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Zusammenfassung 

 
Für die zoonotischen Aborterreger Toxoplasma gondii, Chlamydia abortus, Coxiella burnetii 

und Leptospira spp. gelten Neuweltkamele als empfänglich. In der durchgeführten Studie 

wurden aus den Jahren 2018, 2019 und 2020 Seraproben von Neuweltkamelen aus Österreich 

auf das Vorhandensein von Antikörpern gegen diese Erreger untersucht. Es sollte einen 

Hinweis liefern, ob diese Infektionserreger in der österreichischen Neuweltkamel-Population 

vorkommen. Für den Antikörper-Nachweis von Toxoplasma gondii (n = 725), Chlamydia 

abortus (n = 633) und Coxiella burnetii (n = 633) wurden die ELISA Testsysteme (ID Screen® 

Toxoplasmosis Indirect Multispecies, ID Screen® Chlamydophila abortus Multispecies, und ID 

Screen® Q-Fever Indirect Multispecies, IDVet, Frankreich) verwendet. Für den Antikörper- 

Nachweis von Leptospira spp. wurde ein Mikroagglutinationstest, Goldstandard, verwendet. 

Bei 50 Tieren lagen zwei Proben, von 20 Tieren lagen drei Proben und von einem Tier lagen 

vier Proben von unterschiedlichen Zeitpunkten vor. Folgende Antikörper Ergebnisse 

(positiv/fraglich/negativ) wurden festgestellt: T. gondii (282/12/431), C. abortus (0/1/632), 

C. burnetii (1/1/631) und Leptospira spp. (54/-/544). Im Laufe der Probenabnahme waren zu 

einem späteren Zeitpunkt 24 T. gondii Antikörper negative Tiere positiv, ein C. burnetii 

Antikörper positives Tier negativ, vier Leptospiren Antikörper negative Tiere positiv und fünf 

Leptospiren Antikörper positive Tiere negativ oder hatten einen niedrigeren Antikörper-Titer. 

Die Ergebnisse zeigen, dass Antikörper gegen alle vier Erreger bei Neuweltkamelen in 

Österreich vorkommen, insbesondere T. gondii und Leptospira spp., und die genannten 

Erreger als Differentialdiagnose in Betracht gezogen werden sollten. 



 
Abstract 

 
New World camels are considered susceptible to the zoonotic abortifacient pathogens 

Toxoplasma gondii, Chlamydia abortus, Coxiella burnetii, and Leptospira spp. In the study 

conducted, sera samples from 2018, 2019 and 2020 of New World camels from Austria were 

tested for the presence of antibodies against these pathogens. It was intended to provide an 

indication of whether these infectious agents are present in the Austrian New World camel 

population. ELISA test systems (ID Screen® Toxoplasmosis Indirect Multispecies, ID Screen® 

Chlamydophila abortus Multispecies and ID Screen® Q-Fever Indirect Multispecies, IDVet, 

France) were used for antibody detection of Toxoplasma gondii (n = 725), Chlamydia abortus 

(n = 633), and Coxiella burnetii (n = 633). For antibody detection of Leptospira spp. a 

microagglutination test, the gold standard, was used. Two samples were available from 50 

animals, three samples were available from 20 animals, and four samples from one animal at 

different time points. The following antibody results (positive/questionable/negative) were 

detected: T. gondii (282/12/431), C. abortus (0/1/632), C. burnetii (1/1/631), and Leptospira 

spp. (54/-/544). During sample collection, at a later time point, 24 T. gondii antibody negative 

animals were positive, one C. burnetii antibody positive animal was negative, four leptospires 

antibody negative animals were positive, and five leptospires antibody positive animals were 

negative or had lower antibody titer. The results indicate that antibodies against all four 

pathogens are present in New World camels in Austria, especially T. gondii and Leptospira 

spp. and the mentioned pathogens should be considered as differential diagnosis. 
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1. Abkürzungsverzeichnis 
 
AGES = Österreichisch Agentur für Gesundheit und Ernährungssicherheit 

AK = Antikörper 

C. abortus = Chlamydia abortus 
 
C. burnetii = Coxiella burnetii 

 
C. felis = Chlamydia felis 

 
C. psittaci = Chlamydia psittaci 

 
ELISA = Enzyme linked immunosorbent Assay 

ILS = International Leptospirosis Society 

L. interrogans = Leptospira interrogans 
 
L. = Leptospira interrogans 

MAT = Mikroagglutinationstest 

MOMP = major outer-membrane Protein 

POMP = Polymorphic outer membrane protein 

T. gondii = Toxoplasma gondii 

WHO = World Health Organization 
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2. Einleitung 

 

Früher hauptsächlich in Südamerika beheimatet, finden immer mehr Neuweltkameliden ihren 

Einzug in Österreich. Vor einigen Jahren waren es noch keine 100 Tiere, mittlerweile leben an 

die 10 000 Tiere in Österreich (LFI 2020). 

Durch das vermehrte Aufkommen der Tiere in Österreich werden dementsprechend auch die 

medizinischen Aspekte dieser Tiere interessant. Zum einen müssen die Tierärzte sich mit den 

Anforderungen von Neuweltkamelen auseinandersetzen. Zum anderen muss vermehrt auf die 

Krankheiten der Tiere ein Blick geworfen werden. Mit welchen Erregern hat man es bei dieser 

Tierart zu tun? 

Die Mindestanforderungen für die Haltung von Lamas sind in der 1. Tierhaltungsverordnung 

Anlage 11 geregelt. Diese können sinngemäß auf alle Neuweltkamele angewendet werden 

(LFI 2020). 

Aufgrund mehrerer miteinander korrelierender Faktoren (Haltungsbedingungen, 

Umweltbedingungen, Immunsystem der Tiere, etc.) werden die Tiere immer auch einem 

gewissen Infektionsrisiko gegenüber unterschiedlichen Erregern ausgesetzt. Diese können in 

der Umwelt vorkommen als auch von Tier zu Tier übertragen werden. Manche dieser Erreger 

stellen Aborterreger dar, die auch als Erreger mit zoonotischem Potential eine Rolle spielen. 

Auf vier dieser, in Österreich vorkommenden, Erreger konzentriert sich diese Arbeit – 

Toxoplasma gondii, Chlamydia abortus, Coxiella burnetii und Leptospira spp. 
 
Neuweltkamele gelten für diese Infektionserreger als empfänglich. Ziel war es mittels 

Antikörper-Nachweis herauszufinden, ob Neuweltkamele in Österreich mit diesen Erregern in 

Kontakt gekommen sind, um damit zu klären, ob diese als Differentialdiagnosen für Aborte 

bei den Neuweltkamelen eine Rolle spielen könnten. Zum anderen ist es auch wichtig zu 

wissen, ob diese Erreger im österreichischen Neuweltkamel-Bestand präsent sind, da sie als 

Zoonoseerreger auf den Menschen übertragen werden können. 
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3. Literaturübersicht 

 

Neuweltkamele sind in Österreich keine Seltenheit mehr. Vor einigen Jahren war die Anzahl 

noch sehr überschaubar. Mittlerweile gibt es schon tausende Neuweltkamele in Österreich. 

Und der Beliebtheit ist kein Abbruch getan, waren es 2017 noch 5.090 gemeldete Tiere auf 

insgesamt 790 Betrieben (BMASGK 2017), sind es 2018 bereits 5.649 Tiere auf 857 Betrieben 

(BMASGK 2018). Mittlerweile geht man von einer Anzahl von 10 000 Tieren aus (LFI 2020). 

In vielen europäischen Ländern zeigt sich der Trend zur Haltung der Neuweltkamele in einer 

wachsenden Tierpopulation (Stanitznig et al. 2016). 

Neuweltkamele werden in unseren Breiten für viele verschiedene Zwecke gehalten. Die 

häufigsten Nutzungsarten sind die Zucht und die Wollproduktion. Gefolgt werden diese von 

der Haltung als Trekkingtour-Tiere oder als Hobbytiere (Bauerstatter et al. 2018). Neben 

diesem Nutzen werden Neuweltkamele auch als Therapietiere verwendet (Hoffmann 2012; 

Lederbogen 2009, Riedler 2005). Die Nutzung als Fleischlieferant wie in südamerikanischen 

Ländern typisch, hat in Österreich kaum Relevanz (Hoops et al. 2013). 

Ein gutes Stallklima sowie eine artgerechte Haltung und eine entsprechende medizinische 

Versorgung, Prophylaxe und Therapie, ist ein Muss und haben einen positiven 

Gesundheitseffekt (Gauly et al. 2019; LFI 2020). 

Neuweltkamele in Österreich werden in Gruppen von 5 bis über 70 Tieren gehalten 

(Bauerstatter et al. 2018). Auch wenn die Mehrheit der Tierbesitzer die Tiere nicht zusammen 

mit anderen Tierarten hält, gibt es dennoch Fälle, bei denen die Neuweltkamele mit anderen 

Tieren zusammengehalten werden. Hierbei sind neben Schafen und Ziegen auch Pferde und 

Laufenten zu nennen (Riedl 2013). Kriegl et al. 2005 beschreibt hingegen, dass mehr als die 

Hälfte der Tierbesitzer die Neuweltkamele gemeinsam mit anderen Tieren hält. In Uruguay, 

wo die Neuweltkamele erst seit ein paar Jahren integriert sind, werden Lamas oft als Schutz 

von Schafherden eingesetzt. Auch in Tirol gibt es Schafzüchter, die Lamas in die Schafherden 

integrieren, um diese gegen Angriffe von Wölfen zu schützen. Dies hängt damit zusammen, 

dass ein Lama dem Feind entgegenrennt, ausschlägt und damit gleichzeitig die ganze Herde 

warnt (Perez et al. 2016). Diese Integration zu anderen Tierarten sollte aber kein Ersatz für 

die Haltung mit Artgenossen sein (LFI 2020). 

Fehl- oder Totgeburten stehen nach einer Studie von Kriegl et al. 2005 an vierter Stelle bei 

den Erkrankungen bei Neuweltkamelen. Für Österreich wird hierbei ein Durchschnitt der 

Totgeburtenrate von 3,4 % angegeben. Dieser liegt unter dem Gesamtdurchschnitt von 4,5 %, 
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ist jedoch deshalb nicht von der Hand zu weisen. In Deutschland ist diese Rate höher, 6,0 %. 

Bei Neuweltkamelen wird die Abortrate allgemein als eher niedrig beschrieben, im Vergleich 

zu denen von beispielsweise Dromedaren, bei denen die Abortrate zwischen 2 % und 25 % 

liegt (Tibary et al. 2006). 

Da sich Neuweltkamele mit einigen infektiösen Erregern infizieren können, die auch bei 

anderen Tierarten auftreten (LFI 2020), ist es wichtig, am Laufenden zu bleiben, mit welchen 

Erregern diese Tiere in Österreich ausgesetzt sind. Neuweltkamele werden als sehr 

widerstandsfähige und robuste Tiere dargestellt. Das zeigt sich dadurch, dass 

Krankheitssymptome erst sehr spät auftreten (Hänichen et al. 2002) und dann zum Teil auch 

sehr unspezifisch sind (Franz S. 2018). Dadurch kommt es erst spät zu Therapieansätzen und 

die Tiere können länger als Überträger der verschiedenen Erreger fungieren (Franz S. 2018). 

