɣ-ELISA) im Verlauf nach dreimaliger Applikation eines 

inaktivierten Coxiella burnetii Phase-I-Impfstoffes bei Schafen. Signifikante Unterschiede zu Cox2 sind mit * 
gekennzeichnet. An den mit Spritzen markierten Zeitpunkten wurden die Impfungen vorgenommen. 

 

Abb. 17: Cox2 (2 ml); Medianwerte für Coxiella burnetii-antigenstimulierte IFN-ɣ-Freisetzung von Phase I 

(hellgrau) und Phase II (dunkelgrau) (IDvet Ruminant IFN-ɣ- ELISA) im Verlauf nach dreimaliger Applikation eines 

inaktivierten Coxiella burnetii Phase-I-Impfstoffes bei Schafen. Signifikante Unterschiede zu Cox1 sind mit * 
gekennzeichnet. An den mit Spritzen markierten Zeitpunkten wurden die Impfungen vorgenommen. 
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Abb. 18: Cox3 (2 ml NaCl 0,9%); Medianwerte für antigenstimulierte IFN-ɣ-Freisetzung bei Coxiella burnetii in 

Phase I (hellgrau) und Phase II (dunkelgrau) (IDvet Ruminant IFN-ɣ- ELISA) im Verlauf nach dreimaliger 

Applikation steriler Natriumchlorid-Lösung (0,9 %) bei Schafen. An den mit Spritzen markierten Zeitpunkten 

wurden die Impfungen vorgenommen. 

 

4.2.6 Staubtupfer 

 

Aus den 54 entnommenen Staubtupfern (jeweils sechs Tupfer im Abstand von sechs 

Wochen während des Versuchs) wurden 18 Pools zu je 3 Proben erstellt und mittels 

PCR (Real Time PCR) auf C. burnetii-Antigen untersucht. In den Staubtupfer-Pools 

(n = 18) konnte kein C. burnetii-Antigen nachgewiesen werden. 
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5 Diskussion 

Durch das Bakterium C. burnetii kommt es in Deutschland jedes Jahr zu lokalen 

Ausbrüchen mit einigen humanen Q-Fieber-Fällen. Dem Robert Koch-Institut wurden 

für die nachfolgend aufgeführten Jahre entsprechende Fälle von humanem Q-Fieber 

gemeldet: 2015: 320 Fälle, 2016: 275 Fälle, 2017: 107 Fälle, 2018: 93 Fälle, 2019: 

150 Fälle, 2020: 49 Fälle (Robert Koch-Institut 2016-2021)[204]. Die meisten Fälle 

können auf Ausbrüche bei kleinen Wiederkäuern zurückgeführt werden, wie z. B. ein 

lokaler Ausbruch in Albstadt-Tailfingen (Baden-Württemberg) mit 29 

nachgewiesenen Fällen und 55 humanen Verdachtsfällen. 

Eine der wichtigsten Prophylaxe-Maßnahmen gegen Coxiellosen bei Wiederkäuern 

und damit indirekt gegen humanes Q-Fieber ist die Impfung, besonders von kleinen 

Wiederkäuern. Obwohl wenige Untersuchungen zu Coxevac® bei Schafen 

durchgeführt wurden, wird der Impfstoff in der Praxis häufig angewendet (BAUER et 

al. 2021) [177].  

Innerhalb der hier vorgestellten Untersuchung wurden 18 einjährige und 

therapienaive Schafe in drei Gruppen unterteilt und mit unterschiedlichen Mengen 

des Impfstoffs Coxevac® behandelt. In bestimmten Abständen wurde den Schafen 

über ein Jahr hinweg Blut entnommen und mit verschiedenen Tests untersucht. 

Auftretende Nebenwirkungen wurden erfasst. 

Die vorliegende Untersuchung liefert damit neue Erkenntnisse über die humorale und 

zelluläre Immunantwort nach der Impfung von Schafen mit 1 ml und 2 ml Coxevac®, 

sie zeigt darüber hinaus auftretende Nebenwirkungen bei Verabreichung dieses 

kommerziellen, inaktivierten Impfstoffes gegen C. burnetii Phase I. 

 

5.1 Nebenwirkungen 

Nach der subkutanen Applikation von Coxevac® in der Gruppe Cox1 und Cox2 trat 

in beiden Gruppen eine signifikante (p < 0,05) Erhöhung der Körperinnentemperatur 

sowie eine leichte Zunahme der Hautfaltendicke an der Injektionsstelle auf. Nach der 
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Applikation kam es zu einer Verdickung der Haut an den Injektionsstellen, die 

längere Zeit bestehen blieb (zwei bis drei Wochen). Hierbei bestand ein signifikanter 

Unterschied (p < 0,05) zwischen Cox1 und Cox2 über einen längeren Zeitraum. Die 

Schwellungen in der Gruppe Cox2 waren größer als in der Gruppe Cox1. Insgesamt 

wurde in beiden Gruppen (Cox1 und Cox2) jedoch nur eine Zunahme der 

Hautfaltendicke um einige Millimeter festgestellt, deren Relevanz eher als gering 

einzuschätzen ist. Es konnten bei den Schafen zudem keine Störungen des 

Allgemeinbefindens im Zusammenhang mit den Impfungen festgestellt werden. 

Verglichen mit den vom Hersteller CEVA Sante Animale angegebenen 

Nebenwirkungen für Rinder und Ziegen (Coxevac®, CEVA Sante Animale, 

Frankreich) [16], fallen die Reaktionen von Schafen auf die Impfung geringer aus. 

Auch ACHARD et RODOLAKIS (2017) [96] berichteten von Anstiegen der 

Körpertemperatur von 1 °C für 12 bis 24 Stunden bei Wiederkäuern, deren 

Antikörperstatus vor der Impfung jedoch unklar gewesen war.  

Bei tragenden Ziegen konnten nach Impfung von ARRICAU-BOUVERY et al. (2005) 

[168] keine Nebenwirkungen nachgewiesen werden. Nach Verwendung eines 

attenuierten Impfstoffs gegen C. burnetii konnten von MULEME et al. 2021 [205] 

ebenfalls Schwellungen an der Injektionsstelle nach der Impfung beobachtet werden. 

Bei diesen Ziegen wurde die Schwellung auch in der negativen Kontrollgruppe 

nachgewiesen, was bei den hier untersuchten Schafen nicht der Fall war. Des 

Weiteren wurde bei den Ziegen keine Erhöhung der Rektaltemperatur festgestellt. 

Die aufgetretenen lokalen Schwellungen der Haut an den Injektionsstellen gingen 

ohne Behandlung wieder zurück und hinterließen keine bleibenden Veränderungen. 

Dies konnte auch nach Impfung von Schafen und Ziegen in anderen 

Untersuchungen gezeigt werden (ACHARD et RODOLAKIS 2017) [96].  

Insgesamt kann die Erhöhung der Körpertemperatur für bis zu zwei Tage bei 

ungestörtem Allgemeinbefinden zusammen mit Zunahmen der Hautfaltendicke als 

geringe Belastung eingestuft werden. Signifikante Schwankungen der 

Körpertemperatur, die sich im physiologischen Bereich bewegen und nicht 

unmittelbar mit der Impfung in zeitlichem Zusammenhang stehen, sind 



67 

 

wahrscheinlich auf Schwankungen der Umgebungstemperatur und auf die Schur der 

Schafe zurückzuführen (PICCIONE et al. 2002) [206].  

5.2 Phasenunspezifischer ELISA 

Nach der Grundimmunisierung ist bei allen Schafen der Gruppen Cox1 und Cox2 ein 

deutlicher Anstieg in der Antikörperaktivität zu messen. Dies konnte auch in 

vorherigen Untersuchungen bei Ziegen (ARRICAU- BOUVERY et al. 2005) [168] und 

Schafen (BAUER et al. 2021) [177] gezeigt werden. Bei den letztgenannten beiden 

Studien handelt es sich jedoch um Feldversuche mit tragenden Ziegen (ARRICAU-

BOUVERY et al. 2005) [168] und Schafen mit einem akuten Q-Fieber-Geschehen im 

Bestand (EIBACH et al. 2013; BAUER et al. 2021) [19, 177], weshalb die 

Vergleichbarkeit eingeschränkt ist. Zwei Tiere aus Cox1 reagierten bereits stark nach 

der ersten Impfung. Drei Wochen nach der zweiten Impfung (20.05.2020) lagen die 

Antikörperaktivitäten bei 5 von 6 Schafen im positiven Bereich. Das Maximum der 

Antikörperaktivität wurde etwa 6 Wochen nach der Grundimmunisierung erreicht. 

