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1. Einleitung 
Das Feline Coronavirus (FCoV) ist ein behülltes, einzelsträngiges RNA-Virus (DE 

GROOT et al. 2011). Es ist hochinfektiös und endemisch in Katzenpopulationen 

weltweit (POSCH 2001, AN et al. 2011, KLEIN-RICHERS et al. 2020). Basierend auf 

Mutationen im viralen Genom und damit verbundener veränderter Pathogenität 

werden zwei Biotypen unterschieden: das weit verbreitete avirulente Feline Enterale 

Coronavirus (FECV) und das hochvirulente Feline Infektiöse Peritonitis-Virus (FIPV) 

(PEDERSEN et al. 1981a, PEDERSEN et al. 1981b). Um Verwirrung zu vermeiden, 

wird in dieser Dissertation immer dann von FCoV gesprochen, wenn beide Viren 

betroffen sind oder es unklar ist, ob es sich um ein FECV oder ein FIPV handelt. 

Während eine Infektion mit FECV nur zu milden gastrointestinalen Veränderungen 

führt oder subklinisch bleibt, kommt es bei 5-10% aller infizierten Katzen zu 

pathogenetisch relevanten Mutationen im viralen Genom die zu der Entwicklung der 

Felinen Infektiösen Peritonitis (FIP) führen (ADDIE and JARRETT 1990, ADDIE and 

JARRETT 1992, ADDIE et al. 1995). Die klinischen Veränderungen der FIP sind meist 

unspezifisch und umfassen Apathie, Fieber und Gewichtsverlust, oft gefolgt von 

Ergüssen in Bauch- oder Brusthöhle. Außerdem kann es zu neurologischen oder 

okularen Veränderungen kommen (PEDERSEN 2009). Katzen mit FIP-Effusionen 

haben im Durchschnitt nur eine Überlebensrate von wenigen Tagen (RITZ et al. 2007). 

Neue Studien zu antiviraler Therapie mit einem Adenosin-Analogon führten zu 

vielversprechenden Ergebnissen, das Medikament ist bis zum jetzigen Zeitpunkt 

jedoch nur sehr begrenzt für den klinischen Routinegebrauch verfügbar (ADDIE et al. 

2020a, DICKINSON et al. 2020). 

Das FECV wird über den fäkal-oralen Weg übertragen und infiziert in erster Linie 

Epithelzellen, vor allem Enterozyten. Zu den potenziellen Risikofaktoren einer Infektion 

gehören unter anderem das Alter, der Immunstatus der Katzen, sowie die Anzahl der 

in einem Haushalt lebenden Katzen (KLEIN-RICHERS et al. 2020). Ziel eines jeden 

Haushaltes sollte es sein, die Viruslast möglichst gering zu halten und das Risiko einer 

Infektion zu minimieren. 

Für den Nachweis des FCoV gibt es Antikörper-Tests, welche nachweisen, dass die 

Katze Kontakt mit dem Virus hatte, aber nicht zwangsläufig gerade eine aktuelle 

Infektion durchmacht (ADDIE et al. 2015). Die molekulare Diagnostik dagegen, weist 

direkt Virusnukleinsäure nach und zeigt dadurch das Vorhandensein des Virus in der 
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Katze bzw. in ihren Ausscheidungen. Da das Virus vor allem mit dem Kot 

ausgeschieden wird, ist der direkte Nachweis von Viruspartikeln im Kot am 

geeignetsten, um Virusausscheider zu identifizieren (ADDIE and JARRETT 2001). Das 

Verfahren der Polymerase-Kettenreaktion (PCR), welches hierfür meist genutzt wird, 

ist hochsensibel, aber erfordert ein hochausgestattetes Labor und ist kosten- und 

zeitintensiv. Um potentielle Ausscheider erkennen und gegebenenfalls isolieren zu 

können, ist ein einfaches, schnelles Verfahren essentiell, welches auch eine 

mehrfache Testung ermöglicht. Dies gewinnt noch zusätzlich an Bedeutung, da 

Katzen, die sich mit dem Virus infiziert haben, FCoV intermittierend ausscheiden 

können bzw. sich auch nach einer überstandenen Infektion erneut mit dem Virus 

infizieren können. Daher sollten mehrere Proben im Abstand von einer Woche bis 

einen Monat genommen werden (KLEIN-RICHERS et al. 2020). 