Immer wieder werden Toxoplasmose, Chlamydiose, Q-Fieber (Coxiellose) und Leptospirose 

als Ursache für Aborte und Reproduktionsstörungen bei verschiedenen Tierarten genannt: 

Dubey JP 2009 berichtet in seiner Review über Toxoplasmose in Schafen, dass T. gondii oder 

T. gondii - DNA in bis zu 23 % der abortierten Föten zu finden waren. Bei Neuweltkamelen in 

der Schweiz wurde bei zumindest einem Fall von Totgeburt T. gondii als Ursache beschrieben 

(Rüfli et al. 2021). In Korea wurde bei einem Abortausbruch in einer Schweinefarm 

histopathologisch bei Sauen sowie von ihnen abortierten Föten T. gondii Tachyzoiten 

nachgewiesen (Kim et al. 2009). Mittels PCR wurden 9,6 % der untersuchten Proben von 

Ziegen mit Aborthintergrund in Mexiko positiv auf C. abortus getestet (Sánchez-Rocha et    

al. 2021). Im nordöstlichen Algerien wurden 7,2 % der Mutterschafe positiv auf C. abortus 

getestet. In sechs Föten und vier Plazenten wurde mittels PCR ebenfalls C. abortus 

nachgewiesen (Hireche et al. 2016). In einem zweimonatigen Zeitraum kam es in Uruguay zu 

vier Aborten bei Milchkühen. Das untersuchte Abortmaterial wies C. burnetii auf (Macías- 

Rioseco et al. 2019). Auch bei Abortmaterial (Plazenta und Föten) von zwei kleinen 

Wiederkäuern und vier Rindern wurde immunozytochemisch C. burnetii nachgewiesen (van 

Moll et al. 1993). In Kalifornien, USA wurde mittels Mikroagglutinationstest (MAT) bei 

Pferdestuten die abortiert oder totgeboren hatten, Leptospiren nachgewiesen. Im Gewebe der 

abortierten Föten wurde  mittels  Fluoreszenz  Antikörper  Testung  ebenfalls  Leptospira 

spp. nachgewiesen (Kinde et al. 1996). Bei einer brasilianischen Untersuchung welche den 

Zusammenhang zwischen Reproduktionsstörungen und Leptospira spp. in Milchviehherden 

darstellt, mit der hauptursächlichen Störung embryonischer Tod und Aborte, wurde festgestellt, 

dass Herden mit einer höheren Seroreaktivität auch mehr Reproduktionsstörungen aufweisen 
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(Muniz Oliveira et al. 2021). Bis auf Coxiellose werden alle drei Krankheiten bei Kameliden 

(Tibary et al. 2006; Al-Salihi K. 2019) und Neuweltkameliden (Tibary et al. 2006; Agnew 

D. 2018) erwähnt. 
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3.1 Toxoplasma gondii 

3.1.1 Charakteristika 

Toxoplasma gondii (T. gondii) ist ein intrazellulär parasitierendes heteroxenes Protozoon 

(Bostedt et al. 2019). Der einzellige Parasit ist einer der weltweit am häufigsten 

vorkommenden Zoonoseerreger. Etwa ein  Drittel  der  Menschheit  ist  infiziert  (Krauss  et 

al. 2004, Innes 2010). 

Katzen sind die Endwirte von T. gondii, als Zwischenwirte können alle warmblütigen Tiere und 

der Mensch fungieren (Krauss et al. 2004, Innes 2010). Erst nach Ausscheidung der Oozysten 

durch den Endwirt und der darauffolgenden Entwicklung von Sporozoiten innerhalb der 

Oozysten, sind diese für Zwischenwirte infektiös (Bostedt et al. 2019, Krauss et al. 2004, Hill 

und Dubey 2002). Vom Zwischenwirt aufgenommene infektiöse Oozysten lassen im 

Dünndarm ihre enthaltenen Sporozoiten frei (Bostedt et al. 2019, Krauss et al. 2004). Diese 

wandern in kernhaltige Gewebezellen, um sich zu vermehren (Krauss et al. 2004). 

Infektionsquellen für Mensch und Tier sind die in der Umwelt vorhandenen Oozysten aber 

auch ungenügend erhitztes, mit Gewebezysten infiziertes Fleisch als auch Milch, die während 

der Parasitämie verwendet wird (Bostedt et al. 2019, Krauss et al. 2004). Die Prävalenz einer 

Infektion bei Schweinen liegt unter 1 %. Bei Schafen liegt die Prävalenz schon bei 20-90 %. 

Bei Rindern werden Zysten nur selten im Rindfleisch gefunden, da die Toxoplasmen bei ihnen 

nur kurz überleben. Sehr häufig als Träger werden Wildtiere beschrieben (Krauss et al. 2004). 

Nur ca. 1 % der Katzen sind tatsächlich Ausscheider, aber eine Infektion über Katzenkot einer 

ausscheidenden Katze ist nicht unwahrscheinlich, da Katzen mit der Aufnahme eines 

Bradyzoiten oder einer Gewebszyste, in einer Maus können sich mehrere Zysten befinden, 

Millionen Oozyten ausscheiden (Hill und Dubey 2002). In Abb. 1 sieht man den Lebenszyklus 

von Toxoplasma gondii kurz schematisch dargestellt (Hill und Dubey 2002). 
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3.1.2 Klinik 

Die meisten infizierten Tiere haben einen symptomlosen Infektionsverlauf. Jedoch kann es bei 

immungeschwächten Tieren zu Fieber, Lähmungen, Durchfall, Atemnot und halbseitige 

Blindheit kommen (BLV 2022). Besonders bei Schafen und Ziegen aber auch anderen 

Tierarten löst T. gondii in der frühen Trächtigkeit embryonalen bzw. fetalen Tod und Resorption 

des Embryos aus. Bei Infektion zwischen dem 60. und 90. Tag kommt es zu Abortgeschehen. 

Kommt es im letzten Trächtigkeitsmonat zu einer Infektion können geringgradig erkrankte 

Lämmer aber auch klinisch unauffällige Jungtiere, die jedoch persistent infiziert und immun 

sind, geboren werden (Buxton et al. 2007). 

Als Zoonoseerreger kommt es meist durch Verzehr von Zysten in rohem Fleisch, aber auch 

durch Aufnahme von Oozysten in der Umgebung, beispielsweise durch mit Katzenkot 

kontaminiertes Gemüse, zu einer Übertragung auf den Menschen (AGES 2022). Vor allem bei 

schwangeren Frauen spielt der Erreger eine große Rolle. Eine Infektion am Anfang der 

Schwangerschaft zeigt die niedrigste Wahrscheinlichkeit einer vertikalen Übertragung. Grund 

dafür könnte sein, dass der plazentare Trophoblast am Anfang der Schwangerschaft, nicht 

förderlich für die Ausbreitung von T. gondii ist und somit den Parasiten davon abhält die 

Plazenta zu durchdringen. Mit jedem Trimester steigt die Wahrscheinlichkeit der Übertragung 



8 
 

 
jedoch (Li et al. 2014). Bei einer Infektion im ersten Trimester, durch die noch ungenügende 

Entwicklung und dem geringen Widerstand des Fötus, führt diese öfter zu einem Absterben 

der Frucht. Im zweiten Drittel kommen die Kinder lebend aber mit Gesundheitsproblemen wie 

Hydrozephalus oder Augenschäden zur Welt. Im dritten Drittel sind die Neugeborenen meist 

klinisch unauffällig (AGES 2022; Li et al. 2014). Bei immunkompetenten Menschen verläuft 

eine Infektion mit T. gondii meist ohne oder nur mit uncharakteristischen Symptomen (AGES 

2022). 

3.1.3 Diagnostik 

Der Nachweis einer T. gondii – Infektion kann indirekt über den Nachweis von Antikörpern 

beispielsweise mittels ELISA oder Modifizierten Agglutinationstest erfolgen (Steinparzer et  

al. 2015). Je nach Titerverlauf der IgG-Antikörper und IgM-Antikörper bekommt man Auskunft 

über den Status der Infektion, akute oder länger zurückliegende Infektion (Krauss et al. 2004). 

3.1.4 Therapie 

Eine spezifische Therapie ist für Schafe und Ziegen nicht verfügbar (Bostedt et al. 2019). Es 

ist möglich in den Zyklus schon vorher einzuschreiten und die Katze mit Toltrazuril zu 

behandeln. Dies soll die Ausscheidung von Oozysten im Kot drastisch reduzieren (Clinipharm 

2021). Aufgrund dessen kommt der Futter- und Tränkehygiene, zur Vermeidung einer 

Oozystenkontamination, eine große Bedeutung zu (Innes et al. 2019). 

 
 
3.1.5 Vorkommen 

Dass Tiere aller Arten auf der ganzen Welt diesem Parasiten ausgesetzt sind zeigen viele 

Studien (Tabelle 1). In einem Review über die globale Seroprävalenz von T. gondii in 

Kameliden zeigte sich, dass die Seroprävalenz zwischen 2,99 % und 90,90 %, je nach Studie, 

variierten. Weltweit beträgt die allgemeine Seroprävalenz in Kameliden 28,16 %. Besonders 

häufig wurde T. gondii in Europa (49,64 %) nachgewiesen. Gefolgt von Afrika (37,63 %), 

Amerika (21,76 %) und Asien (17,58 %) (Maspi et al. 2021). 
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Tab. 1 Globales Vorkommen des Erregers Toxoplasma gondii 

 

Land Tierart US-Material US-Methode Einzeltier/ 
Betriebe Ergebnisse Referenz 

 

Tschechische Republik 
exotische Wdk Serum 

ELISA - AK 
E 

52%  

Bártová et al. 2017 
IFAT 31% 

Kamelide Serum 
ELISA - AK 

E 
69% 

IFAT 54% 
 

Polen 
Schweine 

Serum DAT - AK 
E 

11,90%  

Skroka et al. 2020 
Gewebe PCR - AG 12,20% 

Rinder 
Serum DAT - AK 

E 
13% 

Gewebe PCR - AG 10,20% 

Schweiz Neuweltkamele Serum ELISA - AK 
E 83,20% 

Basso et al. 2020 B 99,20% 
 

Schweiz 

 

Neuweltkamele 

Serum ELISA - AK E 100%  

Rüfli et al. 2021 
Gewebe und 

Körperflüssigkeit 
Feten und 

totgeborene Cria 

PCR - AG  
E 

0% 

ELISA - AK 25% 

 
Frankreich 

Kalbfleisch (< 8 Mo) 
Gewebe: Herz 

und Diaphragma 

 
MAT - AK 

 
E 

5,34%  
Blaga et al. 2019 Rindfleisch (> 8 Mo) 23,12% 

Total 17,38% 
 
 

Spanien 

kl. WDK Serum  
 

MAT - AK 

E 37%  

Jimenez-Martin et 
al. 2020 

Schafe Serum 
E 46,50% 
B 98,40% 

Ziegen Serum 
E 38,30% 
B 93,70% 

Österreich Schweine Serum ELISA - AK B 50,90% 
Kreinöcker et al. 

2017 
 

Peru 
Lama  

Serum 
 

IFAT 
 

E 
44,20% Chávez- 

Velásquez et al. 
2005 Vicunja 5,50% 

Peru Alpaka Serum IHA E 36,45% Mamani 2006 
 

Chile 
Neuweltkamele  

Serum 
 

MAT - AK 
 

E 
26,70% 

Patitucci et al. 
2006 

Lama 43,40% 
Alpaka 11,80% 

USA Alpaka 
Serum MAT - AK Fall- 

beschreibung 
positiv 

Dubey et al. 2014 abortiertes Cria Immunohistochemie Gewebszyste 
USA Weißwedelhirsche Serum ELISA - AK E 38,50% Schaefer 2013 

China Alpaka Serum MAT - AK E 9,16% Li et al. 2020 
 

Thailand 
 

asiatischer Elefant 
 
Serum 

LAT  
E 

45,10% 
Udonsom et al. 

2022 
iELISA - AK 40,70% 
iELISA - AG 44,40% 

Iran Pferd Serum MAT - AK E 48,50% Tavalla et al. 2015 
ELISA = Enzymelinked immunosorbent assay, IFAT = Immunofluorescence antibody test, DAT = Direkter Agglutinationstest, PCR = Polymerase chain reaction, MAT = Modifizierter 
Agglutinatonstest, IHA = Indirekter Haemagglutinationstest, LAT = Latex Agglutinationtest 
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3.2 Chlamydia (Chlamydophila) abortus 

3.2.1 Charakteristika 

Aufgrund von Sequenzanalysen der 16S- und 23S rRNA-Gene wurde im Jahr 1999 eine neue 

Chlamydientaxonomie verwendet (Everett et al. 1999). Innerhalb der Ordnung Chlamydiales 

wurden noch vier Familien unterschieden, darunter die Familie Chlamydiaceae. Diese wurde 

in zwei Genera, Chlamydia und Chlamydophila, mit neun Spezies unterteilt, darunter 

Chlamydophila abortus (Bush et al. 2001). 2011 wurde die Unterteilung der Familie 

Chlamydiaceae in zwei Genera wieder aufgehoben und alle neun Spezies wurden dem Genus 

Chlamydia zugeordnet (Kuo et al. 2011). Demnach gibt es noch beide Bezeichnungen, in der 

vorliegenden Arbeit wird jedoch nur eine, Chlamydia abortus, verwendet. 

Der Erreger Chlamydia abortus (C. abortus) ist ein kleines obligat intrazelluläres 

unbewegliches gramnegatives Bakterium (Essig und Longbottom 2015). Es werden infektiöse 

Elementarkörperchen, die extrazellulär überleben können, von den Wirtszellen aufgenommen. 