Danach fielen die Antikörperaktivitäten wieder stetig. Bereits nach 6 Monaten lag der 

Median wieder im negativen Bereich und 9 Monate nach Grundimmunisierung lagen 

alle Ergebnisse im negativen oder fraglichen Bereich. Dies geht einher mit den 

Ergebnissen von BAUER et al. (2021) [177]. Die Tiere in dieser Studie waren 

natürlich infiziert und geimpft. Nach 16 Monaten konnten bei den meisten Tieren 

keine Antikörperaktivitäten mittels gleichem Testverfahren ermittelt werden. 

Nach der Booster-Impfung am 06.01.2021 konnte ein erneuter signifikanter Anstieg 

der Antikörperaktivität bei Cox1 und Cox2 gemessen werden. Auch drei Monate nach 

der Impfung bewegten sich die Antikörperaktivitäten bei den meisten Tieren noch auf 

diesem hohen Niveau.  

5.3 Phasenspezifischer ELISA 

Im phasenspezifischen ELISA zeigte sich bei den therapienaiven Tieren direkt nach 

der Impfung zunächst eine durch Phase II dominierte Immunantwort bei den Schafen 

der Gruppen Cox1 und Cox2 (Abbildungen 12 und 13). In einer Feldstudie bei 

Schafherden mit einem Coxiellose-Geschehen konnten bei zuvor seronegativen 



68 

 

Schafen, solche mit einer Phase-I-Dominanz und solche mit einer Phase-II-

Dominanz nach Erstimpfung (BAUER et al. 2021) [177] ermittelt werden. Da in 

diesen Herden eine akute Coxiellose vorlag, war der Immunstatus der Tiere vor der 

Impfung wahrscheinlich unterschiedlich und somit auch die Immunantwort. Nach 

etwa drei Monaten überwog bei den eigenen Untersuchungen die Phase-I-

Antikörperaktivität. Dieser Phasenwechsel konnte größtenteils auch in der 

Untersuchung von BAUER et al. (2021) [177] beobachtet werden. Bereits in 

vorherigen Untersuchungen konnte bei akuten Infektionen zunächst ein 

überwiegender Nachweis von Phase-II-Antikörpern, gefolgt von einem Wechsel zu 

einer Phase-I-Dominanz festgestellt werden (ROEST et al. 2013; HATCHETTE et al. 

2003; STING et al. 2013) [99, 158, 203]. Dieser Phasenwechsel tritt somit sowohl bei 

natürlichen Infektionen als auch nach einer Impfung auf. BAUER et al. (2021) [177] 

konnten nach über einem Jahr eine dominierende Phase-I-Immunantwort 

nachweisen. In der vorliegenden Studie konnte ebenfalls eine persistierende Phase-

I-Dominanz mit kontinuierlich sinkenden Antikörperaktivitäten nachgewiesen werden, 

die sich nach der Booster-Impfung wieder verstärkte (Abbildungen 12 und 13). 

Der inaktivierte Phase-I-Impfstoff Coxevac® scheint in therapienaiven Tieren 

zunächst eine Phase-II-dominierte Immunantwort auszulösen. Dies wurde auch bei 

Menschen nachgewiesen (SCHOFFELEN et al. 2013) [207]. Der Impfstoff könnte 

möglicherweise auch Phase-II-Antigen enthalten oder die Phase-I-Antigene im 

Vakzin enthalten auch Bestandteile von Phase-II-Antigenen entsprechend einer 

natürlichen Infektion (SCHOFFELEN et al. 2013) [207]. Eine weitere Erklärung wäre 

ein mögliches Entstehen von Phase-II-Oberflächenproteinen aus 

Phase-I-Oberflächenproteinen im Rahmen der Herstellung und Inaktivierung der 

Vakzine, denn die Phase-I-Coxiellen werden mit Formaldehyd inaktiviert und 

gereinigt, um die in Coxevac® enthaltenen Oberflächenantigene zu gewinnen 

(GUATTEO et al. 2008) [208].  

In vorliegender Studie konnte insgesamt mit dem phasenspezifischen ELISA kein 

signifikanter Unterschied zwischen dem Gebrauch von 1 ml und 2 ml Coxevac® als 

Impfdosis festgestellt werden. Vorherige Studien zeigen, dass 1 ml als Impfdosis zu 

einer Serokonversion führt und die Antikörperaktivität für längere Zeit anhalten kann 
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(EIBACH et al. 2013; BAUER et al. 2021) [19, 177]. In diesen Studien konnte auch 

eine Protektivität der Antikörper durch Senkung und Verhinderung der Ausscheidung 

von C. burnetii nachgewiesen werden. 

5.4 IFN-ɣ-ELISA 

IFN-ɣ ist ein wichtiges Zytokin, welches die Vermehrung von C. burnetii hemmen 

kann, wie an Mäusen gezeigt wurde (TURCO et al. 1984) [93]. Die Ergebnisse des 

IFN-ɣ-ELISA zeigen nach der Grundimmunisierung nur eine sehr geringe 

Freisetzung von IFN-ɣ nach Stimulierung in den Gruppen Cox1 und Cox2 

(Abbildungen 16 und 17). Interessanterweise kommt es nach der dritten Impfung zu 

einer starken Freisetzung von IFN-ɣ durch eine Stimulation mit C. burnetii-Antigen. 

Bei dem IFN-ɣ-ELISA überwiegt, wie auch beim phasenspezifischen ELISA 

(Abbildungen 12 und 13), nach der dritten Applikation eine Phase-I-Antwort. Nach 

meinem Wissensstand ist dies die erste Untersuchung zur IFN-ɣ-Freisetzung im 

Rahmen einer Impfung gegen C. burnetii mit einem attenuierten Phase-I-Impfstoff bei 

Schafen. Aus diesem Grund fehlen vergleichbare Studien. Nach experimenteller 

Infektion mit aus einer Plazenta isolierten Coxiellen konnten ROEST et al. (2013) [99] 

bei tragenden Ziegen zunächst keine Erhöhung von freigesetztem IFN-ɣ in den 

ersten vier Wochen nach Infektion mittels ELISA messen. Etwa eine Woche nach 

Geburt konnte signifikant mehr freigesetztes IFN-ɣ bei den infizierten Ziegen 

gegenüber einer Kontrollgruppe nachgewiesen werden. Da es sich in dieser 

Untersuchung um einen Infektionsversuch mit tragenden Ziegen handelt, ist die 

Vergleichbarkeit mit der vorliegenden Studie eingeschränkt. 

Bei Menschen konnte nach Impfung mit Q-Vax kein Zusammenhang zwischen der 

zellulären und der humoralen Immunantwort nachgewiesen werden, da nur 35 

Prozent der Geimpften nachweisbare Antikörper (IFT) und eine IFN-ɣ-Freisetzung 

zeigten (SCHOFFELEN et al. 2013) [207].  

Eine mögliche Erklärung für die IFN-ɣ-Freisetzung nach der dritten Impfung und das 

vorherige Ausbleiben dieser Reaktion der Schafe in dieser Studie wäre ein 

Subklassenwechsel von IgG in diesem Zeitraum. Es gibt vier IgG-Subklassen: IgG1, 

IgG2, IgG3 und IgG4 (VIDARSSON et al. 2014) [209]. Die Struktur der Subklassen 
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stimmt zu 90 Prozent überein, dennoch gibt es Unterschiede. Diese Unterschiede 

führen zu jeweils anderen Effektorfunktionen über individuelle Fc-Rezeptoren von 

verschiedenen Immunzellen. Dies führt dann zu Unterschieden bei z. B. 