Im Rahmen dieser Dissertation wurde ein Schnelltest entwickelt, welcher die 

Nachweiszeit des FCoV in Kot erheblich verkürzt und so ein schnelles Handeln 

ermöglicht. Der entwickelte Test beruht auf einem isothermalen Verfahren, der 

Reverse Transkriptase Rekombinase Polymerase Amplifikation (RT-RPA). Kern 

dieses Verfahrens ist es, mithilfe des Einsatzes von Enzymen den Doppelstrang zu 

trennen und damit auf die Temperaturzyklen der PCR verzichten zu können. Dies 

ermöglicht eine Vervielfältigung von Nukleinsäuren bei konstanten 42 °C und innerhalb 

von 15 Minuten. Im Rahmen dieser Studie wurde die nicht-translatierte Region 

(untranslated region, UTR) am 3`-Ende des 7b Gens als Zielregion ausgewählt, da 

diese als sehr konserviert unter den FCoV-Stämmen gilt. Die klinische Sensitivität und 

Spezifität wurde mit 39 Kotproben von Katzen bestimmt und alle Ergebnisse wurden 

mit denen der real-time Reverse Transkriptase-PCR (RT-PCR) verglichen. Für 

mögliche Kreuzreaktionen wurden 19 Viren aus Zellkultur aufgereinigt und getestet. 

Insgesamt zeigte der entwickelte Test eine Sensitivität von 90,9% und eine Spezifität 

von 100% verglichen mit der real-time RT-PCR (GUT et al. 1999). 

  



   3 

2. Literaturübersicht 
 

2.1 Felines Coronavirus 
 

2.1.1 Virus Klassifikation 
 
Das FCoV ist Teil der Familie Coronaviridae, Ordnung Nidovirales. Die Coronaviridae 

bilden eine Gruppe umhüllter, einzelsträngiger RNA-Viren mit nicht segmentierten 

Genomen von etwa 30 Kilobasen (kb) und positiver Orientierung. Sie werden nach 

dem Internationalen Ausschuss für Taxonomie der Viren (ICTV) in zwei Unterfamilien, 

den Letovirinae und den Orthocoronavirinae eingeteilt. Zusammen mit dem Caninen 

Coronavirus (CCoV), dem Transmissiblen Gastroenteritis-Virus (TGEV) und dem 

Porcinen Respiratiorischen Coronavirus (PRCoV) gehört das FCoV zu den 

Orthocoronavirinae, Gattung der Alphacoronaviren (DE GROOT et al. 2011, KING et 

al. 2018) (Abbildung 1).  

 

 
Abbildung 1. Stammbaum der Ordnung Nidovirales mit Fokus auf dem Felinen 

Coronavirus und Beispielen für jede Gattung: HCoV, Humanes Coronavirus; PEDV, 

Porcines epidemic diarrhea virus; PRCoV, Porcines respiratorisches Coronavirus, 

CCoV, Canines Coronavirus; FCoV, Felines Coronavirus; FECV, Felines Enterales 

Coronavirus; FIPV, Felines Infektiöses Peritonitis Virus; SARS-CoV, severe acute 

respiratory syndrome coronavirus, MCoV, Murine Coronavirus; MHV, Murines 
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Hepatitisvirus; BCoV, Bovines Coronavirus; Bulbul-CoV, Bulbul coronavirus; IBV, 

infectious bronchitis virus. Abbildung erstellt mit Daten modifiziert aus dem 

Internationalen Ausschuss für Taxonomie der Viren. 

2.1.2 Struktur und Genom 
 
Die Struktur von allen Coronaviruspartikeln ist ähnlich: genomische, einzelsträngige 

RNA (ssRNA) ist zusammen mit Nukleokapsid-Proteinen von einer Hülle, welche aus 

Membran-Glykoproteinen und „small envelope“-Proteinen besteht, umgeben. An ihrer 

äußeren Hülle befinden sich Oberflächenproteine, die Spike Proteine (DE GROOT et 

al. 2011) (Abbildung 2).  

 

 

 
Abbildung 2. Das FCoV mit seinen einzelnen Strukturproteinen (ssRNA, single strand 

ribonucleic acid). Abbildung erstellt mit Informationen nach (BARKER and TASKER 

2020). 