Dort entwickeln sie sich weiter zu nicht infektiösen Retikularkörperchen und vermehren sich 

(Bostedt et al. 2019, Essig und Longbottom 2015). Nach 24 Stunden kommt es zu einer 

erneuten Differenzierung zu reifen und infektiösen Elementarkörperchen und anschließend 

(48-72     Stunden     später)     zu     deren      Freisetzung      (Krauss      et      al. 2004).   

Mit Chlamydien können sich neben Säugetieren auch verschiedene Vogelarten und der 

Mensch infizieren (Bostedt et al. 2019, Krauss et al. 2004). Die aviären Isolate sind allerdings 

die Chlamydia psittaci, dieses Isolat ist auch am bedeutendsten bei der Erkrankung bei 

Menschen. Jedoch ist das Wiederkäuer-Isolat Chlamydia abortus jenes, welches zu den 

zoonotischen Aborterregern zählt und ebenfalls für den Menschen gefährlich werden kann 

(Krauss et al. 2004, Pospischil et al. 2002). 

Infektionsquellen sind hauptsächlich Zukäufe von klinisch inapparenten Tieren. Auch die 

lebensschwachen Jungtiere sind eine wichtige Infektionsursache und gelten als zoonotisches 

Risiko. Durch Aborte beziehungsweise Abortausscheidungen kommt es zur Ausschüttung von 

Chlamydia abortus. Danach können sich die Tiere direkt durch Kontakt mit den Aborten als 

auch indirekt durch Ausscheidungen und in weiterer Folge durch kontaminiertes Futter, 

Einstreu oder Trinkwasser infizieren. Ansteckungsgefahr besteht auch auf aerogenem Weg 

oder bei Jungtieren über sekundär kontaminierte Milch. Der Erreger kann zusätzlich von Tier 

zu Tier über den Deckakt übertragen werden (Bostedt et al. 2019, Essig und Longbottom 

2015). 
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Der genaue Übertragungsweg beim Menschen ist unklar, man geht auch hier von einer 

Ansteckungsgefahr auf aerogenem Weg aus (Turin et al. 2022), aber auch über direkten 

Kontakt mit infiziertem Gewebe und Sekreten ist eine Infektion höchst wahrscheinlich (Pichon 

et al. 2020). Die Übertragung von C. abortus über kontaminierte Milch, wie bei den Jungtieren, 

wurde nicht beschrieben. 

 
3.2.2 Klinik 

Klinisch zeigen Schafe und Ziegen Aborte, Totgeburten und Geburten lebensschwacher 

Jungtiere. Sie zeigen keine weiteren Symptome, mit wenig beschriebenen Ausnahmen einer 

Bronchopneumonie oder bei Sauglämmern Polyarthritis, die auf eine C. abortus Infektion 

hinweisen. Wenn man sehr genau darauf achtet, können einem vor dem Abort eine 

verminderte Futteraufnahme und/oder Scheidenausfluss auffallen (Bostedt et al. 2019). Dies 

ändert nichts am Abortgeschehen selbst. Jedoch könnte man früher weitere Tiere 

diagnostizieren. 

Die Klinik beim Menschen sieht ähnlich aus. Fälle von Pneumonie wurden von Imkamp et al. 

2022 beschrieben. Bei Infektion einer Schwangeren kann es zu grippeähnlichen Symptomen 

kommen, die in weiterer Folge zu Thrombozytopenie und Koagulopathie führen können, 

welche üblicherweise zu Aborten oder Totgeburten führen (Imkamp et al. 2022;  Roberts et 

al. 1967; Walder et al. 2003). 
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3.2.3 Diagnostik 

Der Nachweis von C. abortus erfolgt direkt durch Antigen-ELISA, Real-Time PCR und 

Mikroarray-Systeme. Als Untersuchungsmaterial dienen Blut, nekrotische Kotyledonen, 

Scheidensekret, Föten oder fetale Organe. Für den indirekten Nachweis mittels Antikörper- 

ELISA werden Blutserumproben benötigt (Bostedt et al. 2019, Essig und Longbottom 2015). 

Mit dem ELISA Verfahren können im Frühstadium IgM und später IgG Antikörper 

nachgewiesen werden (Krauss et al. 2004). 

3.2.4 Therapie 

Bei akuten Abortfällen kann eine Oxytetrazyklin Therapie verordnet werden. Jedoch ist diese 

Behandlung keine Garantie dafür die Krankheit auf Herdenebene auszulöschen oder schon 

weiter fortgeschrittene Infektionen rückgängig zu machen. Eine bessere Lösung ist die 

Prophylaxe durch eine mögliche Impfung und/oder durch adäquate Hygiene (kein Kontakt mit 

ausscheidenden Tieren, kein Kontakt mit Abortmaterial, direktes Entsorgen von Abortmaterial) 

(Turin et al. 2022). 

 
 
3.2.5 Vorkommen 

Die Infektion mit C. abortus ist vor allem beim kleinen Wiederkäuer beschrieben. Studien 

zeigen jedoch, dass auch Rinder, Kamele und Neuweltkamele anfällig für diesen Erreger sind 

(Agnew D. 2018, Vidal et al. 2017, Softic et al. 2018, Al-Salihi K. 2019). Die Fälle von 

Chlamydien Infektionen sind auf der ganzen Welt zu beobachten (Tabelle 2). 
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Tab. 2 Globales Vorkommen des Erregers Chlamydia abortus 

 

Land Tierart US-Material US-Methode Einzeltier/Betriebe Ergebnisse Referenz 

Österreich Schafe Serum ELISA - AK E 9,20% Blumer et al. 2012 
Schweiz Rinder Serum ELISA - AK E 38,50% Vidal et al. 2017 

Bosnien-Herzegowina Rinder Serum ELISA - AK 
E 56,60% 

Softic et al. 2018 B 87,90% 

Polen Rinder Serum 
CFT 

E 19,30% Niemczuk 2005 ELISA - AK 
 

Türkei 
Schafe Serum  

iELISA - AK 

E 5,4%-18,29%  

Gokce et al. 2007 
B 46,60% 

Rinder Serum 
E (4,76%-12,67%) 
B 26,92% 

Irak Rinder Serum iELISA - AK E 0,82% Majed et al. 2018 

Jordanien Rinder Serum ELISA - AK 
E 19,90% 

Talafha et al. 2012 B 66,30% 
Lybien Kamele Serum iELISA - AK E 12,25% Elzlitne et al. 2016 

Ägypten Schafe Serum ELISA - AK E 13,70% Selim et al. 2021 

Algerien Schafe Serum iELISA - AK 
E 7,20% 

Hireche et al. 2016 B 33,30% 

 
Mexiko 

 
Ziegen 

Serum ELISA - AK  
E 

9,60% Díaz et al. 2015 

vaginales Exsudat PCR - AG 9,68% Sánchez-Rocha 
et al. 2021 

ELISA = Enzymelinked immunosorbent assay, PCR = Polymerase chain reaction, CFT = Complement fixation test 

 
3.3 Coxiella burnetii 

3.3.1 Charakteristika 

Der, das Q-Fieber auslösende, Erreger Coxiella burnetii (C. burnetii) ist eine nahezu weltweit 

verbreitete Zoonose (Angelakis und Raoult 2010). Die Erkrankung trat erstmals 1935 in 

Australien auf und wurde 1937 als Erkrankung unbekannter Ursache von Edward Holbrook 

Derrick beschrieben. So kam schlussendlich auch der Name zustande – es wurde abgeleitet 

vom englischen Wort „query“, was so viel bedeutet wie „fraglich“ (Arnold et al. 2020). Der 

Erreger ist ein obligat intrazelluläres Bakterium. Das Bakterium ist gramnegativ, unbeweglich, 

pleomorph, oval bis stäbchenförmig (Krauss et al. 2004). Charakteristisch für C. burnetii sind 

seine 2 verschiedenen Phasen (Angelakis und Raoult 2010). Intrazellulär existieren die Large 

Cell Variants (LCV). Sie besitzen ähnlich wie gramnegative Bakterien eine Lipopolysaccharid- 

Membran und persistieren in Phagolysosomen der Makrophagen (Arnold et al. 2020). Nach 

mehreren Entwicklungsstadien werden die sporenähnlichen hochinfektiösen extrazellulären 
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Small Dense Cells (SDC), auch Small Cell Variants (SCV), aus den Wirtszellen in die 

Umgebung abgegeben (Krauss et al. 2004, Bostedt et al. 2019). Als Wirte fungieren alle 

Säugetiere sowie Vögel, Arthropoden und der Mensch. Über Zeckenkot oder Kontakt durch 

Fruchtwasser, Lochien, Milch, Kot, Harn, etc. kommt es zur Übertragung beziehungsweise 

Ausscheidung der Erreger (Bostedt et al. 2019, Krauss et al. 2004). Die ausgeschiedenen 

Erreger sind sehr resistent gegenüber Umwelteinflüssen. So kann es zu einer Bildung von 

hochinfektiösem Staub kommen nachdem Exkrete und Sekrete ausgetrocknet sind. Über 

aerogenem Weg infiziert sich der Mensch häufig über diesen Staub (Krauss et al. 2004, Arnold 

et al. 2020). 

 
3.3.2 Klinik 

Bei Tieren verläuft eine Infektion mit C. burnetii meist subklinisch, jedoch kommt es auch zu 

Aborten sowie Fruchtbarkeitsstörungen. Ein subklinischer Verlauf erschwert aufgrund der 

meist nicht vorhandenen Symptome die richtige Diagnose bei der Untersuchung eines Abort 

Ausbruchs in der Herde, bei dem Versuch einer Beurteilung des zoonotischen Risikos sowie 

der Bestimmung der Infektionsfreiheit bei den Tieren (Plummer et al. 2018). Sollten beim 

Menschen Symptome auftreten, kann es zu einem akuten und chronischen Verlauf kommen. 
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Bei einem akuten Verlauf zeigen sich Symptome einer Grippe mit Lungenentzündung und 

dazu Myalgien und Enteritiden. Auch Hepatitis sowie Myokarditis und neurologische 

Symptome sind zu beobachten. Die letztgenannten Symptome sind auch bei einem 

chronischen Verlauf das Krankheitsbild. Zusätzlich kommen Endokarditis, Vaskulitiden, 

Osteomyelitiden vor. Wichtig ist ebenfalls, dass schwangere Frauen Risikopatienten sind und 

es bei ihnen zu Abort kommen kann (Runge und Ganter 2008). 

3.3.3 Diagnostik 

Der Nachweis ist direkt über Real-Time-PCR oder indirekt über AK-ELISA und IFT möglich 

(Bostedt et al. 2019). 

3.3.4 Therapie 

Generell ist beim Menschen akutes Q-Fieber selbstlimitierend, eine frühzeitige Diagnose als 

auch Antibiotika helfen, um die Krankheit zu überstehen. Vor allem Doxycyclin und 

Hydroxylchloroquin finden, oft in Kombination Verwendung. Bei Schwangeren und 

Kleinkindern (<8 Jahre alt), sollte für eine sichere Behandlung Cotrimoxazol verwendet 

werden. Bei chronischem Q-Fieber werden ebenfalls Doxycyclin und Hydroxylchloroquin, 

jedoch über einen längeren Zeitraum verwendet. Beim Tier sieht die Sache etwas anders aus. 

Tetrazykline werden üblicherweise zur Behandlung genutzt, jedoch auf Herdenebene 

aufgrund der reduzierten Bioverfügbarkeit bei oraler Eingabe, nicht zu empfehlen. Zur 

Vermeidung reproduktiver Verluste können zwei Injektionen Oxytetrazyklin (parenteral) im 

Abstand von 20 Tagen helfen. Es ist empfehlenswert, auch aufgrund des Zoonoserisikos, 

besonderes Augenmerk auf die Prävention (wie Impfungen und richtiges Handling bei 

Geburten, etc.) zu legen (Ullah et al. 2022). 

 
 
3.3.5 Vorkommen 

Al-Salihi 2019 beschreibt Q-Fieber als Grund für Aborte bei Kamelen. Auch Tibary et al. 2006 

berichtet über Q-Fieber-Fälle als Abortgrund bei Kamelen. Tabelle 3 zeigt das Vorkommen 

von Coxiella burnetii bei vielen verschiedenen Tierarten auf der ganzen Welt. 
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Tab. 3 Globales Vorkommen des Erregers Coxiella burnetii 

 

Land Tierart US-Material US-Methode Einzeltier/ 
Betriebe Ergebnisse Referenz 

 

Italien 
Rinder  

Serum 

ELISA  

E 

16,92%  

Natale et al. 2012 
CFT 4,73% 

kl. WDK 
ELISA 6,22% 
CFT 0,67% 

 
Frankreich 

Schafe  
Serum ELISA - AK (Phase I 

+ II) 

 
E 

20% 
Rodolakis et al. 