Phagozytose, zellvermittelter Zytotoxizität und Komplementaktivierung (VIDARSSON 

et al. 2014) [209]. Der Weg, auf dem ein Pathogen in den Körper gelangt, sowie 

dessen chemische Zusammensetzung sind entscheidend für das Immunsystem, 

einen bestimmten Subklassenwechsel einzuleiten. Eine wichtige Rolle dabei spielen 

auch T-Zellen (VIDARSSON et al. 2014) [209]. Durch ihre Hilfe wird nach 

Antigenkontakt durch B-Zellen eine von IgG1 oder IgG3 dominierte Immunantwort 

ausgelöst. Ohne die Hilfe von T-Zellen überwiegt IgG2. Somit wurde im Laufe des 

Versuchs möglicherweise zunächst durch die Produktion von IgG1 und IgG3 eine 

humorale Immunantwort ausgelöst und erst nach einer Produktion von IgG2 konnte 

eine zelluläre Immunantwort gemessen werden. 

Mit der Freisetzung durch IFN-ɣ unterstützen TH1-Zellen bei Ziegen eine 

zellvermittelte Immunantwort (Typ1) mit der Produktion von IgG2, wohingegen durch 

die Produktion von Interleukin-4 in Verbindung mit anderen Zytokinen durch 

TH2-Zellen eine humorale Immunantwort und damit eine Produktion von IgG1 durch 

Isotypklassen-Wechsel ausgelöst wird (CHEEVERS et al. 2000) [210]. 

Vergleichbare Ergebnisse lieferte eine Untersuchung zu caprinen Herpesviren nach 

einem Infektionsversuch (MARINARO et al. 2009) [211]. 

MICUSAN und BORDUAS (1977) [212] konnten in einer Untersuchung bei Ziegen 

zeigen, dass IgG1 und IgG2 keinen jahreszeitlichen Schwankungen unterliegt, jedoch 

eine Veränderung des Verhältnisses beider IgG-Subklassen bei weiblichen 

tragenden Tieren während der Geburt beobachtet werden kann. Nach Antigen-

Injektion konnte gezeigt werden, dass das Antikörper-Level zwischen der sechsten 

und achten Woche das Maximum aufwiesen, wonach das Level wieder fiel 

(MICUSAN et BORDUAS 1977) [212]. Gleichzeitig stieg das Level von IgG1 und 

IgG2. Beide letztgenannten Studien wurden an Ziegen mit jeweils anderen Antigenen 

durchgeführt und sind daher nur sehr eingeschränkt mit der vorliegenden 

Untersuchung vergleichbar. Jedoch zeigen diese Untersuchungen, dass es bei 
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Wiederkäuern zu Variationen im Verhältnis von IgG1 und IgG2 kommen kann und 

dass dies keinem jahreszeitlichen Rhythmus unterliegt. Im Rahmen der 

IgG-Subklassen-Variation scheint die Geburt eine wesentliche Rolle zu spielen. 

Möglicherweise besteht ein Zusammenhang zwischen der Veränderung der 

Subklassen-Dominanz und der Ausscheidung von C. burnetii während der Geburt bei 

Schafen. CIUPERSESCU konnte 1977 [213] bei Mutterschafen einen Abfall von IgG1 

und IgM zur Geburt hin nachweisen. Kurz nach der Geburt (Tag 3 post partum) steigt 

die IgG1-Konzentration wieder an und an Tag 21 post partum folgt ein IgM-Anstieg 

(KLOBASA et. WERHAHN 1989) [214].  

Zu dieser aufgestellten Hypothese fehlen bis heute Untersuchungen, die einen 

solchen Subklassenwechsel bei Schafen im Zusammenhange mit C. burnetii 

beweisen. Hier liegt in Zukunft noch Forschungsbedarf, genau wie zum Thema der 

IgG-Subklassen bei Schafen allgemein. 

5.5 IFT (IgG und IgM) 

IgM-Antikörper waren in diesem Versuch jeweils nur neun Wochen nach Erstimpfung 

bzw. drei Wochen nach Booster-Impfung detektierbar (Abbildungen 7 und 8).  

Die Detektion von C. burnetii-spezifischen IgM- und IgG-Antikörpern mittels 

Immunfluoreszenz zeigte in der vorliegenden Untersuchung bei Schafen – wie 

bereits der phasenspezifische ELISA – zunächst ein Überwiegen der 

Phase-II-Antikörper im Vergleich zu Phase I (Abbildungen 7, 8, 9 und 10). Bei den 

IgG-Titern wurde bei den Menschen ebenfalls eine Dominanz der IgG-Phase-II-

Antikörper gegenüber Phase I festgestellt.  

In einem Infektionsversuch bei Ziegen konnten ähnliche Ergebnisse für IgG und IgM 

nachgewiesen werden (ROEST et al. 2013) [99]. Bei den Ziegen konnten bereits 

nach zwei Wochen Phase-II-Antikörper gegen C. burnetii nachgewiesen werden. Ein 

Anstieg der Phase-I-Antikörper erfolgte erst später. Bei wenige Wochen alten Ziegen 

konnten nach zweifacher Impfung mit einem Phase-I-Impfstoff IgM- und 

IgG-Antikörper mittels IFT nachgewiesen werden (MULEME et al. 2021) [205]. Drei 

Wochen nach der ersten Impfung wiesen die meisten Tiere IgM-Titer auf. Danach 
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nahm der Titer stetig ab und die zweite Impfung scheint keinen Effekt auf die IgM-

Produktion mehr gehabt zu haben. Nach sieben Wochen konnten bei den Ziegen 

keine IgM-Antikörper mehr nachgewiesen werden. Die Schafe in diesem Versuch 

zeigten im Vergleich dazu nach drei Wochen die höchsten IgM-Titer. Die zweite 

Impfung hatte keinen Effekt auf die IgM-Titer mehr (Abbildungen 7 und 8). 

Wie bei den Schafen in dieser Studie konnte in einer Untersuchung bei Menschen 

mit akutem Q-Fieber gezeigt werden, dass IgM-Antikörper für zwei bis acht Wochen, 

in Ausnahmefällen bis 17 Wochen mittels IFT nachweisbar sind (FIELD et al. 1983) 

[149]. HUNT et al. (1983) [150] konnten nach 17 Wochen für Phase II ebenfalls kein 

IgM in Menschen mit akutem Q-Fieber nachweisen. Jedoch persistierten in einem 

Patienten die IgM-Antikörper für 27 Wochen. Ein Verschwinden der IgM-Titer nach 

acht bis zehn Wochen konnte auch von DUPUIS et al. (1985)[215] in einer 

Untersuchung von akutem Q-Fieber bei Menschen beobachtet werden. Anders als 

bei den Schafen in der vorliegenden Studie konnten DUPUIS et al. (1985) [215] bei 

den Menschen stets ein Überwiegen der Phase-II-IgM-Titer gegenüber Phase I 

feststellen (Abbildungen 4 und 5). 

 

Der Immunfluoreszenztest gilt als „Goldstandard“ zur Diagnostik von Infektionen mit 

C. burnetii in der Humanmedizin und liefert verlässliche Ergebnisse in der 

Veterinärmedizin (MULEME et al. 2016) [153]. Damit könnte der phasenspezifische 

ELISA möglicherweise in Zukunft als gute Alternative in der serologischen Diagnostik 

Anwendung finden. MULEME et al. (2016) [153] konnte beim Vergleich von IFT und 

IDEXX-ELISA eine höhere Sensitivität für den IFT bei Ziegen feststellen. Dies konnte 

in dieser Studie bei Schafen nachvollzogen wenden. Bei den Schafen in der 

vorliegenden Studie wurden neun Monate nach Impfung durch den IFT Antikörper-

Titer für IgG in den Gruppen Cox1 (n = 6) und Cox2 (n = 6) detektiert, jedoch liegen 

die Ergebnisse des IDEXX-ELISA beider Gruppen im negativen Bereich (n = 12).  
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5.6 Neutralisationstest 

Im Neutralisationstest konnte eine signifikant (p < 0,05) höhere Protektivität der 

Antikörper im Serum der Schafe in der Gruppe Cox1 gegenüber den Tieren aus 

Cox2 beobachtet werden. So konnten drei Monate nach der Booster-Impfung bei den 

Schafen der Gruppe Cox1 nur weniger als 50 Prozent (S77: M = 46,6 %; S81: 

M = 45,4 %) der Kulturzellen von Phase II des C. burnetii infiziert werden. Bei den 

beiden Tieren der Gruppe Cox2 konnten dagegen nach Serumzugabe noch mehr als 

80 Prozent (S146: M = 83,7 %; S150: M = 85,8 %) der Zellen im Vergleich zu vor der 

Impfung infiziert werden. Diese scheinbar höhere Wirksamkeit bei der Verwendung 

von 1 ml gegenüber 2 ml könnte auf einer möglichen Agglomeration oder 

Präzipitation der Antigene an der Injektionsstelle beruhen. Durch das größere 

Injektionsvolumen steigt möglicherweise das Risiko für eine solche Agglomeration 

oder Präzipitation. Antigenpräsentierende Zellen, wie dendritische Zellen und 

Makrophagen, präsentieren möglicherweise daraufhin weniger Antigen und die 

Immunantwort fällt entsprechend geringer aus. Hier besteht noch Forschungsbedarf. 