 
Das Genom aller Alphacoronaviren besteht aus mehreren offenen Leserahmen 

(ORFs). Sechs ORFs sind in Viren aller Unterfamilien vorhanden (ORF 1a, b (das 

RdRP-Gen = RNA-dependent RNA polymerase-Gen); Spike- (S); Envelope- (E); 

Membran- (M); Nukleokapsid-Gen (N)). Die ORFs 1a und b codieren für Polyproteine, 
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welche in einzelne nicht-strukturelle Proteine (NSPs) gespalten werden. Diese nicht-

strukturellen Proteine sind unter anderem die für die Replikation wichtige RNA-

Polymerase sowie virale Proteasen. S-, E-, M- und N-Gene kodieren für die 

Strukturproteine des Virions. Zusätzlich dazu gibt es artspezifische, nicht strukturelle, 

akzessorische Gene, welche für die virale Replikation eine Rolle spielen (DE GROOT 

et al. 2011, TERADA et al. 2014). FCoVs besitzen fünf zusätzliche ORFs. Drei (das 

3a-,b-,c-Gen) befinden sich zwischen dem S- und dem E-Gen, während sich zwei, 7a 

und 7b, am 3`-Ende des Genoms befinden (TERADA et al. 2014). Sowohl an dem 5`- 

als auch an dem 3`-Ende befinden sich sogenannte nicht-translatierte Regionen 

(UTR). Die Sequenzanalyse der 3'-UTR des akzessorischen 7-Gens ergab große 

Ähnlichkeiten zwischen FCoV, CCoV und TGEV (DE GROOT et al. 1987, 

HORSBURGH et al. 1992, VENNEMA et al. 1995) (Abbildung 3).  

Bei den FCoV unterscheidet man zwischen Serotyp I und Serotyp II. Letzterer entsteht 

durch eine Rekombination mit dem CCoV und enthält das Spike-Gen sowie 

unterschiedlich lange Abschnitte der angrenzenden ORF-3-Gene des CCoV. In 

bestimmten Stämmen des Serotyps II ist zusätzlich das Feline RdRP-Gen durch das 

des CCoV ersetzt (TERADA et al. 2014). Innerhalb dieser beiden Serotypen werden 

zusätzlich noch zwei Biotypen, das Feline Enterale Coronavirus (FECV) und das 

Feline Infektiöse Peritonitis Virus (FIPV), unterschieden (PEDERSEN et al. 1981b). 

 
Abbildung 3. Das Genom des Felinen Coronavirus mit seinen ca. 30.000 Basen. UTR, 

untranslated region; S, Spike-Gen; E, Envelope-Gen; M, Membrane-Gen; N, 

Nukleocapsid-Gen. Abbildung erstellt mit Informationen nach (BARKER and TASKER 

2020) 
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2.1.3 Virusevolution 
 
Der Ursprung des FCoV ist bis zum jetzigen Zeitpunkt noch nicht gänzlich geklärt. 

Während das FECV erst später dokumentiert wurde, gab es erste Aufzeichnungen zu 

FIP-Erkrankungen schon 1963 (HOLZWORTH 1963). Zook et al. bewiesen 1968 

erstmals, dass ein Virus für die Entstehung der FIP verantwortlich ist (ZOOK et al. 

1968) und Ward et al. ordneten es der Familie der Coronaviren zu (WARD 1970). Die 

enge antigenetische Verwandtschaft zwischen FCoV, CCoV und TGEV wurde in 

mehreren Studien durch serologische Kreuzreaktionen festgestellt und genauer 

analysiert (PEDERSEN et al. 1978, HORZINEK et al. 1982). Erst 1981 wurde durch 

Pederson et al. beschrieben, dass viele seropositive Katzen ein Virus ausscheiden, 

welches antigenisch ähnlich zum FIPV ist, aber meist nur zu einer milden Enteritis und 

nicht zwangsläufig zur Ausbildung einer FIP führt. So entstand die Unterscheidung 

zwischen den beiden Biotypen des FCoV (PEDERSEN et al. 1981b). 

Je nach Pathogenität differenziert man zwischen dem avirulenten FECV und dem 

hochvirulenten FIPV (PEDERSEN et al. 1981a, PEDERSEN et al. 1981b). Während 

das FECV hauptsächlich Enterozyten des Darms befällt, infiziert das FIPV vor allem 

Monozyten und Makrophagen und führt so zu einer systemischen Erkrankung und 

damit verbundenen Entzündungserscheinungen in verschiedenen Organen 

(PEDERSEN 2014). Die an der Verschiebung der FCoV-Virulenz beteiligten Gene sind 

zwar noch nicht vollständig bekannt, jedoch wurden Mutationen in verschiedenen 

Genen festgestellt, welche mit dem Wechsel zu der hochvirulenten Variante in 

Verbindung gebracht werden. Obwohl das FECV hauptsächlich auf den Intestinaltrakt 

beschränkt bleibt, können beide Biotypen in bestimmten Phasen der Infektion auch in 

anderen Organen nachgewiesen werden (MELI et al. 2004a, KIPAR et al. 2006, FISH 

et al. 2018). 