2007 
Ziegen 52% 
Rinder 32% 

 
 
 

Schweiz 

 
Schafe Serum ELISA - AK (Phase I 

+ II) 
E 1,80%  

 
Magouras et al. 

2017 

B 5,00% 
Abortmaterial rt-PCR - AG E 44,40% 

 
Ziegen Serum ELISA - AK (Phase I 

+ II) 
E 3,40% 
B 11,10% 

Abortmaterial rt-PCR - AG E 44,20% 

Schweiz Rinder Serum ELISA - AK (Phase I 
+ II) E 15,90% Vidal et al. 2017 

 

Belgien 

Rinder  

Abortmaterial 

 

PCR - AG 

 

E 

1,93%  
Tomaiuolo et 

al.2021 
ZIegen 9,19% 
Schafe 5,50% 
Alpaka 6,06% 

 
Österreich 

 
Rinder Serum ELISA - AK (Phase I 

+ II) E 21,20% Sodoma et al. 
2019 Fetales Material PCR - AG E 4,50% 

Bosnien-Herzegovina Rinder Serum ELISA - AK (Phase I 
+ II) 

E 8,80% 
Softic et al. 2018 B 19,60% 

 
Polen 

 
Rinder 

 
Serum ELISA - AK (Phase I 

+ II) 
E 25,39% Szymanska- 

Czerwinska et al. 
2019 B 24,46% 

 

Nordirland 

Rinder (Mast)  

Serum 

 

ELISA - AK (Phase II) 

E/B 2,8%/35,5%  
McCaughey et al. 

2009 
Rinder (Milchvieh) E/B 10,4%/64,5% 

Schafe E/B 12,3%/62,1% 
Ziegen E/B 9,3%/42,9% 

 

Saudi-Arabien 

Kamele  

Serum 

 

ELISA - AK (Phase II) 

 

E 

51,53%  

Rahman 2014 
Ziegen 34,04% 
Rinder 30,61% 
Schafe 12,38% 

 
Philippinen 

Rinder  
Blut 

 
PCR - AG 

 
E 

1,40%  
Galay et al. 2020 Wasserbüffel 2,80% 

Zecken 1,80% 

Indien Rinder/Büffel Serum ELISA - AK (Phase II) E 7,00% Keshavamurthy 
et al. 2019 



17 
 

 
 

 

Chad 

Kamele  

Serum 

 
iELISA - AK (Phase I 

+ II) 

E/B 80%/100%  
Schelling et al. 

2003 
Rinder E/B 4%/37% 
Ziegen E/B 13%/46% 
Schafe E/B 11%/43% 

Ägypten Kamele Serum iELISA - AK (Phase II) E 22% Selim et al. 2020 

Kenia Dromedare Serum ELISA - AK 
E 19% 

Browne et al. 2017 B 100% 
 

Kenia 

Rinder  

Serum 

 

ELISA - AK 

E 2,65%  

DePuy et al. 2014 
Schafe E 17,39% 
Ziegen E 34,62% 
Kamele E 34,72% 

 
Ghana 

Schafe  
Serum iELISA - AK (Phase I 

+ II) 

 
E 

28,40% 
Johnson et al. 

2019 
Rinder 21,70% 
Ziegen 10% 

USA Ziegen Serum ELISA - AK (Phase 
I+II) 

E 1,20% 
Baker et al. 2014 B 4,20% 

USA Schildkröte Oral/Kloake 
Abstrich PCR - AG E positiv Sander et al. 2021 

USA Ziegen Serum ELISA - AK (Phase I 
+II) 

E 8,00% Sondgeroth et al. 
2013 B 8,60% 

Ecuador Rinder Serum ELISA - AK (Phase I 
+ II) E 43% Echeverría et al. 

2019 

Australien Schafe Serum von 
Mutterschafen ELISA - AK 

E 0,08-0,36% 
Clune et al. 2022 B 10,70% 

Australien Rinder Serum IFA - AK (Phase I + II) 
E 5,20% 

Wood et al. 2021 B 53,30% 
ELISA = Enzymelinked immunosorbent assay, PCR = Polymerase chain reaction, CFT = Complement fixation test, IFA = Indirect immunofluorescent assay 

 
 
 

3.4 Leptospira spp. 

3.4.1 Charakteristika 

Leptospiren sind 6-20 μm lang, spiralig gewunden mit gekrümmten Enden, beweglich und 

gramnegativ. Die Spirochäten werden am besten in flüssigen serumhaltigen Nährmedien bei 

28-30 °C kultiviert (Krauss et al. 2004). Leptospiren werden in pathogene und apathogene 

saprophytische Spezies eingeteilt: Leptospira interrogans (L. interrogans) und Leptospira 

biflexa (L. biflexa) (Theodoridis 2004). Als Erreger der Leptospirose, der auch humanpathogen 

ist, ist unter anderem die Spezies L. interrogans zu nennen (Krauss et al. 2004, Adler und De 
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la Pen͂a 2010). Die Spezies L. interrogans unterteilt sich in über 250 Serovare, die in über 25 

Serogruppen eingeteilt werden (Mapham et al. 2016). Diese Einteilung erfolgt serologisch 

aufgrund der Antigen-Eigenschaften der Leptospiren bzw. immunologisch ähnliche Serovare 

werden dann in die Serogruppen eingeteilt. Neben dieser Einteilung gibt es jedoch auch die 

molekulargenetische Einteilung (Zöller L. 2009). Innerhalb dieser Klassifikation wird aktuell 

zwischen wenigstens 65 pathogenen, apathogenen und nun auch intermediären 

Genomspezies unterschieden. Und es werden durch die Genauigkeit der 

molekulargenetischen Untersuchung immer wieder neue Leptospira Isolate entdeckt 

(Thibeaux et al. 2018, Thibeaux et al. 2018a, Vincent et al. 2019). Diese zwei Einteilungen 

sind nicht hundertprozentig kongruent wodurch es passiert, dass manche Serovare 

gleichzeitig zu verschiedenen Genomspezies gehören (Zöller L. 2009). Eine Auswahl der 

Gruppen und Serovare der serologischen Einteilung sind in Tab. 4 zu sehen. Als Wirt dienen 

eine Reihe von Säugetieren, angefangen mit Nagern wie Ratte und Maus über Nutztiere wie 

Schwein, Rind und Pferd zu Haustieren wie dem Hund. Leptospiren werden auch bei 

Wildtieren beobachtet (Krauss et al. 2004). Nach Eintritt in den Körper leben die Leptospiren 

zumeist in den proximalen Nierentubuli. Tiere, die sich in der Heilung befinden, könnten 

asymptomatische Träger werden und die Leptospiren für längere Zeit in den Nierentubuli 

beherbergen und so regelmäßig weiter infektiöse Leptospiren in die Umwelt bringen (Adler 

und De la Pen͂a  2010).  Ausgeschieden werden die  Leptospiren mit  dem  Urin  (Krauss et  

al. 2004). Leptospirose ist eine zoonotische Erkrankung. Alle Fälle von Leptospirose beim 

Menschen sind von einer tierischen Quelle ausgehend, durch direkten Kontakt mit dem Tier 

oder indirekt über kontaminiertes Wasser und kontaminierte Erde (Adler und De la Pen͂a 2010). 

Der Mensch infiziert sich hauptsächlich über Hautverletzungen (Krauss et al. 2004). Weitere 

Eintrittsmöglichkeiten sind Schleimhäute wie die Konjunktiva oder nasse Haut. Nach Eintritt in 

den Körper zirkulieren die Leptospiren durch das Blut bis hin zu den verschiedenen Geweben 

(Niere, Leber, Blutgefäße). Die Bakteriämie hält etwa sieben Tage lang an (Adler und De la 

Pen͂a 2010). Der genaue Mechanismus wie Leptospiren das Wirtsgewebe schädigen und 

dadurch die einzelnen Erkrankungen hervorruft, ist noch nicht ganz geklärt (Adler und De la 

Pen͂a 2010). 

3.4.2 Klinik 

Infizierte Tiere können einen klinisch inapparenten Verlauf haben. Allerdings kann akut auch 

Fieber, Aborte, Totgeburten, Anämie, Ikterus und blutiger Harn auftreten. Bei Menschen 

zeigen sich grippeähnliche Symptome (extreme Müdigkeit, Kopfschmerzen, allgemeines 
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Unwohlsein, Myalgie, Thoraxschmerz, Schweiß und Gelenkschmerzen) sowie Haarverlust in 

jungen Jahren und leichte Gelbsucht. Die Symptome können so schwerwiegend sein, dass sie 

zum Tod führen (Goris et al. 2013). Bei schwangeren Frauen kann es zusätzlich zum Abort 

sowie fetalem Tod kommen (Cárdenas-Marrufo et al. 2016). 

3.4.3 Diagnose 

Die Diagnose erfolgt über den serologischen Antikörpernachweis mittels einer 

Agglutinationsreaktion, hierfür verwendet man vorwiegend den Mikroagglutinationstest (MAT) 

(Goris et al. 2014). Nicht immer kann hier eine zuverlässige Aussage über das Serovar 

gemacht werden, da es anfänglich zu Mitreaktionen verschiedener Serovare kommt (Krauss 

et al. 2004). Auch kann der Test nicht unterscheiden zwischen Antikörper, die aufgrund einer 

Infektion oder einer Impfung zustande kommen. Allerdings sind die Sensitivität und Spezifität 

des MAT sehr hoch (Adler und De la Pen͂a 2010). Für den MAT werden von der World Health 

Organization (WHO) empfohlene Serovare genutzt, um bei Infektionen den Serovartyp zu 

bestimmen. Diese sind aus der Tab. 4 zu entnehmen (WHO 2003). Von der World 

Organisation for Animal Health (WOAH, gegründet als Office International des Epizooties 

(OIE)) werden keine bestimmten Serovare empfohlen. Es wird jedoch empfohlen, Antigene zu 

verwenden, die in der Region wo der Verdachtsfall aufgetreten ist beschrieben werden und 

welche die in einer anderen Region aber beim gleichen Wirtstyp beschrieben werden (OIE 

2021). 

Tab. 4 Von der WHO empfohlene Serovare und ihre Gruppen zur Serovarbestimmung bei 

einer Leptospiren-Infektion (aus Human leptospirosis: Guidance for diagnosis, surveillance 

and control, WHO und International Leptospirosis Society (ILS)) 
 

Serogruppe Serovar 
Australis Australis 

Autumnalis Autumnalis 

Ballum Castellonis 

Bataviae Bataviae 

Canicola Canicola 

Cynopteri Cynopteri 

Grippotyphosa Grippotyphosa 

Hebdomadis Hebdomadis 

Icterohaemorrhagiae Icterohaemorrhagiae 
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 Copenhageni 

Javanica Javanica 

Panama Panama 

Pomona Pomona 

Pyrogenes Pyrogenes 

 
Sejroe 

Hardjo 

Sejroe 

Wolffi 

Tarassovi Tarassovi 

Semaranga Patoc 
 
 
3.4.4 Therapie 

Infizierte Tiere sollten mit Antibiotika behandelt werden. Verwendete Antibiotika sind 

Oxytetrazykline, Tilmicosin, Dihydrostreptomycin-penicillin G und Ceftiofur (Alt et al. 2001). 

Wenn man früh genug dran ist, sollten schwerwiegendere Folgen für das Tier abgewendet 

werden können. Weitere eventuell notwendige Unterstützungstherapien können Dialyse sowie 

Flüssigkeitstherapie sein (CDC 2015). Aufgrund der niedrigen Fälle eines tatsächlichen 

klinischen Ausbruchs bei Menschen kommt es in den meisten Fällen nach einer kurzen 

Fieberphase zu einer spontanen Heilung. Bei den anderen Fällen wird eine antibiotische 

Behandlung mit Amoxicillin, Penicillin, Tetrazyklinen oder Ceftriaxon empfohlen. Sollten noch 

andere involvierte Bakterien vermutet werden, wird auch Doxyzyklin empfohlen. Bei sehr 

schwerwiegenden Fällen sollte es zusätzlich zu einer unterstützenden Therapie kommen. Je 

nach Situation braucht es Entzündungshemmer, Flüssigkeitstherapie, Hämofiltration, 

Hämodialyse oder mechanische Beatmung (Goarant C. 2016). 