Die zytotoxische Wirkung von Abbauprodukten des in Coxevac® eingesetzten 

Konservierungsstoff Thiomerisal ist eine weitere Erklärungsmöglichkeit für die 

Ergebnisse des Neutralisationstests (WEISSER et al. 2004) [216]. Das Thiomerisal 

wird im Körper über Thiosalicylat zu Ethylquecksilber abgebaut, welches besonders 

mit Thiol-(SH-)Gruppen reagiert. Dadurch besteht eine gute antimikrobielle Wirkung, 

jedoch auch eine zytotoxische Wirkung  

Aufgrund der geringen Tierzahl (n = 5) in diesem Testverfahren kann das Ergebnis 

nicht verallgemeinert werden. Um eine fundierte Aussage treffen zu können, müsste 

eine größere Anzahl von Tieren untersucht werden. Jedoch gibt dieser Test erste 

Hinweise auf die möglicherweise stärkere neutralisierende Wirkung der Antikörper 

nach Applikation von 1 ml im Vergleich zu 2 ml.  

 

Im Vergleich der Gruppen Cox1 und Cox2 in den verschiedenen Tests wiesen die 

Antikörperaktivitäten zu den meisten Untersuchungszeitpunkten keine statistisch 

signifikanten Unterschiede (p > 0,05) auf. Im phasenspezifischen ELISA 
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(EUROIMMUN) war lediglich zu einem Untersuchungszeitpunkt (08.07.2020) für 

Phase I ein signifikanter Unterschied (p < 0,05) zwischen den beiden 

Impfstoffgruppen vorhanden. Hierbei lagen die Antikörperaktivitäten der Gruppe 

Cox2 höher als die der Gruppe Cox1. Die Antikörperaktivität scheint in der Gruppe 

Cox2 ein höheres Niveau zu erreichen und dieses etwas länger zu halten als bei 

Cox1. Ob dieser signifikante Unterschied sich in einer besseren Protektivität bei der 

Applikation von 2 ml äußert, bleibt unklar, da keine Challenge-Infektion durchgeführt 

wurde und keine Informationen darüber vorliegen, ob und ab welchem 

Antikörperaktivitätsniveau ein Schutz vor einer Infektion gegeben ist. Die Vergleiche 

beider Gruppen im IFN-ɣ-ELISA zeigten einmal für Phase I (10.06.2020) und einmal 

für Phase II (07.04.2021) eine Signifikanz (p < 0,05). Die IgG Antikörperaktivitäten 

der beiden Gruppen wiesen am 08.07.2020 (Phase I) und am 06.01.2021 (Phase I 

und Phase II) im Fluoreszenztest (IgG) einen signifikanten Unterschied auf. Die 

Titer-Werte der Gruppe Cox2 lagen dabei höher als die der Gruppe Cox1. Die 

Antikörper der Gruppe Cox2 scheinen länger auf einem höheren Niveau zu 

verbleiben. Jedoch ist auch hier, wie oben beschrieben, eine gleiche Protektivität in 

der Zellkultur der Antikörper in der Gruppe Cox1 –trotz geringerem Antikörperniveau 

zu diesem Zeitpunkt – nicht ausgeschlossen. Sowohl die Ergebnisse des 

IDEXX-ELISA als auch die des IgM-Immunfluoreszenztests wiesen keine 

signifikanten Unterschiede zwischen den Gruppen Cox1 und Cox2 auf.  

Insgesamt konnte in dieser Studie kein signifikanter Unterschied zwischen der 

Immunantwort der Gruppen mit 1 ml und 2 ml festgestellt werden. Aufgrund der 

limitierten Tierzahl in dieser Untersuchung und der damit geringen Power von nur 

12,31 Prozent sind die Ergebnisse jedoch nur eingeschränkt allgemein gültig. Da es 

sich in diesem Versuch außerdem um Messwiederholungen handelt, besteht die 

Gefahr der Alpha-Fehler-Kumulierung. Jedoch konnte bereits in vorherigen Studien 

eine Limitierung der Ausscheidung bei therapienaiven geimpften Wiederkäuern 

nachgewiesen werden (ACHARD et RODOLAKIS, 2017) [96]. Die geringen 

Nebenwirkungen und die auftretende Immunantwort beim Schaf zeigen, dass die 

Anwendung von Coxevac® sicher und risikoarm ist. Im Rahmen des One-Health-

Konzepts wäre eine großflächige und konsequente Impfung mit entsprechendem 
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Impfplan in Zukunft wünschenswert (WINTER et al. 2021) [217]. Durch die für Schafe 

im Vergleich zu Ziegen und Rindern geringere erforderliche Impfdosis von 1 ml und 

die damit verbundenen geringeren Kosten ist hierdurch vielleicht in Zukunft eine 

höhere Akzeptanz bei Schäfern und Landwirten gegeben. 

Aufgrund der Ergebnisse dieser Studie hat eine Impfdosis von 1 ml Coxevac® keine 

Nachteile gegenüber einer Impfdosis von 2 ml Coxevac® beim Schaf. Für eine 

Stimulation der zellulären Immunantwort ist jedoch eine dritte, sogenannte 

Booster-Impfung erforderlich. Zu welchem Zeitpunkt diese Impfung stattfinden sollte, 

konnte im Rahmen der hier vorliegenden Untersuchung nicht geklärt werden. 

Möglicherweise kann eine dritte Impfung bereits nach sechs bis sieben Monaten 

durchgeführt werden um eine zelluläre Immunität zu induzieren. Eine vorgezogene 

Booster-Impfung nach sechs bis sieben Monaten könnte, im Gegensatz zu der in 

diesem Versuch durchgeführten Impfung nach neun Monaten, das Auftreten einer 

immunologischen Lücke vermeiden. Diese These sollte in weiteren Folgeversuchen 

untersucht werden. 

Um gesichertere Empfehlungen hinsichtlich einer Dosierung bei Schafen geben zu 

können und die Protektivität nicht nur in vitro untersuchen zu können, wäre die 

Impfung einer größeren Anzahl an Tieren und eine anschließende 

Belastungsinfektion mit C. burnetii notwendig. Zum eindeutigen Nachweis eines IgG-

Subklassenwechsels sollte eine IgG-subklassenspezifische Untersuchung (z. B. IFT 

oder ELISA) durchgeführt werden. Ähnliche Untersuchungen, z. B. nach einer 

Immunisierung gegen das Caprine Arthritis-Enzephalitis-Virus (CAEV), wurden 

bereits durchgeführt (CHEEVERS et al. 2000) [210]. 
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6 Zusammenfassung 

Kay Maximilian Schwecht 

Humorale und zelluläre Immunantwort bei Schafen nach Applikation 
 eines inaktivierten Coxiella burnetii Phase I-Impfstoffs 

 

Ein inaktivierter C. burnetii Phase-I-Impfstoff ist derzeit nur für Rinder und Ziegen 

zugelassen, wird jedoch häufig zur Anwendung beim Schaf umgewidmet. Es 

existieren wenige bis keine Informationen über die Immunreaktion von Schafen auf 

Coxevac®. Uneinigkeit herrscht in der Praxis über das zu verwendende 

Injektionsvorlumen des Impfstoffs. Um darüber neue Erkenntnisse zu erhalten, 

wurden 18 einjährige, naive, nicht tragende weibliche Schafe zufällig in drei Gruppen 

zur je sechs Tieren unterteilt, wovon zwei Gruppen unterschiedliche Dosen des 

Impfstoffs Coxevac® (1 ml oder 2 ml) erhielten. Die dritte Gruppe à sechs Tieren 

erhielt eine Injektion mit 0,9%iger Natriumchlorid-Lösung und diente als 

Kontrollgruppe. Zur Grundimmunisierung wurde die Impfung bzw. Injektion nach drei 

Wochen wiederholt und nach neun Monaten fand eine Booster-Impfung statt. Über 

ein Jahr verteilt wurde von allen Schafen neun Mal eine Blutprobe entnommen. 