Bei der Untersuchung von verschiedener FCoV/FIPV-Stämmen ergab der Vergleich 

der Sequenzen in > 95% der vermuteten FIP-Fälle Unterschiede in zwei Codons des 

Spike-Gens. Diese werden als M1058L und S1060A bezeichnet, basierend auf der 

Position und der Art der Aminosäureänderung, d. h. Methionin zu Leucin an Position 

1058 und Serin zu Alanin an Position 1060 (CHANG et al. 2012). Coronavirus-S-

Proteine, welche auf der Basis des Spike-Gen gebildet werden, sind Fusionsproteine 

der Klasse I. Sie enthalten zwei Regionen mit Heptad-Wiederholungen und ein 

Fusionspeptid und sind für die Rezeptorbindung und Zellfusion verantwortlich (BOSCH 

et al. 2003). Die Mutationen treten in der membrannahen Domäne des Gens auf, die 
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als Fusionspeptid fungiert. Beide Mutationen sind unauffällig und es gibt keine 

Hinweise auf funktionelle Konsequenzen (CHANG et al. 2012). Dennoch führt die 

bekannte Funktion des Spike-Proteins zu der Hypothese, dass diese Mutationen zu 

einer Änderung des Zelltropismus führen, die es dem Virus ermöglicht, Makrophagen 

und Monozyten anstelle von Epithelzellen zu infizieren und sich dort zu replizieren. 

Dies lässt die Entstehung einer virulenten Variante vermuten, die eher eine 

systemische als eine enterale Infektion verursacht (STODDART and SCOTT 1989, 

CHANG et al. 2012).  

Wären diese Mutationen der einzige Grund für die veränderte Virulenz, müsste die 

FIP-Erkrankung sehr viel häufiger auftreten als es mit ca. 10% aller FCoV infizierten 

Katzen der Fall ist (ADDIE and JARRETT 1992). Ein Grund für die relativ niedrige 

Prävalenz von FIP-Infektionen könnte sein, dass nicht diese beiden Mutationen allein 

zu dem virulenten Pathotyp führen, sondern zusätzliche Mutationen benötigt werden. 

Vermutet werden diese im akzessorischen Gen 3c, welches bei 2/3 der FIPVs 

betroffen ist. Da das 3c-Gen für die Replikation des Virus in den Darmepithelzellen 

benötigt wird, wird es aufgrund von Mutationen an anderer Stelle im Genom 

überflüssig, wenn das Virus dadurch andere Gewebe oder Zellen im Körper infizieren 

kann. Dies kann dazu führen, dass das Virus nicht mehr in den Darm zurückkehren 

kann und daher keine Viruspartikel mehr mit den Fäkalien ausgeschieden werden. 

Diese Annahme steht im Zusammenhang mit der geringen Inzidenz von FIP-

Ausbrüchen (CHANG et al. 2010, CHANG et al. 2012, PEDERSEN et al. 2012). 

Neben diesen Mutationen wurde in einer anderen Studie eine weitere Mutation an der 

Spaltstelle zwischen der Rezeptorbindung (S1) und der Fusionsdomäne (S2) des 

Spike-Proteins festgestellt. Während alle FECV eine konservierte Furin-Spaltstelle 

hatten, wurde bei den meisten FIPV mindestens eine Substitution gefunden (LICITRA 

et al. 2013). 

In einer weiteren Studie wurden ebenfalls Mutationen in der Heptad-Repeat-1-Region 

des S-Gens mit der Ausbildung von FIP in Verbindung gebracht, wobei auch hier ein 

Zusammenhang zwischen Mutationen im 3c-Gen und Mutationen im Spike-Gen 

festgestellt wurde, welche vermutlich zu veränderter Virulenz führen (BANK-WOLF et 

al. 2014). 

Während es einerseits die Theorie gibt, dass diese beiden Biotypen nebeneinander in 

den Katzenpopulationen zirkulieren (die sogenannte „circulating virulent-avirulent 

FCoV’’-Hypothese) (BROWN et al. 2009) vertreten oben genannten Studien die 
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„internal mutation“ – Hypothese. Diese besagt, dass ein avirulentes Virus, also FECV, 

von der Katze aufgenommen wird und erst im Körper der Katze zu dem virulenten 

Virus (FIPV) mutiert.  