3.4.5 Vorkommen 

Es werden in vielen verschieden Spezies und auf der ganzen Welt Fälle von Leptospiren 

Erkrankungen beobachtet. Agnew D. 2018 erwähnt eine regelmäßige Diagnose von 

Leptospirose bei Lamas und Alpakas. Auch in einem Review über zoonotische Erkrankungen 

von Kamelen findet Leptospirose eine Erwähnung (Al-Salihi K. 2019). In Österreich wurde im 

Jahr 2018 bei 1,2 % der beprobten Rinder Serovar Grippotyphosa-Antikörper nachgewiesen 

(Sodoma et al. 2019). In England und Wales wurden Infektionen von Leptospiren bei Alpakas 

nachgewiesen (Halsby et al. 2017). In der Schweiz liegt die Seroprävalenz gegen Leptospira 

(L.) spp. bei 21,4 %. Mit den Serovaren Hardjo, Sejroe und Australis als Hauptursache (Vidal 
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et al. 2017). In Südamerika werden Seroprävalenzen von 16,4 %-100 % in Rindern 

beschrieben (Petrakovsky et al. 2014). In Argentinien variiert die Seroprävalenz zwischen 

47,3 % und 96,2 % bei Lamas, zwischen 0 % und 13 % in Guanakos und zwischen 9 % und 

62,8 % in Vicun͂as. Die am häufigsten vorkommenden Serovare waren Copenhageni und 

Castellonis (Llorente et al. 2002). In einer peruanischen Untersuchung wurde gezeigt, dass 

die Prävalenz bei Alpakas 42,85 % beträgt. Sie zeigten bei neun verschiedenen Serogruppen 

eine positive Reaktion (Icterohaemorrhagiae, Pomona, Panama, Hurtsbridge, Ranarum, 

Ballum, Cynopteri, Djasiman und Hebdomadis) (Baca 2016). Eine andere Studie aus Peru 

zeigte eine Seroprävalenz von 1,9 % bei Vicun͂as, 18,6 % bei Alpakas und 23,3 % bei Lamas. 

Die beteiligten Serovare waren Pomona, Autumnalis, Bratislava und Copenhageni (Risco- 

Castillo et al. 2014). Bei einer Studie aus Peru zeigten 89,6 % der Alpakas und 77,4 % der 

Vicun͂as positive MAT Reaktionen. Die häufigste Reaktion war auf Icterohaemorrhagiae und 

Pomona. Zusätzlich bei den Alpakas noch auf Canicola und Wolffii (Rosadio et al. 2012). 

Studien zeigen auch Nordamerika (die Vereinigten Staaten von Amerika) als von Leptospirose 

betroffen. Bei einer Studie über Leptospirose bei wilden Schweinen in den Vereinigten Staaten 

von Amerika (Proben aus 28 Staaten) wurden 13,1 % der Tiere positiv getestet. Das häufigste 

identifizierte Serovar war Pomona (Pedersen et al. 2015). Eine andere Studie über wilde 

Schweine von Pedersen et al. 2017 zeigte eine Seroprävalenz von 53 %, mit dem am 

häufigsten auftretendem Serovar Bratislava. Eine weitere (Langzeit-)Studie von Pedersen et 

al. 2018 zeigt Seroprävalenzen auf Leptospirose bei Wildtieren in Amerika. Die hier 

untersuchten Hundeartigen, Hirschartigen, kleine indischen Mungos, Waschbären und 

Streifenskunks wiesen eine Seroprävalenz von 27 %, 44,4 %, 30,4 %, 40,8 % und 60 % auf. 

Bei allen untersuchten Spezies waren die Serovare Bratislava und Grippotyphosa die am 

häufigsten auftretenden. Bei untersuchten Blutproben von wilden Schweinen auf Hawaii liegt 

eine Seroprävalenz von 33,8 % vor. Die Serovare auf die besonders oft positiv reagiert 

wurden, waren Icterohaemorrhagiae und Bratislava (Buchholz et al. 2016). Bei von Jägern 

getöteten Halsbandpekaris in Arizona, wurde nach Blutuntersuchungen eine Seroprävalenz 

von 23 % auf L. Interrogans Antikörper festgestellt. Die drei am häufigsten bestimmten 

Serovare waren Pomona, Bratislava und Hardjo (Corn et al. 1987). Untersuchte Mangusten 

auf den amerikanischen Jungferninseln zeigten eine Seroprävalenz von 33,9 %. Die drei 

häufigsten positiven Serogruppen waren Sejroe, Icterohaemorrhagiae und Pyrogenes 

(Cranford et al. 2021). Eine weitere Studie von Cranford et al. 2021a über Leptospiren- 

Untersuchungen bei Nutztieren auf der amerikanischen Jungferninsel St. Croix, hat gezeigt, 

dass 37,6 % der untersuchten Tiere (Rinder, Ziegen, Schafe, Schweine) seropositiv auf 
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L. interrogans sind. Hier sind die drei am häufigsten vorkommenden Serogruppen Australis, 

Djasiman und Icterohaemorrhagiae. Bei untersuchten Pferden in Colorado ist eine 

Seroprävalenz auf Antikörper von 82 % festgestellt worden. Das am häufigsten positiv 

vorkommende Serovar ist Bratislava (Fagre et al. 2020). Freigänger Katzen in Iowa wiesen 

eine 8,6%ige Seroprävalenz auf. Serovar Bratislava war das meist vorkommende Serovar 

(Palerme et al. 2019). In der Cumberland Gap Region, Südöstliches Appalachia, wurden 

Tierheim-Hunde mittels MAT auf Leptospiren-Antikörper getestet. Hierbei waren 18 % positiv. 

Die meisten Sera reagierten auf das Serovar Icterohaemorrhagiae (Spangler et al. 2020). In 

Texanischen Rindern wurden 38,8 % positiv auf Leptospiren-Antikörper getestet. Am 

häufigsten wurden die Serovare Pomona und Hardjo identifiziert (Talpada et al. 2003). Im 

afrikanischen Zimbabwe gelten Rhinoceros, Büffel, Zebras, Antilopen und Gnus als 

seropositive Tiere. In Südafrika liegt die Seroprävalenz in Rhinozeros bei 26,4 %, bei 8,0 % in 

Südlichen Grünmeerkatzen und bei 1,72 % bei Büffeln. In Zentralafrika lag die Seroprävalenz 

im Afrikanischem Büffel bei 42,39 % und in Rindern bei 29,35 % (Mapham et al. 2016). Bei 

Rindern aus Zentral- und Nordmadagaskar ist eine Seroprävalenz von 59,3 % nachgewiesen 

worden. Die häufigste Antikörper-Reaktion war gegen das Serovar Tarassovi, gefolgt von 

Hardjo, Grippotyphosa, Pomona und Autumnalis (Schafbauer et al. 2019). Im Iran ist eine 

Seroprävalenz von 17,36 % auf Leptospira interrogans Antikörper bei Rindern zu finden. Das 

am häufigsten genannte Serovar ist Pomona (Khalili et al. 2014). Die Seroprävalenz bei 

Schweinen in Vietnam liegt bei 21,05 %. Die am häufigsten vorkommenden Serovare sind 

Bratislava, Panama, Pyrogenes und Tarassovi (Lee et al. 2019). In Thailand auf Leptospira 

interrogans getestete Elefanten zeigten eine Seroprävalenz von 57 % im Westen und 58 % im 

Norden. Die am häufigsten vorkommenden Serovare sind Sejroe, Tarassovi, Ranarum, 

Shermani und Bataviae (Oni et al. 2007). In einer Studie in Indonesien betrug die 

Seroprävalenz 3,7 % bei Rindern und 3,3 % bei kleinen Wiederkäuern. Die Herdenprävalenz 

(Rinderherden und Herden von kleinen Wiederkäuern zusammengenommen) beträgt 5,6 %. 

Das meist zu findende Serovar bei den Rindern war das Serovar Hardjo, gefolgt vom Serovar 

Icterohaemorrhagiae. Bei den kleinen Wiederkäuern wurde nur das Serovar 

Icterohaemorrhagiae entdeckt (Widiasih et al. 2021). In Japan wurden kleine wilde Säugetiere 

(Wanderratte, große und kleine japanische Feldmaus, Moschusspitzmaus) auf Leptospira 

untersucht mit dem Ergebnis einer Prävalenz von 4,1 % (Yanahihara et al. 2007). Die 

Seroprävalenz bei Tieren in Korea beträgt 16,8 %. Bei den untersuchten Tieren handelte es 

sich um Schweine, Rinder, Pferde und Hunde mit einer Seroprävalenz von 33,7 %, 12,8 %, 

13,3 % und 7,5 %. Serovar Sejroe ist am häufigsten aufgetreten (Yung et al. 2008). Bereits 
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1991 wurden Rinder in Australien in New South Wales positiv auf L. interrogans getestet. Es 

wurde nach Antikörper auf die Serovare Pomona und Hardjo getestet. 72 % der Herden waren 

entweder auf eins der beiden Serovare oder auf beide Serovare positiv (King 1991). Bei einer 

australischen Untersuchung von Milchviehherden im Süd-Westen von Victoria wurde eine 

Herdenprävalenz von 8 % auf Leptospira spp. festgestellt (Erregger et al. 2020). Untersuchte 

wilde Schweine in New South Wales, Australien zeigten eine positive Antikörperreaktion auf 

Leptospira borgpetersenii Serovar Hardjo (4 %) und auf Leptospira interrogans Serovar 

Pomona (53 %) (Ridoutt et al. 2014). In Pferden im nördlichen Queensland, Australien, lag die 

Seroprävalenz auf Antikörper bei 26,1 %. Die Herdenprävalenz bei 35 %. Dabei wurden am 

häufigsten die Serovare Arborea, Topaz und Australis identifiziert (Wangdi et al. 2013). 
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4. Material und Methoden 

 

4.1 Proben 

Für die Studie wurden von der Österreichischen Agentur für Gesundheit und 

Ernährungssicherheit (AGES) bereitgestellte Restproben verwendet. Diese wurden im Laufe 

von Routinediagnostik dort archiviert. 

Nach Sichtung der Proben mussten einige aus der Testung genommen werden, da es 

entweder zu wenig Probenmaterial gab, es sollte ein Mindestrest an Serum übrigbleiben für 

das Archiv der AGES, oder die Sera waren optisch kontaminiert. Ein Ziel war es zu schauen, 

ob sich der Serostatus einzelner Tiere über die Jahre verändert hat. Deswegen wurden 

vorzugsweise Proben verwendet, die vom selben Tier zu unterschiedlichen Zeitpunkten 

genommen wurden. 

Für die Testung auf Coxiella burnetii- und Chlamydia abortus-AK wurden für das Jahr 2018 

204 Proben, für das Jahr 2019 205 Proben und für das Jahr 2020 224 Proben gewählt. Für 

die Testung auf Toxoplasma gondii-Antikörper und Leptospiren-AK wurden für die Jahre 2018, 

2019 und 2020 zusätzlich 48, 20 und 24 Proben ausgewählt. 

Die Gesamtanzahl der Proben beläuft sich auf 725 für T. gondii-Tests sowie Leptospiren- 

Tests. Für die C. abortus- sowie für die C. burnetii-Tests beläuft sich die Gesamtanzahl auf 

633 Proben. 

Die Blutsera stammten von insgesamt 632 Tieren. Davon wurden 50 Tiere zweimal, 20 Tiere 

dreimal und ein Tier viermal zu unterschiedlichen Zeitpunkten beprobt. 

4.2 Testverfahren 

Die verwendeten Testverfahren waren der ELISA-Antikörper-Test für die Untersuchung der 

Proben auf Toxoplasma gondii, Chlamydia abortus sowie Coxiella burnetii. Das verwendete 

Testverfahren für die Untersuchung auf Leptospiren ist der MAT. 

4.2.1 ELISA 

4.2.1.1 Allgemein 

Der „Enzyme-Linked Immunosorbent Assay“ (ELISA) bietet die Möglichkeit zum Nachweis von 

Antigenen und Antikörpern. Es gibt verschiedene Formen von ELISA – der direkte ELISA zum 

Nachweis von Antigenen und der indirekte ELISA zum Nachweis von Antigen oder 

Antikörpern. 
Beiden Verfahren liegt eine enzymatische Farbreaktion zur Grundlage. Der häufigste genutzte 
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Test      ist      der      indirekte      ELISA      zum      Nachweis      von       Antikörpern.     