Diese Proben wurden mittels eines phasenunspezifischen ELISA sowie eines jeweils 

für die Phase I und Phase II spezifischen ELISA, mit einem Immunfluoreszenztest 

hinsichtlich IgG und IgM, mit einem Neutralisationstest sowie mit einem 

Interferon-ɣ-ELISA untersucht. Zur Erfassung von lokalen und systemischen 

Nebenwirkungen wurde das Allgemeinbefinden der Tiere regelmäßig überprüft und 

zusätzlich eine engmaschige Untersuchung der Körperinnentemperatur sowie der 

Hautfaltendicke durchgeführt. 

Die nach der Impfung mit Coxevac® auftretenden Nebenwirkungen bei Schafen sind 

als geringe Belastung einzustufen. In allen Tests konnte eine Immunreaktion der 

geimpften Schafe (Cox1 und Cox2) sowie das Ausbleiben einer Immunantwort bei 

nicht geimpften Schafen (Cox3) gezeigt werden. Ein Phasenwechsel von Phase-II-

dominierend zu Phase-I-dominant findet in Tieren statt, die das erste Mal mit 

C. burnetii-Antigen in Kontakt kommen. Im Neutralisationstest konnte eine Reduktion 
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von infizierten Zellen nach einer Zugabe des Serums der geimpften Schafe (Cox1 

und Cox2) und eine Infektion mit C. burnetii Phase II verzeichnet werden. Über den 

gesamten Versuchsverlauf gab es nur wenige signifikante Unterschiede (p < 0,05) in 

der Immunantwort zwischen Cox1 und Cox2 in den o. g. Tests.  

Die Ergebnisse reichen meines Erachtens jedoch aus, um für die Praxis bei Schafen 

die Anwendung von lediglich 1 ml Coxevac® im Gegensatz zu 2 ml Coxevac® bei 

Ziegen zu empfehlen. Mithilfe des IFN-ɣ-Tests konnte gezeigt werden, dass eine 

Freisetzung von IFN-ɣ erst nach der dritten Impfung erfolgte. Wahrscheinlich ist erst 

nach dieser dritten Impfung ein belastbarer zellulärer Impfschutz zu erwarten. Diese 

dritte Impfung kann möglicherweise auch bereits nach sechs bis sieben Monaten 

erfolgen, anstatt nach neun Monaten, wie im vorliegenden Versuch, um das mögliche 

Auftreten einer immunologischen Lücke zu verhindern und einen früheren Impfschutz 

zu ermöglichen. Die Ergebnisse aus dieser Studie wurden aus einer limitierten Zahl 

von Tieren gewonnen, die hier gewonnenen Erkenntnisse sollten in zukünftigen 

Forschungsarbeiten näher und wenn möglich an einer größeren Anzahl von Tieren 

durchgeführt werden, um genauere Angaben zur humoralen und zellulären 

Immunantwort geben zu können. 
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7 Summary 

Kay Maximilian Schwecht 

Humoral and cellular immune response after application of an inactivates 
Coxiella burnetii phase I vaccine 

 

The vaccine Coxevac® is authorized by the Friedrich-Loeffler-Institut for application 

in cattle and goats. The use in sheep is considered as off label use. Little is known 

about the immune response to Coxevac® by sheep. Many veterinarians are not 

certain about the dose administered to sheep. To obtain insight in this topic 18 one-

year-old, juvenile, female sheep, naïve to C. burnetii, were randomly divided in three 

groups with 6 sheep in each group. One group received 1 ml of Coxevac® (Cox1), 

the second group received 2 ml of the vaccine (Cox2) and the third group (Cox3) was 

left as a control group and received 2 ml of sodium chloride 9 mg/ ml solution. For the 

primary immunization each group received a subcutaneous injection twice within 

three weeks. A third vaccination was carried out after nine months. During one year 

blood samples were taken from the sheep and observed using a non-phase-specific 

ELISA, a phase-specific ELISA, a gamma interferon ELISA, an immunofluorescence 

test detecting IgG and IgM, and a neutralization test. To detect side effects 

associated with the vaccination, the general condition of all animals in this study was 

observed. On top of that the body temperature and the local reaction to the 

vaccination were inspected strictly. 

The side effects that occurred are considered as miner stress for the sheep. All tests 

in the study detected an immune response in the vaccinated sheep (Cox1 and Cox2) 

as well as an absence of immune response in the control group (Cox3). A change of 

dominance in phases starting with a phase II dominance followed by a phase I 

dominance could be observed in the animals after their first contact to C. burnetii 

antigen. In a neutralization test a reduction of infected cells after addition of sera 

taken from the sheep of Cox1 and Cox2 and infection with phase II C. burnetii was 

observed. There have just been very few significant differences (p < 0,05) in the 

results of the immune reaction between Cox1 and Cox2 in all tests. This gives a first 
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hint that a 1 ml dose per vaccination might be sufficient for sheep. With the help of 

the IFN-ɣ test a cellular immune response could be shown after the third vaccination. 

Presumably a full protection is not given before the third vaccination. This third 

vaccination might be planed already for the sixth or seventh months after basic 

immunisation instead of boostering after nine months as in this study. This might 

prevent the occurrence of an immunologic gap and could initiate an earlier cellular 

protection. The fact that only 18 sheep were included into this study reduces the 

validity of the results and just gives a first insight in immune response dynamics in 

sheep after vaccination. Further studies should be performed in the future, maybe 

using a larger number of animals, to give more detailed information for the use of 

Coxevac® in practice. 
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8 Anhang 

    

Gruppe Cox2 der Versuchsschafe. 

 

 

Markierung der Injektionsstellen an der seitlichen Brustwand eines Versuchsschafes. 

 

 

Messung der Hautfaltendicke bei einem Versuchsschaf. 
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Tab. 1: Körpertemperatur nach 1. Injektion: Ergebnisse des t-Tests (p-Werte) R- Quadrate zur 

Signifikanzbestimmung (Werte p<0,05 wurden als signifikant gewertet) zwischen den Schafsgruppen 

mit Gabe von 1 ml und 2 ml. 

 
Vakzinierung mit 

1 ml und 2 ml 

Datum/ Uhrzeit Pr > F R- Quadrat 

08.04.2020/ 08:00 Uhr 0,6859 0,017 

08.04.2020/ 20:00 Uhr 0,0247 0,4109 

09.04.2020/ 08:00 Uhr 0,1604 0,187 

09.04.2020/ 20:00 Uhr 0,1641 0,184 

10.04.2020/ 08:00 Uhr 0,1167 0,2278 

10.04.2020/ 20:00 Uhr 0,3263 0,0963 

11.04.2020/ 08:00 Uhr 0,1998 0,1586 

11.04.2020/ 20:00 Uhr 0,6386 0,0229 

12.04.2020/ 08:00 Uhr 0,7073 0,0147 

12.04.2020/ 20:00 Uhr 0,6643 0,0196 

13.04.2020/ 08:00 Uhr 0,6619 0,0199 

13.04.2020/ 20:00 Uhr 0,8040 0,0065 

14.04.2020/ 08:00 Uhr 0,3094 0,1029 

14.04.2020/ 20:00 Uhr 0,6549 0,02078 

15.04.2020/ 08:00 Uhr 0,8258 0,0051 

15.04.2020/ 20:00 Uhr 0,0605 0,309 

 

Tab. 2: Körpertemperatur nach 2. Injektion: Ergebnisse des t-Tests (p-Werte) R- Quadrate zur 

Signifikanzbestimmung (Werte p<0,05 wurden als signifikant gewertet) zwischen den Schafsgruppen 

mit Gabe von 1 ml und 2 ml. 