 

2.2 Epidemiologie und Krankheitsverlauf 
 

2.2.1 Übertragung und Umweltstabilität 
 
Das FCoV wird vor allem mit dem Kot ausgeschieden und über den fäkal-oralen Weg 

übertragen. FECV infiziert in erster Linie Epithelzellen, vor allem Enterozyten 

(PEDERSEN 1995, ADDIE and JARRETT 2001, DE GROOT et al. 2011) und wurde 

bei infizierten Katzen in unterschiedlichen Darmabschnitten nachgewiesen 

(PEDERSEN et al. 1981b, HERREWEGH et al. 1997, MELI et al. 2004b, VOGEL et 

al. 2010). Im Speichel konnte das Virus bisher nur sehr selten (bei 7% der infizierten 

Katzen einer Studie) nachgewiesen werden (ADDIE and JARRETT 2001). Die 

Dokumentation einer FIP assoziierten Rhinitis könnte allerdings darauf hindeuten, 

dass der Respirationstrakt ebenfalls eine Eintrittspforte für eine Infektion mit FCoV sein 

könnte (ANDRÉ et al. 2020). Es gibt nur einen beschriebenen Fall der transplazentaren 

Übertragung, bei dem die Katze während der Trächtigkeit an FIP erkrankte 

(PASTORET and HENROTEAUX 1978). Auch die Übertragung über Sperma wurde 

untersucht, wobei das Virus bei 15% der untersuchten Kater im Hoden nachgewiesen 

werden konnte. Da allerdings keine der Spermaproben dieser Studie positiv war, ist 

eine venerische Übertragung unwahrscheinlich (STRANIERI et al. 2020).  

In der Umgebung weist das Virus eine hohe Tenazität auf. Auf kontaminierten, 

trockenen Oberflächen konnten auch nach 3 bis 7 Wochen noch infektiöse Partikel 

isoliert werden (SCOTT 1988).  

Am wahrscheinlichsten ist somit die Übertragung über fäkal-oralem Weg, entweder 

über direkten Kontakt oder aber indirekt über kontaminierte Gegenstände. Dabei spielt 

auch das Alter der sich in einem Hausstand befindenden Katzen eine Rolle, da vor 

allem junge Katzen große Mengen an Virus ausscheiden (PEDERSEN et al. 2008, 

KLEIN-RICHERS et al. 2020). Die Vermutung liegt nahe, dass in dem Zusammenhang 

ein möglicherweise lückenhaftes Hygiene-Konzept der jeweiligen Katzenhaltung eine 

zusätzliche Rolle spielt. In einer Studie, konnte allerdings kein signifikanter 

Unterschied zwischen Haltungen mit verschiedenen Hygienekonzepten festgestellt 

werden. Das führt zu der Hypothese, dass das Virus durch Standard-
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Hygienemaßnahmen nicht ausreichend entfernt/deaktiviert wird (KLEIN-RICHERS et 

al. 2020). Unterstützt wird diese Vermutung durch die hohe Infektiösität von FCoV. In 

einer Studie infizierten sich 28 von 50 FCoV negativen Katzen innerhalb einer Woche 

mit dem Virus, nachdem sie in einem Tierheim untergebracht wurden (PEDERSEN et 

al. 2004).  

Viruspartikel sind empfindlich gegenüber Hitze sowie gegenüber Lipidlösungsmitteln, 

nichtionischen Detergenzien, Formaldehyd, Oxidationsmitteln und UV-Bestrahlung 

(DE GROOT et al. 2011).  

Nach der Infektion mit FCoV beginnt das Tier meist innerhalb einer Woche selbst 

Viruspartikel mit dem Kot auszuscheiden (MELI et al. 2004b). Obwohl viele Katzen 

asymptomatisch bleiben, persistiert die Ausscheidung über Wochen bis Monate, 

manchmal auch ein Leben lang. Dabei kann die Virusausscheidung intermittierend 

oder kontinuierlich erfolgen (ADDIE and JARRETT 2001). Serokonversion erfolgt 

meist 1-4 Wochen nach der Infektion (STODDART et al. 1988, MELI et al. 2004b, 

DESMARETS et al. 2016), wobei eine Korrelation zwischen einem hohem Antikörper-

Titer und einer erhöhten Wahrscheinlichkeit der Virusausscheidung besteht 

(PEDERSEN et al. 2008, FELTEN et al. 2020). Außerdem spricht ein höherer Titer für 

frequentierteres Ausscheiden sowie eine höhere Viruslast im Kot (FELTEN et al. 

2020). Die Immunität nach einer Infektion ist nur von kurzer Dauer und Katzen können 

sich erneut mit dem Virus infizieren (PEDERSEN et al. 2008).  

 

2.2.2 Krankheitsverlauf 
 
Im Hinblick auf die Immunantwort des Organismus auf eine Infektion mit FCoV muss 

man deutlich zwischen dem FECV, welches sich vor allem in den Enterozyten des 

Colons vermehrt, und dem FIPV, welches überwiegend Zellen des Immunsystems wie 

Makrophagen und Monozyten befällt, differenzieren (KIPAR et al. 2010, VOGEL et al. 