Beim indirekten Nachweis von Antikörpern hat man eine mit spezifischem Antigen 

beschichtete Mikrotiterplatte. Die zu untersuchende Probe wird in die Wells pipettiert. Sind 

Antikörper in der Probe vorhanden binden sie mit dem Antigen in der Platte. Nicht gebundene 

Antikörper werden durch einen Waschvorgang entfernt. Anschließend wird eine Lösung mit 

Antiglobulin, dass mit einem Enzym verbunden ist, hinzugefügt. Dieses Antiglobulin bindet an 

die Antikörper, wenn welche vorhanden sind. Auch hier werden nicht gebundene Antiglobuline 

mittels einem Waschvorgang entfernt. Nun wird noch ein Enzym-Substrat hinzugefügt. Sind 

Antigen-Antikörper-Enzym-Komplexe vorhanden kommt es zu einer Farbreaktion. Mittels 

Photometer kann die Intensität dieser Reaktion gemessen werden (Tizard 2009). 

Eine andere Variante des indirekten ELISA ist der Sandwich ELISA zum Nachweis von 

Antigenen. Hier sind die Platten mit einem spezifischen Antikörper beschichtet. Die zu 
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testenden Proben werden in die Wells pipettiert. Sind Antigene vorhanden kommt es zu einer 

Ankoppelung an die Antikörper. Überschüssiges wird durch den Waschvorgang entfernt. 

Anschließend werden spezifische Antikörper dazugegeben, die ebenfalls an die Antigene 

binden. Nicht gebundene AK werden abermals durch den Waschvorgang entfernt. Zum 

Schluss wird wie oben beschrieben Antiglobulin mit Enzym sowie ein Enzymsubstrat 

hinzugefügt, um eine Farbreaktion zu bekommen. Die AK sollten hierbei von verschiedenen 

Spezies stammen und das Antiglobulin Spezies spezifisch sein, um zu verhindern, dass es 

sich bei nicht vorhandenem Antigen in der Probe an die bereits beschichteten Antikörper 

bindet und falsch positive Ergebnisse liefert (Tizard 2009). 

 
4.2.1.2 Testkits spezifisch 

Für den Nachweis von Antikörpern gegen Toxoplasma gondii, Chlamydia abortus und Coxiella 

burnetii wurden drei, vom technischen Prinzip gleiche, indirekte ELISA Testkits (ID Screen® 
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Toxoplasmosis Indirect, ID Screen® Chlamydophila abortus Indirect, ID Screen® Q Fever 

Indirect; IDVet, Frankreich) verwendet. Alle drei ELISA sind multispezies ELISA Tests. 

Die Mikrotiterplatten, in diesem Fall 96-Wells, sind mit einem, für den jeweiligen Erreger, 

spezifischem Antigen beschichtet. Das P30 Antigen von T. gondii, ein synthetisches Peptid 

eines Oberflächenantigens (major outer-membrane Protein, MOMP) von C. abortus und 

Phase I (chronische Infektion) und Phase II (akute Infektion) Antigen von C. burnetii. In die 

Vertiefungen der Platten werden die zu testenden Proben sowie Kontrollen pipettiert und 

anschließend inkubiert. Sind nun spezifische Antikörper vorhanden, bilden sie mit dem Antigen 

einen Antikörper-Antigen-Komplex. Nach einem Waschvorgang wird ein Multispezies- 

Peroxidase-Konjugat in die einzelnen Vertiefungen pipettiert. Dieses bindet an die 

spezifischen AK und es kommt zur Bildung eines Antigen-Antikörper-Konjugat-Komplexes. 

Durch einen erneuten Waschvorgang wird das überschüssige Konjugat entfernt. Anschließend 

wird eine Enzym-Substratlösung (Tetramethylbenzidin, TMB) zugesetzt. Sind nun Antikörper 

vorhanden, kommt es zu einer Blaufärbung, die sich nach Zugabe einer Stopplösung in eine 

Gelbfärbung umwandelt. Je nach Menge der in der Probe befindlichen Antikörper kommt es 

zu einer stärkeren oder schwächeren Färbung. Sind keine Antikörper in der Probe vorhanden, 

bleibt eine Färbung aus. Bei einer Wellenlänge von 480 nm wird die optische Dichte 

gemessen. Die Ergebnisse wurden mit folgender Formel berechnet: 

Verhältnis Probe zu Positivkontrolle in Prozent (P/PK %) = (OD (Optische Dichte) der Probe – 

OD der Negativkontrolle/OD der Positivkontrolle – OD der Negativkontrolle) x 100 

(IDVet ID Screen Gebrauchsinformationen 2018). 

Zur Verifizierung der Testkits wurden weitere, bereits positiv oder negativ auf die Erreger 

getestete Proben verschiedener Tierarten (Rinder, Schafe, Ziegen, Neuweltkamele), aus dem 

Archiv der AGES für einen Testdurchlauf herangezogen. Gleichzeitig wurden ein paar der für 

das Projekt ausgewählten Proben in diesem Durchlauf mitgetestet, um die Qualität der 

aufgetauten Proben zu bewerten. 

 
 
4.2.2 Mikroagglutinationstest 

4.2.2.1 Allgemein 

Der Mikroagglutinationstest, MAT, ist eine Nachweismethode von Antikörpern mittels 

Agglutination. Er gilt als der Gold-Standard unter den Tests in der Leptospiren Diagnostik. Bei 

der Untersuchung auf Leptospiren werden kulturell gewonnene, lebende Spirochäten der 
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verschiedenen Serovare verwendet. Die verwendeten Antigen-Serovare sollten repräsentativ 

für die Region sein. Diese werden auf eine Mikrotiter-Platte gebracht. Anschließend werden 

Negativkontrollen und die zu untersuchenden Proben, in verschiedenen 

Verdünnungsschritten, dazugegeben. Mithilfe der Dunkelfeldmikroskopie wird dann der 

Nachweis der Agglutination erbracht. Bei einer Agglutination von ≥ 50 % bei einer Verdünnung 

von 1:100 wird die Probe als positiv angesehen. Die höchste Verdünnungsstufe bei der zu  

50 % eine Agglutination auftritt wird als Endpunkt angesehen (Goris et al. 2014, OIE 2021). 

 
 
4.2.2.2 Testverfahren mit Leptospiren 

Es wurde nach den momentan gängigen Protokollen in der Mikrobiologie (Goris et al. 2014) 

und den Vorgaben der World Organisation for Animal Health (WOAH/OIE 2021) verfahren. Für 

die Untersuchung der Proben auf Leptospiren-Antikörper wurden von Mitarbeitern der AGES 

die Spirochäten von 8 verschiedenen Serovaren angezüchtet, die anschließend für die 

Untersuchung verwendet werden konnten. Für die Arbeit wurden Serovare der Spezies 

L. interrogans - Serovar Australis, Canicola, Copenhageni, Pomona – gewählt. Zusätzlich das 

Serovar Grippotyphosa der Spezies Leptospira kirschneri. Und die zur Spezies Leptospira 

borgpetersenii gehörigen Serovare Hardjo, Saxköbing und Sejroe. 

Zuerst wurde ein Screening der Proben in einem Verdünnungsverhältnis von 1:50 

durchgeführt. Hierbei wurden die Sera in einem Verhältnis von 1:25 in einer Deep-Well-Platte 

verdünnt. Dafür wurde 16 µl pro Probe sowie 384 µl einer NaCl-Lösung verwendet. 

Anschließend kommen je 25 µl der verdünnten Proben nach demselben Schema wie bei 

einem ELISA (hier mit vier Negativkontrollen, deren Wells mit 25 µl NaCl-Lösung befüllt 

werden, und 92 Proben) auf eine 96-Well-Mikrotiterplatte mit flachem Boden. Pro Vertiefung 

kamen noch 25 µl Leptospiren der gewünschten Serovare hinzu. Dadurch kam es zu einer 

finalen Verdünnung von 1:50. Nach der Zugabe der Leptospiren wurden die Mikrotiterplatten 

abgedeckt und der Inhalt mit einem Mikroplattenschüttler vermischt. Die Platten wurden dann 

anschließend für 2 Stunden in einen auf 29 °C eingestellten Inkubator gegeben. Abschließend 

wurden die Platten unter dem Dunkelfeld-Mikroskop beurteilt (Abb. 6). Positive Proben wurden 

in weiteren Verdünnungsschritten untersucht. 
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4.3 Auswertungsmethoden 

4.3.1 ELISA 

Damit eine Probe als positiv gewertet wird, muss eine bestimmte S/P-Ratio bei der Messung 

erreicht werden. Für Sera und Plasma galt hier folgendes Wertungsschemata (IDVet ID 

Screen Gebrauchsanweisungen 2018). 

T. gondii: S/P ≤ 40 % (Negativ), 40 % < S/P < 50 % (Fraglich), S/P ≥ 50 % (Positiv) 
 
C. abortus: S/P ≤ 50 % (Negativ), 50 % < S/P < 60 % (Fraglich), S/P ≥ 60 % (Positiv) 

 
C. burnetii: S/P ≤ 40 % (Negativ), 40 % < S/P ≤ 50 % (Fraglich), 50 % < S/P ≤ 80 % 

(Positiv), S/P ≥ 80 % (Stark positiv) 

 
 
4.3.2 Mikroagglutinationstest 

Nach einem Screening mit einer Verdünnung von 1:50 wurden all jene Proben die eine 

Agglutination von ≥ 50 % aufwiesen weiter titriert. Proben wurden als positiv auf ein Serovar 

gewertet, wenn sie ab einer Verdünnung von 1:100 eine Agglutination von ≥ 50 % 

aufzeigten. Proben mit weniger oder keiner Agglutination wurden als negativ angesehen. 

War eine Agglutination oder eine fehlende Agglutination nicht eindeutig feststellbar, wurden 

diese Seren im MAT als nicht auswertbar deklariert. Als mögliche Gründe können ein 

getrübtes Serum oder Bewegungsverlust der Leptospiren aufgrund von Substanzen im 

Serum wie beispielsweise dem Tier verabreichte Arzneimittel genannt werden. Die 

Auswertung erfolgte mit Dunkelfeld-Mikroskopie (Abb. 6). 
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4.3.3 Statistik 

Die Ergebnisse wurden mittels Microsoft Office 365 EXCEL notiert, bearbeitet und 

ausgewertet. Die Auswertung erfolgte deskriptiv. 
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5. Ergebnisse 

 

Die Ergebnisse unterteilen sich in drei Abschnitte. Die Ergebnisse der ELISA-Tests, die der 

Mikroagglutinationstests und die Vergleichsergebnisse der Proben die von den mehrmals 

beprobten Tieren stammen. 

5.1 ELISA-Ergebnisse 

Über die Jahre war die Anzahl bzw. der Anteil (%) der Proben unterschiedlich positiv bzw. 

fraglich auf T. gondii (Tab. 5), auf C. abortus (Tab. 6) und auf C. burnetii (Tab. 7) Antikörper. 

Toxoplasma gondii: 
 
Tab. 5 Anzahl und Anteil der T. gondii Antikörper positiv, fraglich und negativ getesteten 

Neuweltkamel-Proben 
 

Toxoplasma gondii (n = 725) 
 positiv n (%) negativ n (%) fraglich n (%) Gesamtanzahl n (%) 
2018 108 (42,86) 136 (53,97) 8 (3,17) 252 (100) 
2019 76 (33,78) 148 (65,78) 1 (0,44) 225 (100) 
2020 98 (39,52) 147 (59,27) 3 (1,21) 248 (100) 
Gesamtanzahl n (%) 282 (38,9) 431 (59,45) 12 (1,65) 725 (100) 

 
 
Chlamydia abortus: 

 
Tab. 6 Anzahl und Anteil der C. abortus Antikörper positiv, fraglich und negativ getesteten 

Neuweltkamel-Proben 
 

Chlamydia abortus (n = 633) 
 positiv n (%) negativ n (%) fraglich n (%) Gesamtanzahl n (%) 
2018 0 (0) 203 (99,51) 1 (0,49) 204 (100) 
2019 0 (0) 205 (100) 0 (0) 205 (100) 
2020 0 (0) 224 (100) 0 (0) 224 (100) 
Gesamtanzahl n (%) 0 (0) 632 (99,84) 1 (0,16) 633 (100) 

 
 
Coxiella burnetii: 

 
Tab. 7 Anzahl und Anteil der C. burnetii Antikörper positiv, fraglich und negativ getesteten 

Neuweltkamel-Proben 
 

Coxiella burnetii (n = 633) 
 positiv n (%) negativ n (%) fraglich n (%) Gesamtanzahl n (%) 
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2018 0 (0) 203 (99,51) 1 (0,49) 204 (100) 
2019 1 (0,49) 204 (99,51) 0 (0) 205 (100) 
2020 0 (0) 224 (100) 0 (0) 224 (100) 
Gesamtanzahl n (%) 1 (0,16) 631 (99,68) 1 (0,16) 633 (100) 

 
 

Tab. 8 ELISA OD-Ergebnisse (Verhältnis Probe zu Positivkontrolle (%); P/PK %) 
 

 T. gondii C. abortus C. burnetii 
Probenzahl gesamt (n) 725 633 633 
Cut-off > 50 ≥ 60 > 50 
Medianwert 21 2 2 
Maximalwert 318 55 73 
Minimalwert 0 -15 -1 

 
 
 
5. 2 MAT-Ergebnisse 

Insgesamt wurden 725 Proben auf Leptospiren Antikörper getestet. Im Screening zeigte sich, 

dass von allen getesteten Proben 86 (11,86 %) eine positive Reaktion zeigten. Nach der 

Weitertitrierung zeigte sich, dass 54 (7,45 %) der gesamten Proben als positiv auf Leptospiren 

AK eingestuft werden konnten, 127 (17,52 %) nicht auswertbar und 544 (75,03 %) negativ 

waren. Die meisten Proben waren positiv im Serovar Australis, gefolgt von den Serovaren 

Copenhageni und Grippotyphosa (Tab. 9). 