 
Vakzinierung mit 

1 ml und 2 ml 

Datum/ Uhrzeit Pr > F R- Quadrat 

29.04.2020/ 08:00 Uhr 0,3668 0,082 
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29.04.2020/ 20:00 Uhr 0,766 0,0093 

30.04.2020/ 08:00 Uhr 0,7273 0,0127 

30.04.2020/ 20:00 Uhr 0,5059 0,0455 

01.05.2020/ 08:00 Uhr 0,7071 0,0147 

01.05.2020/ 20:00 Uhr 0,6995 0,0155 

02.05.2020/ 08:00 Uhr 0,3628 0,0833 

02.05.2020/ 20:00 Uhr 0,9158 0,0012 

03.05.2020/ 08:00 Uhr 0,1839 0,1693 

03.05.2020/ 20:00 Uhr 0,6361 0,0233 

04.05.2020/ 08:00 Uhr 0,2487 0,1304 

04.05.2020/ 20:00 Uhr 0,6186 0,0257 

05.05.2020/ 08:00 Uhr 0,5582 0,0354 

05.05.2020/ 20:00 Uhr 0,3789 0,0782 

06.05.2020/ 08:00 Uhr 0,2096 0,1524 

06.05.2020/ 20:00 Uhr 0,3182 0,0994 

 

Tab. 3: Körpertemperatur nach 3. Injektion: Ergebnisse des t-Tests (p-Werte) R- Quadrate zur 

Signifikanzbestimmung (Werte p<0,05 wurden als signifikant gewertet) zwischen den Schafsgruppen 

mit Gabe von 1 ml und 2 ml. 

 
Vakzinierung mit 

1 ml und 2 ml 

Datum/ Uhrzeit Pr > F R- Quadrat 

06.01.2020/ 08:00 Uhr 0,9227 0,001 

06.01.2020/ 20:00 Uhr 0,8583 0,0033 

07.01.2020/ 08:00 Uhr 0,0799 0,2752 

07.01.2020/ 20:00 Uhr 0,0896 0,2611 

08.01.2020/ 08:00 Uhr 0,2099 0,1522 

08.01.2020/ 20:00 Uhr 0,0344 0,3746 

09.01.2020/ 08:00 Uhr 0,24 0,135 

09.01.2020/ 20:00 Uhr 0,2414 0,1342 
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10.01.2020/ 08:00 Uhr 0,8288 0,0049 

10.01.2020/ 20:00 Uhr 0,918 0,0011 

11.01.2020/ 08:00 Uhr 0,5231 0,0419 

11.01.2020/ 20:00 Uhr 0,1182 0,2261 

12.01.2020/ 08:00 Uhr 0,6386 0,0229 

12.01.2020/ 20:00 Uhr 0,1062 0,2396 

13.01.2020/ 08:00 Uhr 0,1696 0,1798 

13.01.2020/ 20:00 Uhr 1 0 

 

Tab. 4: Hatfaltendicke 1. Injektionsstelle: Ergebnisse des t-Tests (p-Werte) R- Quadrate zur 

Signifikanzbestimmung (Werte p<0,05 wurden als signifikant gewertet) zwischen den Schafsgruppen 

mit Gabe von 1 ml und 2 ml. 

 
Vakzinierung mit 1 ml 

und 2 ml 

Datum Pr > F R- Quadrat 

08.04.2020 0,325 0,381 

09.04.2020 0,4397 0,0608 

10.04.2020 0,1851 0,1684 

11.04.2020 0,1521 0,1938 

12.04.2020 0,1877 0,1667 

13.04.2020 0,2479 0,1309 

14.04.2020 0,1626 0,1852 

15.04.2020 0,3697 0,0811 

22.04.2020 0,651 0,0213 

29.04.2020 0,2336 0,1385 

06.05.2020 0,1656 0,1828 

13.05.2020 1 0 

20.05.2020 0,7208 0,0133 

27.05.2020 0,0157 0,458 

24.06.2020 0,1774 0,1739 



86 

 

23.07.2020 0,5995 0,0286 

 

Tab. 5: Hatfaltendicke 2. Injektionsstelle: Ergebnisse des t-Tests (p-Werte) R- Quadrate zur 

Signifikanzbestimmung (Werte p<0,05 wurden als signifikant gewertet) zwischen den Schafsgruppen 

mit Gabe von 1 ml und 2 ml. 

 
Vakzinierung mit 1 ml 

und 2 ml 

Datum Pr > F R- Quadrat 

29.04.2020 0,4506 0,0581 

30.04.2020 0,8523 0,0036 

01.05.2020 0,8583 0,0033 

02.05.2020 0,8834 0,0022 

03.05.2020 0,5628 0,0346 

04.05.2020 0,785 0,0078 

05.05.2020 0,8554 0,0035 

06.05.2020 0,6426 0,0224 

07.05.2020 1 0 

08.05.2020 0,936 0,0007 

13.05.2020 0,8727 0,0027 

20.05.2020 0,5858 0,0307 

27.05.2020 0,4165 0,067 

24.05.2020 0,7805 0,0081 

23.07.2020 0,4848 0,05 

19.08.2020 0,549 0,037 
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Tab. 6: Hautfaltendicke 3. Injektionsstelle: Ergebnisse des t-Tests (p-Werte) R- Quadrate zur 

Signifikanzbestimmung (Werte p<0,05 wurden als signifikant gewertet) zwischen den Schafsgruppen 

mit Gabe von 1 ml und 2 ml. 

 
Vakzinierung mit 1 ml 

und 2 ml 

Datum Pr > F R- Quadrat 

06.01.2021 0,401 0,0714 

07.01.2021 0,4791 0,0513 

08.01.2021 0,8076 0,0062 

09.01.2021 0,838 0,0044 

10.01.2021 1 0 

11.01.2021 0,5348 0,0397 

12.01.2021 0,565 0,342 

13.01.2021 0,5059 0,0455 

20.01.2021 0,1781 0,1734 

27.01.2021 0,27 0,12 

03.02.2021 0,401 0,0714 

10.02.2021 1 0 

03.03.2021 1 0 

10.03.2021 0,3409 0,0909 

07.04.2021 0,5995 0,0286 

 

Tab. 7: Phasenunspezifischer ELISA: Ergebnisse des t-Tests (p-Werte) und R- Quadrate zur 

Signifikanzbestimmung (Werte<0,05 wurden als signifikant gewertet) zwischen den Schafsgruppen mit 

Gabe von 1 ml und 2 ml. 

 
Vakzinierung mit 1 ml 

und 2 ml 

Datum Pr > F R- Quadrat 

08.04.2020 - 0 

29.04.2020 0,2904 0,1108 
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20.05.2020 0,9549 0,0003 

10.06.2020 0,564 0,0344 

08.07.2020 0,3023 0,1058 

09.10.2020 0,5185 0,0429 

06.01.2021 0,4214 0,0657 

27.01.2021 0,7365 0,0118 

07.04.2021 0,7132 0,0141 

 

Tab. 8: Phasenspezifischer ELISA: Ergebnisse des t-Tests (p-Werte) zur Signifikanzbestimmung 

(Werte<0,05 wurden als signifikant gewertet) zwischen den Schafsgruppen mit Gabe von 1 ml und 

2 ml. 

 
Vakzinierung mit 1 ml und 

2 ml 

Datum Phase I Phase II 

08.04.2020 0,9686 0,7699 

29.04.2020 0,1624 0,4922 

20.05.2020 0,7372 0,8101 

10.06.2020 0,2069 0,7445 

08.07.2020 0,0183 0,8353 

09.10.2020 0,1173 0,7685 

06.01.2021 0,5355 0,5619 

27.01.2021 0,7433 0,299 

07.04.2021 0,663 0,4948 

 

Tab. 9: Phasenspezifischer ELISA: R- Quadrat zwischen den Schafsgruppen mit Gabe von 1 ml und 

2 ml. 