2010, CHANG et al. 2012).  

Viren des Serotyps II des FECV binden nach oraler Aufnahme an ein Enzym, die 

Aminopedidase-N (APN), welches sich unter anderem auf den Darmzotten des 

Intestinaltrakts befindet (HOHDATSU et al. 1998, TRESNAN and HOLMES 1998), 

während der Rezeptor des Serotyps I des FECV noch nicht identifiziert wurde (JAIMES 

and WHITTAKER 2018).  

Eine Infektion mit dem FECV löst bei der Katze eine humorale, mukosale und eine 

humorale, systemische Reaktion aus (PEARSON et al. 2019). Während manche 
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Katzen es dadurch schaffen die Replikation des FECV erfolgreich zu kontrollieren und 

das Virus zu eliminieren, bleiben andere persistent infiziert (FOLEY et al. 1997a, 

PEDERSEN et al. 2008). Innerhalb der Gruppe der Antigen-präsentierenden Zellen 

infiziert FCoV vor allem Makrophagen und Monozyten (MELI et al. 2004b). Die 

spezifische humorale Immunantwort beruht darauf, dass die Viruspartikel zu den 

Lymphknoten transportiert werden und dort präsentiert werden. B-Lymphozyten 

differenzieren sich daraufhin zu Plasmazellen, welche Antikörper produzieren und an 

das Blut abgeben. Nachweisbare Titer werden meist erst nach ein bis zwei Wochen 

erreicht, allerdings ist zu vermuten, dass schon vorher eine wirksame Immunantwort 

besteht. Antikörper vom Typ Immunglobulin A (IgA) sind mukophil und reichern sich in 

größerer Konzentration in dem Schleim, der die Epithelzellen des Darms bedeckt, an. 

IgA binden an Oberflächenproteine von Viruspartikeln, die aus Enterozyten freigesetzt 

wurden und verhindern dadurch eine Neuinfektion weiterer Zellen (PEDERSEN 1995). 

Zusätzlich konnte auch eine intrazelluläre Inaktivierung von Viren in der Lamina 

Propria nachgewiesen werden (BRANDTZAEG 2007). Da sich das Virus kaum 

systemisch verbreitet, ist die zelluläre Antwort im Gegensatz nur sehr schwach 

ausgebildet (PEDERSEN 1995). Auch Pearson et al wiesen in einer Studie mit FECV 

infizierten Katzen die Beteiligung von mukosalem IgA und systemischen 

Immunglobulin G (IgG) nach, während es keine Hinweise auf eine zelluläre 

Immunantwort gab. Es konnten nur minimale strukturelle bzw. funktionelle Störungen 

im Colon nachgewiesen werden und die humorale Immunantwort ebbte schnell ab 

nachdem das Virus beseitigt war (PEARSON et al. 2019).  

Die häufigsten klinischen Zeichen für eine FCoV-Infektion sind Enteritiden: In einer 

Studie wurde signifikant öfter FCoV in Durchfallproben als in normalen Kotproben 

nachgewiesen (SABSHIN et al. 2012). Neben normalerweise mildem Durchfall und 

Erbrechen (PEDERSEN 1995), wurde in seltenen Fällen auch von schwerer Fällen 

von Enteritis mit Durchfall und/oder Erbrechen und verkümmertem Wachstum 

berichtet (KIPAR et al. 1998). 

Die geringe Dauer der Immunität gegen FCoV führt dazu, dass es zu einer Reinfektion 

kommen kann. Dies spielt insbesondere in Tierheimen oder Zuchten eine Rolle. Dort 

kann es durch wiederholte Exposition, Infektion und Ausscheidung zu einer erhöhten 

Virusreplikation und damit vermehrt zu Mutationen kommen (PEDERSEN et al. 2009, 

PEDERSEN et al. 2012). Auch andere Faktoren, die zu einer vermehrten 

Virusreplikation und dadurch zu erhöhten Fehlerraten in der viralen RNA führen, 
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erhöhen vermutlich die Wahrscheinlichkeit der Entwicklung des virulenten Biotyps. 

Diese Faktoren umfassen junges Alter der Katzen und damit schwächer entwickeltes 

Immunsystem, Rassen-Prädisposition, Immunsuppression durch Vorerkrankungen, 

Stress sowie Virusmenge und Virulenz (FOLEY et al. 1997b).  

Kommt es zu Mutationen im viralen Genom, die dazu führen, dass die Viruspartikel 

eine höhere Affinität für Makrophagen und Monozyten ausbilden, führt dies zu einer 

systemischen Verbreitung und der möglichen Ausbildung von FIP (PEDERSEN 2014).  