Zwei Proben waren bei drei verschiedenen Serovaren positiv (Australis, Grippotyphosa, 

Saxköbing sowie Australis, Grippotyphosa, Pomona). Und 11 Proben waren in je zwei 

verschiedenen Serovaren positiv (sechs Proben: Australis und Copenhageni, zwei Proben: 

Grippotyphosa und Copenhageni, eine Probe: Australis und Pomona, eine Probe: Australis 

und Grippotyphosa, eine Probe: Saxköbing und Australis). 

Eine Probe erreichte als höchsten Titer 1:6400 beim Serovar Australis. Und die meisten 

positiven Proben lagen bei einem Titer zwischen 1:100 und 1:400 (Tab. 10). 

 
 
Tab. 9 Anzahl der Leptospiren Antikörper positiv (+) und negativ (-) getesteten sowie nicht 

auswertbaren (/) Neuweltkamel-Proben für das jeweilig getestete Serovar 
 

 Australis Canicola Copenhageni Grippotyphosa 
 + - / + - / + - / + - / 

2018 12 200 40 0 209 43 5 200 47 9 190 53 
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2019 11 200 14 0 213 12 6 206 13 4 207 14 
2020 4 232 12 0 233 15 8 222 18 4 229 15 

Gesamtanzahl 725 725 725 725 
 

 Hardjoe Pomona Saxköbing Sejroe 
 + - / + - / + - / + - / 

2018 0 191 61 3 184 65 2 188 62 0 187 65 
2019 0 212 13 1 211 13 0 212 13 0 212 13 
2020 0 226 22 0 226 22 0 233 15 0 230 18 

Gesamtanzahl 725 725 725 725 
 
 
Tab. 10 Anzahl der Neuweltkamel-Proben mit einem positiven Antikörper Ergebnis (positiver 

Titer ab 1:100) gegen die getesteten Leptospiren Serovare sowie deren Titer-Höhe 

(Probenanzahl n = 725 von 632 Tieren) 
 

 Australis Canicola Copenhageni Grippotyphosa Hardjoe Pomona Saxköbing Sejroe 

Titer 1:100 5 0 9 4 0 4 0 0 

Titer 1:200 6 0 10 5 0 0 2 0 

Titer 1:400 8 0 0 7 0 0 0 0 

Titer 1:800 0 0 0 0 0 0 0 0 

Titer 1:1600 4 0 0 1 0 0 0 0 

Titer 1:3200 3 0 0 0 0 0 0 0 

Titer 1:6400 1 0 0 0 0 0 0 0 

Gesamt 27 0 19 17 0 4 2 0 

 
 

Es wurden zwölf der positiven Proben noch auf acht weitere Serovare getestet (Autumnalis, 

Ballum, Bataviae, Bratislava, Hebdomadis, Icterohaemorrhagiae, Pyrogenes, Tarassovi). Hier 

zeigten sich positive Reaktionen bei den Serovaren Autumnalis, Bratislava und Pyrogenes 

(Abb. 7). 



34 
 

 
 

 
 

5. 3 Vergleichsergebnisse mehrmals beprobter Tiere 

Insgesamt wurden 71 Tiere mehrfach zu unterschiedlichen Zeitpunkten beprobt. 
 
Davon waren bei jeder Beprobung 35 negativ und 12 positiv auf T. gondii Antikörper. Von den 

restlichen 24 Tieren waren 21 zuerst negativ und anschließend positiv. Ein Tier war erst 

negativ, dann positiv und dann wieder negativ. Jeweils 1 Tier war in der ersten Probe fraglich 

und in der darauffolgenden Probe positiv bzw. negativ. 

Auf C. burnetii und C. abortus Antikörper waren alle durchgehend negativ, bis auf ein Tier, 

welches zuerst positiv auf C. burnetii Antikörper und in der folgenden Probe negativ war. 

Von den 71 mehrfach beprobten Tieren waren über die Jahre 2018 bis 2020 43 durchgehend 

negativ. Bei 19 Tieren konnte der Verlauf nicht genau begutachtet werden, da eine oder alle 

Proben nicht auswertbar waren. Jedoch konnte bei zwei dieser Tiere 2018 ein nicht 

auswertbares Ergebnis und 2020 ein positives Copenhageni Antikörper Ergebnis (Titer 1:200 

bzw. 1:100) beobachtet werden. Zwei Tiere waren in den Jahren 2018 und 2019 Leptospiren 

Antikörper negativ und wiesen 2020 ein positives Ergebnis auf. Bei einer dieser Proben kam 

es zu einem Grippotyphosa Antikörper-Titer von 1:200, bei der anderen zu einem Australis 

Antikörper-Titer von 1:1600 und einem Copenhageni Antikörper-Titer von 1:100. Zwei Tiere 
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wiesen im Jahr 2020 einen Copenhageni Titer von 1:100 und 1:200 auf waren aber im Jahr 

2018 bzw. 2019 Leptospiren Antikörper negativ. Ein Tier war 2019 Grippotyphosa Antikörper 

positiv (Titer 1:400) und im Folgejahr bei zweimaliger Testung beide Male negativ. Vier Tiere 

waren über die Jahre durchwegs positiv auf Leptospiren Antikörper. Eines davon wurde einmal 

2018 und einmal 2020 positiv getestet (2018: Australis 1:200 und Pomona 1:200, 2020: 

Copenhageni 1:200) und eines wurde jeweils 2018 und 2019 positiv getestet (2018: Australis 

1:1600 und Copenhageni 1:200, 2019: Australis 1:400). Ein Neuweltkamel wurde zweimal im 

Jahr 2018 und einmal im Jahr 2019 positiv auf Leptospiren Antikörper getestet (2018: Australis 

1:1600 und Copenhageni 1:200, 2018: Australis 1:400, 2019: Australis 1:400) und eines in 

allen drei Jahren 2018, 2019 und 2020 positiv getestet (2018: Australis 1:1600, 2019: Australis 

1:200, 2020: Australis 1:200). 
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6. Diskussion 

 

Durch die ansteigende Beliebtheit Neuweltkamele zu halten wird das Wissen um die möglich 

auftretenden Krankheiten immer wichtiger. Kriegl et al. 2005 erwähnt, dass der Anteil an 

Tieren, die erregerbedingte Krankheiten aufweisen, mit 18,5 % sehr hoch ist. 

Die durchgeführte Studie basiert nicht auf einer repräsentativen Stichprobe, allerdings geben 

die Zahlen einen Hinweis auf die Situation in Österreich. Die Ergebnisse der durchgeführten 

Studie zeigen, dass in österreichischen Neuweltkamel-Beständen besonders auf T. gondii 

geachtet werden muss. Hier sind 38,9 % der Proben positiv auf Antikörper getestet worden. 

Im Vergleich zum europäischen Raum liegt Österreich damit im niederen Bereich. In zwei 

Studien, aus der Tschechischen Republik (Bártová et al. 2017) und aus der Schweiz (Basso 

et al. 2020), waren retrospektiv 69 % bzw. 83,2 % der Neuweltkamele bei Verwendung 

desselben Tests (ID Screen® Toxoplasmosis Indirect Multispecies) T. gondii Antikörper 

positiv. Bei Basso et al. 2020 wurde jedoch der Grenzwert für positive Ergebnisse reduziert, 

was in der durchgeführten Studie den Anteil an positiven Proben etwas erhöhen würde. Doch 

trotz dieser Maßnahme treten T. gondii Antikörper in diesen beiden Ländern deutlich häufiger 

auf. In keinen der drei Studien wurde jedoch eine repräsentative Stichprobe genommen. Die 

niedrigeren Ergebnisse könnten sich dadurch erklären lassen, dass es in Österreich noch nicht 

so viele Neuweltkamele gibt, die zusätzlich auch Kontakt mit anderen Tierarten haben und 

sich bei diesen infizieren. Zum anderen sind die Tiergruppen in Österreich kleiner und dadurch 

ist die Wahrscheinlichkeit einer Infektion niedriger. 

Global sind die Ergebnisse auf T. gondii Antikörper noch höher beispielsweise in Peru 

(Chávez-Velásquez et al. 2005), dort wurde bei der Untersuchung allerdings kein ELISA 

Testverfahren, sondern IFAT verwendet. Shaapan et al. 2008 beschreiben die Sensitivität des 

IFAT im Vergleich zu ELISA niedriger. In einem anderen Paper wird die Sensitivität der beiden 

Tests als gleich beschrieben, so auch die Spezifität (Sharma et al. 2019). Dennoch kommt es 

bei Verwendung des IFAT zu mehr positiven Ergebnissen. Die Testart allein darf also nicht als 

Grund für unterschiedliche Ergebnisse gesehen werden, auch die anderen Risikofaktoren für 

eine Infektion müssen definitiv berücksichtigt werden. In Peru beispielsweise werden deutlich 

mehr Neuweltkamele mit anderen Tierarten gehalten als bei uns. Bei Patitucci et al. 2006 in 

Chile und bei Li et al. 2020 in China sind die Ergebnisse allesamt niedriger als in Europa. Hier 

wurde in beiden Ländern als Testverfahren ein MAT genutzt. Dieser gilt als weniger sensitiv 

als das ELISA oder IFAT Verfahren. Bei einer Testung mit den genannten Testsystemen 

könnte es demnach zu mehr positiven Ergebnissen kommen (Sharma et al. 2019). 
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Eine große Rolle bei der Infektion sollen Katzen als Überträger der Toxoplasmen in der 

Umgebung der Tiere spielen. Bei Patitucci et al. 2006 sind keine Katzen im Stall zu finden und 

die Ergebnisse waren niedriger. Dem gegenübergestellt sind die ebenfalls niedrigen 

Ergebnisse bei der Untersuchung von Rindern und Schweinen in Polen obwohl dort Katzen 

am Hof zu finden sind (Skroka et al. 2020). Es kann davon ausgegangen werden, dass Katzen 

nicht als Hauptursache für eine Infektion zu sehen sind. Das wird auch von Schares et al. 2008 

unterstrichen, die nur bei 0,11 % der untersuchten Katzen in Deutschland, Frankreich, 

Österreich und der Schweiz T. gondii im Kot nachweisen konnten. 

Ein weiterer möglicher Übertragungsweg zwischen den Neuweltkamelen und/oder anderen 

daneben gehaltenen Hauswiederkäuern ist der Kontakt mit infiziertem Abortmaterial. Bei 

Wiederkäuern ist bereits bekannt, dass in ausgeschiedenem Abortmaterial T. gondii 

vorhanden ist (Nayeri et al. 2021). Als Zoonose-Erreger ist diese Art der Übertragung neben 

den typischen, wie infiziertes Fleisch oder direkte orale Oozystenaufnahme, ebenfalls ein 

Risiko für den Menschen. Aufgrund der hohen Ergebnisse bei den Neuweltkamelen sollte man 

sich bewusstmachen, dass dieser Erreger ein Problem in den Beständen ist und damit der 

Kontakt mit diesen Tieren ein Infektionsrisiko darstellt. Vor allem Schwangere sollten den 

Kontakt mit gefährdeten und verdächtigen Tieren bzw. Tieren mit Abortgeschehen vermeiden. 