 
Vakzinierung mit 1 ml und 

2 ml 

Datum Phase I Phase II 

08.04.2020 0,0002 0,009 
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29.04.2020 0,1854 0,0484 

20.05.2020 0,0118 0,0061 

10.06.2020 0,1541 0,0111 

08.07.2020 0,4423 0,0045 

09.10.2020 0,227 0,0091 

06.01.2021 0,0395 0,0347 

27.01.2021 0,0112 0,1071 

07.04.2021 0,0198 0,0478 

 

Tab. 10: IFN-ɣ- ELISA: Ergebnisse des t-Tests (p-Werte) zur Signifikanzbestimmung (Werte<0,05 

wurden als signifikant gewertet) zwischen den Schafsgruppen mit Gabe von 1 ml und 2 ml. 

 
Vakzinierung mit 1 ml und 

2 ml 

Datum Phase I Phase II 

08.04.2020 0,14 0,2464 

29.04.2020 0,8410 0,7214 

20.05.2020 0,2881 0,2881 

10.06.2020 0,0306 0,2955 

08.07.2020 0,6474 0,8779 

09.10.2020 0,0827 0,9068 

06.01.2021 0,0718 0,5053 

27.01.2021 0,0862 0,597 

07.04.2021 0,6411 0,0131 

 

Tab. 11: IFN-ɣ- ELISA: R- Quadrate zwischen den Schafsgruppen mit Gabe von 1 ml und 2 ml. 

 
Vakzinierung mit 1 ml und 

2 ml 

Datum Phase I Phase II 

08.04.2020 0,4689 0,1316 
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29.04.2020 0,0042 0,0133 

20.05.2020 0,1118 0,1118 

10.06.2020 0,3878 0,1086 

08.07.2020 0,0218 0,0025 

09.10.2020 0,2711 0,0014 

06.01.2021 0,2883 0,0456 

27.01.2021 0,2659 0,029 

07.04.2021 0,0226 0,4751 

 

 

 

Tab. 12: IFT IgG: Ergebnisse des t-Tests (p-Werte) zur Signifikanzbestimmung (Werte<0,05 wurden 

als signifikant gewertet) zwischen den Schafsgruppen mit Gabe von 1 ml und 2 ml. 

 
Vakzinierung mit 1 ml und 

2 ml 

Datum Phase I Phase II 

08.04.2020 - - 

29.04.2020 0,7104 0,6288 

20.05.2020 0,8802 0,8669 

10.06.2020 0,7989 1,0 

08.07.2020 0,0331 0,401 

09.10.2020 0,1739 0,2596 

06.01.2021 0,0103 0,0276 

27.01.2021 0,8802 0,3951 

07.04.2021 0,0856 0,1828 
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Tab. 13: IFT IgG: R- Quadrate zwischen den Schafsgruppen mit Gabe von 1 ml und 2 ml 

 
Vakzinierung mit 1 ml und 

2 ml 

Datum Phase I Phase II 

08.04.2020 0 0 

29.04.2020 0,0144 0,0243 

20.05.2020 0,0024 0,003 

10.06.2020 0,0068 0 

08.07.2020 0,3789 0,0714 

09.10.2020 0,1765 0,125 

06.01.2021 0,4985 0,399 

27.01.2021 0,0024 0,0732 

07.04.2021 0,2667 0,1701 

 

 

Tab. 14: IFT IgM: Ergebnisse des t-Tests (p-Werte) zur Signifikanzbestimmung (Werte p<0,05 wurden 

als signifikant gewertet) zwischen den Schafsgruppen mit Gabe von 1 und 2 ml.  

 
Vakzinierung mit 1 ml und 

2 ml 

Datum Phase I Phase II 

08.04.2020 - - 

29.04.2020 0,8619 0,4848 

20.05.2020 0,6041 0,4369 

10.06.2020 0,7107 1 

08.07.2020 - - 

09.10.2020 - - 

06.01.2021 - - 

27.01.2021 0,6821 0,156 

07.04.2021 - - 
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Tab. 15: IFT IgM: R-Quadrate von den Schafsgruppen mit Gabe von 1 ml und 2 ml 

 
Vakzinierung mit 1 ml und 

2 ml 

Datum Phase I Phase II 

08.04.2020 0 0 

29.04.2020 0,0032 0,05 

20.05.2020 0,0279 0,0615 

10.06.2020 0,0144 0 

08.07.2020 0 0 

09.10.2020 0 0 

06.01.2021 0 0 

27.01.2021 0,0175 0,1906 

07.04.2021 0 0 

 

Tab. 16: Rektaltemperatur: Ergebnisse des t-Tests (p-Werte) und R- Quadrat zur 

Signifikanzbestimmung (Werte p<0,05 wurden als signifikant gewertet) zwischen den Schafsgruppen 

mit Gabe von 1 und 2 ml. 

Datum Uhrzeit Pr > F R-Quadrate 

08.04.2020 

8 Uhr 0,6859 0,017 

20 Uhr 0,0247 0,4109 

09.04.2020 

8 Uhr 0,1604 0,187 

20 Uhr 0,1641 0,184 

10.04.2020 
8 Uhr 0,1167 0,2278 

20 Uhr 0,3263 0,0963 

11.04.2020 
8 Uhr 0,1998 0,1586 

20 Uhr 0,6386 0,0229 

12.04.2020 
8 Uhr 0,7073 0,0147 

20 Uhr 0,6643 0,0196 

13.04.2020 8 Uhr 0,6619 0,0199 
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20 Uhr 0,8040 0,0065 

14.04.2020 
8 Uhr 0,3094 0,1029 

20 Uhr 0,6549 0,0208 

15.04.2020 
8 Uhr 0,8258 0,0051 

20 Uhr 0,0605 0,309 

29.04.2020 
8 Uhr 0,3668 0,082 

20 Uhr 0,766 0,093 

30.04.2020 
8 Uhr 0,7273 0,0127 

20 Uhr 0,5059 0,0455 

01.05.2020 
8 Uhr 0,7071 0,0147 

20 Uhr 0,6995 0,0155 

02.05.2020 

8 Uhr 0,3628 0,0833 

20 Uhr 0,9158 0,0012 

03.05.2020 

8 Uhr 0,1839 0,1693 

20 Uhr 0,6361 0,0233 

04.05.2020 

8 Uhr 0,2487 0,1304 

20 Uhr 0,6186 0,0257 

05.05.2020 

8 Uhr 0,5582 0,0354 

20 Uhr 0,3789 0,0782 

06.05.2020 

8 Uhr 0,2096 0,1524 

20 Uhr 0,3182 0,0994 

06.01.2021 
08 Uhr 0,9227 0,001 

20 Uhr 0,8583 0,0033 

07.01.2021 
8 Uhr 0,0799 0,2752 

20 Uhr 0,0896 0,2611 

08.01.2021 
8 Uhr 0,2099 0,1522 

20 Uhr 0,0344 0,3746 

09.01.2021 
8 Uhr 0,24 0,135 

20 Uhr 0,2414 0,1342 

10.01.2021 8 Uhr 0,8288 0,0049 
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20 Uhr 0,918 0,0011 

11.01.2021 
8 Uhr 0,5231 0,0419 

20 Uhr 0,1182 0,2261 

12.01.2021 
8 Uhr 0,6386 0,0229 

20 Uhr 0,1062 0,2396 

13.01.2021 
8 Uhr 0,1696 0,1798 

20 Uhr 1 0 
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9 Abbildungsverzeichnis 

Abbildung 1: Körpertemperatur der Versuchsschafe nach erster Injektion. 

Dargestellt sind die Mittelwerte sowie die oberen Standardabweichungen der Gruppe 

Cox2 und die untere Standardabweichung der Gruppe Cox1 zu den jeweiligen 

Messzeitpunkten. Die Zeitpunkte mit signifikanten Unterschieden (p < 0,05) zwischen 

Cox1 und Cox2 sind mit * gekennzeichnet. 

Abbildung 2: Körpertemperatur der Versuchsschafe nach zweiter Injektion. 

Dargestellt sind die Mittelwerte sowie die oberen Standardabweichungen der Gruppe 

Cox2 und die untere Standardabweichung der Gruppe Cox1 zu den jeweiligen 

Messzeitpunkten. 

Abbildung 3: Körpertemperatur der Versuchsschafe nach dritter Injektion. 