Während bei dem FIPV des Serotyps II sowohl die Aminopedidase-N (APN) als auch 

das als Rezeptor fungierende DC-SIGN (Dendritic Cell-Specific Intercellular adhesion 

molecule-3-Grabbing Non-integrin) eine Rolle bei der Infektion von Monozyten spielen, 

ist bei dem FIPV des Serotyps I das DC-SIGN und nicht APN am Eintrittsprozess von 

FIPV des Serotyps I in Monozyten beteiligt (VAN HAMME et al. 2011, JAIMES and 

WHITTAKER 2018). Wie genau das Virus mit den Rezeptoren interagiert und welche 

Rolle das Spike-Protein dabei spielt ist allerdings noch unklar (JAIMES and 

WHITTAKER 2018). 

FIP ist geprägt durch effiziente Virusreplikation in Makrophagen/Monozyten und damit 

gekoppelten immunpathologischen Prozessen wie der Ablagerung von Antigen-

Antikörperkomplexen, Lymphozyten-Apoptose und granulomatösen Entzündungen 

(VENNEMA et al. 1998, PEDERSEN et al. 2009, BARKER et al. 2013). Dabei können 

die klinischen Anzeichen je nach betroffenem Organ - oft Leber, Niere, Pankreas, Auge 

– oder Zentralem Nervensystem variabel sein. Sie entstehen meist durch eine 

Schädigung der versorgenden Blutgefäße mit Vaskulitis und folgendem 

Organversagen. Oft zeichnet sich eine FIP durch fibrinöse Peritonitis, Pleuritis oder 

Perikarditis mit Ergüssen im Abdomen, Thorax und/oder Perikard aus. Aber auch 

Formen ohne offensichtliche Ergüsse mit granulomatösen Veränderungen an 

verschiedenen Organen sind möglich (HARTMANN 2005). Eine FIPV-Infektion führt 

zu einer starken Unterdrückung der zellulären Immunantwort durch Verminderung der 

natürlichen Killerzellen und der regulatorischen T-Zellen im Blut. (VERMEULEN et al. 

2013). 
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2.2.3 Prävalenz  
 
Das FCoV ist weltweit verbreitet und nur ein paar kleinere Inseln wie die Falklandinseln 

(ADDIE et al. 2012) und die Galapagosinseln (LEVY et al. 2008) gelten als FCoV-frei, 

da dort bei keiner Katze Antikörper gegen FCoV nachgewiesen werden konnten.  

Für die Kontrolle der Verbreitung von FCoV werden sowohl Antikörper im Blut von 

Katzen gemessen als auch Kot oder Rektalabstriche auf Viruspartikel untersucht. Je 

nach Region, Haltungsart und Anzahl der getesteten Katzen variiert die 

Antikörperprävalenz dabei zwischen dem niedrigsten Wert mit 13,7% in Korea (AN et 

al. 2011) und dem höchsten mit 78% in Deutschland (KLEIN-RICHERS et al. 2020).  

Serotyp I dominiert in den Katzenpopulationen (ADDIE et al. 2003, BENETKA et al. 

2004), während Serotyp II für in vitro Diagnostik genutzt wird, da er im Gegensatz zu 

Serotyp I effizienter in der Zellkultur wächst (PEDERSEN et al. 1984). Generell ist die 

Prävalenz für FCoV-Infektionen in Katzenhaushalten mit mehreren Katzen wie 

Tierheime oder Katzenzuchten höher als bei einzeln gehaltenen Katzen oder 

Wildkatzen (PEDERSEN 1976, ADDIE and JARRETT 1992, KISS et al. 2000, CAVE 

et al. 2004). Es wurden allerdings auch Wildkatzen wie Geparden oder Löwen positiv 

auf Viruspartikel im Kot oder FCoV-Antikörper im Blut getestet (EVERMANN et al. 

1988, KENNEDY et al. 2002, KENNEDY et al. 2003).  

Mehrere Studien zeigten einen Zusammenhang von verschiedenen Rassen und einer 

erhöhten Prädisposition für die Infektion mit FCoV (HOLST et al. 2006, SHARIF et al. 

2009, TAHARAGUCHI et al. 2012). So wurde bei einer japanischen Studie eine 

Antikörperprävalenz von 66,7% bei reinrassigen Katzen und 31,2% bei Hauskatzen 

festgestellt. Die Rassen American Curl, Maine Coon, Norwegische Waldkatze, Ragdoll 

und Scottish Fold wiesen dabei eine höhere Antikörperprävalenz auf als andere 

Rassen (TAHARAGUCHI et al. 2012). Neben dem Zustand, dass in Katzenzuchten 

reinrassige Tiere gehalten werden, führt auch der Umstand von vielen Katzenwelpen 

auf engem Raum zu einer höheren Prädisposition einer FCoV-Infektion (KLEIN-

RICHERS et al. 2020).  