Durch die erneute Beprobung einzelner Tiere über die Jahre, konnte gezeigt werden, dass 

einige Tiere nach der ersten Testung erst ein negatives und dann ein positives Antikörper 

Ergebnis hatten. Das weist darauf hin, dass sie innerhalb des Zeitraumes eine Infektion 

durchgemacht haben, was weiter darauf schließen lässt, dass T. gondii ein aktuelles Problem 

in den Neuweltkamel-Beständen Österreichs ist. 

Die Ergebnisse haben gezeigt, dass C. burnetii und C. abortus eine untergeordnete Rolle bei 

Neuweltkamelen in Österreich spielen. Nur jeweils ein Tier wurde positiv auf Antikörper gegen 

diese beiden Erreger getestet. Und nur eine weitere Probe wurde als fraglich auf C. burnetii 

ausgewertet. Ein Vergleich der Lage bei Neuweltkamelen in anderen Ländern ist nicht möglich, 

da es dazu keine Studien gibt. Lediglich über einzelne Fälle wird bei Rüfli et al. 2021 und 

Tomaiuolo et al. 2021 in der Schweiz berichtet. 

Im Vergleich wurden diese Erreger bzw. Anti-Antikörper gegen diese Erreger in anderen 

Tierarten durchaus öfter beobachtet. Steinparzer 2020 berichtet von knapp über 12 % positiv 

auf Antikörper gegen C. burnetii getestete Rinder in Österreich. Auch bei Sodoma et al. 2019 

zeigen Rinder eine höhere positive Antikörper Reaktion. Ganz allgemein scheint es als ob 

Rinder sowie kleine Wiederkäuer auf der ganzen Welt deutlich höhere positive Ergebnisse auf 
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C. burnetii Antikörper aufweisen: 8,8 % bei Rindern in Bosnien und Herzegowina (Softic et  

al. 2018), Büffel in Indien mit einer Prävalenz von 7 % (Keshavamurthy et al. 2019), 13 %,  

11 % und 4 % Prävalenz bei Ziegen, Schafe und Rindern im Chad (Schelling et al. 2003), 

Rinder in Ecuador mit einer Prävalenz von 43 % (Echeverría et al. 2019). 

Auch wenn die Zahlen zur Erhebung der Seroprävalenz bei Neuweltkamelen und Rindern in 

Österreich in diesen Studien nicht repräsentativ sind, lässt sich dennoch erkennen, dass 

C. burnetii Antikörper bei Neuweltkamelen seltener nachgewiesen werden als bei Rindern. Es 

könnte nun daran liegen, dass nach Riedl 2013 > 80 % der Tierhalter von Neuweltkamelen in 

Österreich diese nicht mit anderen Tieren vergesellschaftet. Und dadurch kommt es zu 

wenigen bis keine Übertragungen durch andere Tierarten. Eine frühere Studie zeigte jedoch, 

dass > 50 % der Tierhalter im deutschsprachigen Raum die Neuweltkamele mit anderen 

Tieren vergesellschaftet (Kriegl et al. 2005). Das würde wiederum darauf hindeuten, dass es 

doch eine höhere Wahrscheinlichkeit gibt, dass Neuweltkamele mit anderen erkrankten Tieren 

in Kontakt kommen und sich infizieren können. Aber sie keine Symptome entwickeln, wodurch 

es keinen Grund gibt sie untersuchen zu lassen. 

 
Ein weiterer Grund für die geringen positiven Ergebnisse auf Antikörper gegen C. burnetii kann 

in der Immunantwort des Tieres selbst liegen. Im Jahr 2019 wurde die Probe eines 

Neuweltkamels positiv auf Antikörper getestet, bei einer erneuten Probennahme desselben 

Tieres ein Jahr später wurde die Probe negativ auf Antikörper getestet. Es kann also sein, 

dass nach einem gewissen Zeitraum die Antikörper im Blut nicht mehr nachweisbar sind. 

Dieses Phänomen beschreiben Böttcher et al. 2011 bereits in ihrer Studie bei Rindern. Hier 

wurden nach einigen Monaten keine Antikörper mehr nachgewiesen. Bei Serrano-Perez et 

al. 2015 wurden Rinder, die Antigen positiv waren, nach einem gewissen Zeitraum negativ auf 

Antikörper gegen C. burnetii getestet. Zusätzlich konnte gezeigt werden, dass bei Rindern die 

Antikörper  um  die Geburt teils abfallen bis ganz unter  die Nachweisgrenze (Walraph et    

al. 2018). All diese Möglichkeiten können auch bei den Neuweltkamelen eine Rolle spielen. 

Und dadurch werden eventuell nicht alle betroffenen Tiere entdeckt. 

Bei C. abortus stellt sich ein ähnlicher Fall auf. Es gibt kaum Studien über C. abortus bei 

Neuweltkamelen. In einer Studie aus China aus dem Jahr 2020 wurden dort untersuchte 

Alpaka Blutproben deutlich mehr positiv auf Antikörper getestet. Andererseits mit einem 

anderen Testsystem, IHA (Li et al. 2020). Bei diesem wurden bereits mögliche 

Kreuzreaktionen mit C. felis beobachtet (Wu et al. 2013). Und bei einer Studie über Guanakos 
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in Mexiko wurden 9,6 % positiv auf Antikörper mittels ELISA getestet (Díaz et al. 2015). Bei 

anderen Tierarten zeigen sich wieder quer über die Welt verteilt hauptsächlich höher positivere 

Ergebnisse: 9,2 % bei Schafen in Österreich (Blumer et al. 2012), bei Rindern in der Schweiz 

38,5 % (Vidal et al. 2017), 7,2 % der Schafe in Algerien mittels demselben ELISA Testkit wie 

in dieser Studie (Hireche et al. 2016) und 12,25 % der getesteten Kamele in Lybien bei Elzlitne 

et al. 2016. 

 
Gründe für die Unterschiede könnten zum einen Kreuzreaktionen mit anderen Chlamydien- 

Spezies wie Chlamydia pecorum sein (Vidal et al. 2017; Softic et al. 2018). Hierbei kann es 

vermehrt zu positiven Fällen kommen. Durch die geringen positiven Ergebnisse bei 

Neuweltkamelen würde das in unserem Fall bedeuten, dass diese Erregerspezies bei 

Neuweltkamelen deutlich geringer oder gar nicht auftauchen. Livingstone et al. 2005 zeigen in 

ihrer Studie, dass es beim Test zu einer geringeren Sensitivität bei Verwendung eines 

MOMP-Antigens im Vergleich zu einem POMP (polymorphic outer-membran protein) -Antigen 

kommt. Da der hier aktuell verwendete ELISA Testkit ein MOMP-Antigen einsetzt, kann es 

sein, dass mögliche Antikörper positive Tiere nicht erkannt wurden. Zwar wurde vor der 

Testung in unserer Studie ein Probelauf gestartet mit bereits durch andere Testverfahren als 

positive bewertete Proben. Jedoch benötigen die ELISA-Testverfahren noch weiterer Studien, 

um die Zuverlässigkeit dieser Verfahren bei Neuweltkamelen zu zeigen. 

Bei den Leptospiren sieht die Sache etwas deutlicher aus. 7,45 % der Proben waren positiv. 

17,56 % nicht auswertbar. Am häufigsten wurden Antikörper auf die Serovare Australis, 

Copenhageni und Grippotyphosa nachgewiesen. Die von uns verwendeten Serovare sind 

bereits bei anderen Säugetieren schon aufgetreten (Adler und De la Pen͂a 2010). In Europa 

werden Leptospiren bei Neuweltkamelen nur in England und Wales erwähnt, jedoch gibt es 

keine Prävalenz Studien (Halsby et al. 2017). Aktuelle Studien über das Vorkommen von 

Leptospiren         bei         Tieren         in         Österreich         liegen          nicht          vor.  

Vor allem in Südamerika, hauptsächlich Argentinien und Peru, gibt es Studien über 

Leptospiren bei Neuweltkamelen. Als Träger und Ausscheider von Leptospiren werden Nager 

genannt, die über den Urin die Umgebung kontaminieren (Adler und De La Pen͂a 2010). Das 

kann eine Infektionsquelle für Neuweltkamele sein, aber auch Abortmaterial kann hier als 

Infektionsquelle zu nennen sein. Beide Arten der Ausscheidung sind Gründe, durch die sich 

der Mensch ebenfalls infizieren kann. Hinweise auf eine Neuinfektion innerhalb der Bestände 

lieferten uns die Ergebnisse der mehrfach beprobten Tiere. Es gab welche, die, erst negativ, 
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zu einem späteren Zeitpunkt Leptospiren Antikörper aufwiesen. Zusätzlich gab es Tiere, deren 

Antikörper-Titer mit jedem vergangenen Jahr abnahm oder ganz negativ war. Verantwortlich 

dafür kann neben der offensichtlichen Möglichkeit der erfolgreichen Behandlung, auch sein, 

dass es eventuell nur einen kurzen Zeitraum der Nachweismöglichkeit von Antikörpern im 

Serum nach einer Leptospiren Infektion gibt (Morikawa et al. 2015). 

Der Anteil an nicht auswertbaren Proben lag bei 17,56 %. Es könnte sein, dass Bestandteile 

in den Neuweltkamel-Serumproben eine Darstellung der Agglutination nicht möglich gemacht 

haben. Die betroffenen Proben könnten Substanzen enthalten haben, die zu einer Trübung 

und Überlagerung führten, oder Leptospiren in ihrer Bewegung beeinträchtigen oder sogar 

abtöten, wie bei einer Therapie mit Antibiotika. Eine nähere Betrachtung der Proben in Form 

weiterer Studien sind erforderlich, um die Ursache zu klären. 

In anderen Studien sind die positiven Ergebnisse sehr oft höher (Llorente et al. 2002, Risco- 

Castillo et al. 2014; Rosadio et al. 2012). Das könnte an den verwendeten Serovaren liegen 

(Castellonis, wie bei Llorente et al. 2002 zu finden, wurde in unserer Studie nicht genutzt). 

Immer wieder finden sich Bratislava und Icterohaemorrhagiae unter den positiven 

Ergebnissen, bei egal welcher Tierart (Risco-Castillo et al. 2014, Rosadio et al. 2012, Vidal et 

al. 2017, Pedersen et al. 2017). Diese beiden Serovare haben wir in unserer Studie ebenfalls 

nicht verwendet. 

Wir haben uns dazu entschieden acht Serovare zu verwenden, die im österreichischen Raum 

bei Wiederkäuern nachweisbar waren. Allerdings war während der Literaturrecherche zu 

erkennen, dass es durchaus auch noch andere interessante Serovare gibt, die bei 

Neuweltkamelen zu finden sind. 

Die zusätzliche Untersuchung einiger Proben auf acht weitere Serovare haben gezeigt, dass 

man bei Neuweltkamelen in Österreich auf noch mehr Serovare testen muss, um sicher zu 

sein welche Serovare die am häufigsten vorkommenden sind. Aber mit diesen Ergebnissen 

kann man schon etwas genauer weiterforschen, welche Serovare als die wichtigsten 

anzusehen sind. Klar ist, dass man die Serovare Autumnalis, Bratislava und Pyrogenes bei 

einer Leptospiren Erkrankung von Neuweltkamelen in Österreich ebenfalls in Betracht ziehen 

muss. Die Anwesenheit des in anderen Ländern öfter auftretende Serovar 

Icterohaemorrhagiae konnte hier nicht nachgewiesen werden. 

Schlussfolgernd aus der durchgeführten Studie, besteht bei Neuweltkamelen in Österreich ein 

deutlicher Hinweis auf das Vorkommen von zoonotischen Infektionserregern, besonders von 
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T. gondii und Leptospiren. Bei Aborten von Neuweltkamelen sollten diese Erreger im 

Besonderen, aber auch C. abortus und C. burnetii, als Differentialdiagnose aufgenommen 

werden und entsprechend abgeklärt werden. 
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Tab. 9 Anzahl der Leptospiren Antikörper positiv (+) und negativ (-) getesteten sowie nicht 

auswertbaren (/) Neuweltkamel Proben für das jeweilig getestete Serovar 

Tab. 10: Anzahl der Neuweltkamel-Proben mit einem positiven Antikörper Ergebnis (positiver 

Titer ab 1:100) gegen die getesteten Leptospiren Serovare sowie deren Titer-Höhe 

(Probenanzahl n = 725 von 632 Tieren) 
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