Dargestellt sind die Mittelwerte sowie die oberen Standardabweichungen der Gruppe 

Cox2 und die untere Standardabweichung der Gruppe Cox1 zu den jeweiligen 

Messzeitpunkten. Die Zeitpunkte mit signifikanten Unterschieden (p < 0,05) zwischen 

Cox1 und Cox2 sind mit * gekennzeichnet. 

Abbildung 4: Zunahme der Hautfaltendicke an der ersten Injektionsstelle. 

Dargestellt sind die Mittelwerte sowie die oberen Standardabweichungen der Gruppe 

Cox2 und die untere Standardabweichung der Gruppe Cox1 zu den jeweiligen 

Messzeitpunkten. Die Zeitpunkte mit signifikanten Unterschieden (p < 0,05) zwischen 

Cox1 und Cox2 sind mit * gekennzeichnet. 

Abbildung 5: Zunahme der Hautfaltendicke an der zweiten Injektionsstelle. 

Dargestellt sind die Mittelwerte sowie die oberen Standardabweichungen der Gruppe 

Cox2 und die untere Standardabweichung der Gruppe Cox1 zu den jeweiligen 

Messzeitpunkten. 

Abbildung 6: Zunahme der Hautfaltendicke an der dritten Injektionsstelle. 

Dargestellt sind die Mittelwerte sowie die oberen Standardabweichungen der Gruppe 

Cox2 und die untere Standardabweichung der Gruppe Cox1 zu den jeweiligen 

Messzeitpunkten.  
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Abbildung. 7: Cox1 (1 ml); Medianwerte der Coxiella burnetii IgM Phase-I-Titer 

(hellgrau) und Phase-II-Titer (dunkelgrau) im Immunfluoreszenztest (Vircell Coxiella 

burnetii IFA) im Verlauf nach dreimaliger Applikation eines inaktivierten Coxiella 

burnetii Phase-I-Impfstoffes bei Schafen. An den mit Spritzen markierten Zeitpunkten 

wurden die Impfungen vorgenommen. 

Abbildung 8: Cox2 (2 ml); Medianwerte derCoxiella burnetii IgM Phase-I-Titer 

(hellgrau) und Phase-II-Titer (dunkelgrau) im Immunfluoreszenztest (Vircell Coxiella 

burnetii IFA) im Verlauf nach dreimaliger Applikation eines inaktivierten Coxiella 

burnetii Phase-I-Impfstoffes bei Schafen. An den mit Spritzen markierten Zeitpunkten 

wurden die Impfungen vorgenommen. 

Abbildung 9: Cox1 (1 ml); Medianwerte der Coxiella burnetii IgG Phase-I-Titer 

(hellgrau) und Phase-II-Titer (dunkelgrau) im Immunfluoreszenztest (Vircell Coxiella 

burnetii IFA) im Verlauf nach dreimaligen Applikation eines inaktivierten Coxiella 

burnetii Phase-I-Impfstoffes bei Schafen. Signifikante Unterschiede zu Cox2 sind mit 

* gekennzeichnet. An den mit Spritzen markierten Zeitpunkten wurden die Impfungen 

vorgenommen. 

Abbildung 10: Cox2 (2 ml); Medianwerte der Coxiella burnetii IgG Phase-I-Titer 

(hellgrau) und Phase-II-Titer (dunkelgrau) im Immunfluoreszenztest (Vircell Coxiella 

burnetii IFA) im Verlauf nach dreimaliger Applikation eines inaktivierten Coxiella 

burnetii Phase-I-Impfstoffes bei Schafen. Signifikante Unterschiede zu Cox1 sind mit 

* gekennzeichnet. An den mit Spritzen markierten Zeitpunkten wurden die Impfungen 

vorgenommen. 

Abbildung 11: Medianwerte der Coxiella burnetii IgG-Phase-I-Antwort und IgG-

Phase-II-Antwort (IDEXX Q fever Ab Test) im Verlauf nach dreimaliger Applikation 

von zwei unterschiedlichen Dosen eines inaktivierten Coxiella burnetii Phase-I-

Impfstoffes bei Schafen (Cox1: = 1 ml, n=6, hellgrau; Cox2: = 2ml, n=6, dunkelgrau). 

An den mit Spritzen markierten Zeitpunkten wurden die Impfungen vorgenommen. 

Abbildung 12: Cox1 (1 ml); Medianwerte der Coxiella burnetii IgG Phase-I-Antwort 

(hellgrau) und Phase-II-Antwort (dunkelgrau) (EUROIMMUN Q fever Ab Test) im 

Verlauf nach dreimaliger Applikation eines inaktivierten Coxiella burnetii Phase-I-
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Impfstoffes bei Schafen. Signifikante Unterschiede zu Cox2 sind mit * 

gekennzeichnet. An den mit Spritzen markierten Zeitpunkten wurden die Impfungen 

vorgenommen. 

Abbildung 13: Cox2 (2 ml); Medianwerte der Coxiella burnetii IgG Phase-I-Antwort 

(hellgrau) und Phase-II-Antwort (dunkelgrau) (EUROIMMUN Q fever Ab Test) im 

Verlauf nach dreimaliger Applikation eines inaktivierten Coxiella burnetii Phase-I-

Impfstoffes bei Schafen. Signifikante Unterschiede zu Cox1 sind mit * 

gekennzeichnet. An den mit Spritzen markierten Zeitpunkten wurden die Impfungen 

vorgenommen. 

Abbildung 14: Cox3 (2 ml NaCl 0,9 %); Medianwerte der Coxiella burnetii IgG 

Phase-I-Antwort (hellgrau) und Phase-II-Antwort (dunkelgrau) (EUROIMMUN Q fever 

Ab Test) im Verlauf nach dreimaliger Applikation steriler Natriumchlorid-Lösung 

(0,9 %) bei Schafen. An den mit Spritzen markierten Zeitpunkten wurden die 

Impfungen vorgenommen. 

Abbildung 15: Relative Menge der infizierten Zellen der Zellkultur nach Applikation 

des Serums von fünf Versuchstieren und Infektion mit C. burnetii, Phase II, im 

Verhältnis zum jeweiligen Ausgangswert vor der Impfung (1). Mit * markierte Werte 

unterscheiden sich signifikant von den Ausgangswerten. 

Abbildung 16: Cox1 (1 ml); Medianwerte für Coxiella burnetii-antigenstimulierte IFN-

ɣ-Freisetzung von Phase I (hellgrau) und Phase II (dunkelgrau) (IDvet Ruminant IFN-

ɣ-ELISA) im Verlauf nach dreimaliger Applikation eines inaktivierten Coxiella 

burnetii Phase-I-Impfstoffes bei Schafen. Signifikante Unterschiede zu Cox2 sind 

mit * gekennzeichnet. An den mit Spritzen markierten Zeitpunkten wurden die 

Impfungen vorgenommen. 

Abbildung 17:  Cox2 (2 ml); Medianwerte für Coxiella burnetii-antigenstimulierte 

IFN-ɣ-Freisetzung von Phase I (hellgrau) und Phase II (dunkelgrau) (IDvet Ruminant 

IFN-ɣ- ELISA) im Verlauf nach dreimaliger Applikation eines inaktivierten Coxiella 

burnetii Phase-I-Impfstoffes bei Schafen. Signifikante Unterschiede zu Cox1 sind 

mit * gekennzeichnet. An den mit Spritzen markierten Zeitpunkten wurden die 

Impfungen vorgenommen. 
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Abbildung 18: Cox3 (2 ml NaCl 0,9%); Medianwerte für antigenstimulierte IFN-ɣ-

Freisetzung bei Coxiella burnetii in Phase I (hellgrau) und Phase II (dunkelgrau) 

(IDvet Ruminant IFN-ɣ- ELISA) im Verlauf nach dreimaliger Applikation steriler 

Natriumchlorid-Lösung (0,9 %) bei Schafen. An den mit Spritzen markierten 

Zeitpunkten wurden die Impfungen vorgenommen. 

10 Tabellenverzeichnis 

Tabelle 1: Impf-/ Injektions- und Beprobungszeitpunkte 

Tabelle 2: Zuordnung des binären Logarithmus der Verdünnungsstufen zu den im 

Immunfluoreszenztest verwendeten Verdünnungen.  
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