Auch bei dem FIPV korreliert eine höhere Anzahl an gehaltenen Katzen auf einem 

Raum mit einer höheren Prävalenz einer FIP-Infektion (KASS and DENT 1995). In 

Mehrkatzen-Haushalten bewegt sie sich zwischen 5-10% (ADDIE and JARRETT 

1990, ADDIE et al. 1995).  
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2.2.4 Prävention  
 
Die beste Methode, um die Ausbreitung von FCoV zu unterbrechen, ist es, im Voraus 

die Ansteckung nicht infizierter Katzen mit dem Virus zu verhindern. Dies ist für 

Tierheime und -pensionen durch die weite Verbreitung von FCoV nahezu unmöglich 

und wäre nur mit einer strengen Kontrolle und gegebenenfalls folgender Quarantäne 

realisierbar. Einzelne Regionen/ Länder, wo die äußeren Gegebenheiten (Abgrenzung 

über Seewege) die strengen Einfuhrkontrollen von empfänglichen Tieren möglich 

machen, hatten Erfolg mit der Etablierung/Erhaltung von FCoV-freien 

Katzenbeständen. Dieser beruhte dabei auf Antikörperkontrollen und Quarantäne vor 

der Einreise in die entsprechenden Gebiete (ADDIE et al. 2012).  

 

2.2.5 Behandlung 
 
Die weite Verbreitung und die milden Krankheitszeichen von FECV führen meist dazu, 

dass – wenn überhaupt - nur eine symptomatische Behandlung erfolgt (GIL et al. 

2013). 

Eine weitere Möglichkeit die Virusausbreitung aufzuhalten ist die Virusausscheidung 

über den Kot zu verhindern. Addie et al. (2020) untersuchten dabei die Wirksamkeit 

von antiviraler Therapie mit einem Nukleosid-Analogon, um Viruspartikel aus dem 

Darm zu eliminieren. Neunundzwanzig chronisch mit FCoV infizierte Katzen wurden 

von ihren Besitzern mit Mutian-Xraohconn behandelt und die Virusausscheidung im 

Kot mittels RT-qPCR überprüft. Die orale Gabe von 4mg/kg Mutian-Xraphconn q24h 

über 4 Tage wurde von den Autoren als optimales Behandlungsprotokoll beschrieben, 

um zu einer erfolgreichen Eindämmung der Virusausscheidung zu führen. Der Nachteil 

hierbei ist, dass das Medikament noch nicht überall zugelassen ist und auch die Gefahr 

von Resistenzen bei unsachgemäßem Gebrauch sollte beachtet werden (ADDIE et al. 

2020b). 

Nachdem die Prognose von FIP jahrzehntelang meist infaust war, gab es auch 

diesbezüglich in den letzten Jahren vielversprechende Studien mit dem Nukleosid-

Analogon (MURPHY et al. 2018, PEDERSEN et al. 2019, ADDIE et al. 2020a, 

DICKINSON et al. 2020). Die Therapie ist allerdings langwierig (50 bis 84 Tage) und 

das Medikament ist bis jetzt nur in wenigen Ländern zugelassen (PEDERSEN et al. 

2019, ADDIE et al. 2020a, DICKINSON et al. 2020). 
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2.2.6 Impfung 
 
Eine weitere wichtige Methode, um die Ausbreitung von Infektionskrankheiten zu 

verhindern, ist eine Immunisierung durch eine Impfung gegen den Erreger. In den USA 

und einigen europäischen Ländern ist bereits ein intranasaler Impfstoff erhältlich. Er 

enthält ein temperaturempfindliches Derivat des DF2-Stammes vom Serotyp II 

(CHRISTIANSON et al. 1989). Durch seine Stabilität bei 31 °C 

(Durchschnittstemperatur im Respirationstrakt) jedoch nicht bei 39 °C 

(Durchschnittskörpertemperatur Katze) wird die Induktion von IgA und zellvermittelter 

Immunität gefördert und vor allem eine lokale Immunantwort der Schleimhäute 

ausgelöst. Es konnten allerdings mit niedrigem Titer auch systemische Antikörper im 

Blut nachgewiesen werden. Die Ergebnisse von experimentellen Studien sind 

widersprüchlich und bewegen sich zwischen einer Effektivität von 0 bis 75%. Ein 

weiterer Nachteil ist, dass der Impfstoff nur bei seronegativen Katzen eingesetzt 

werden sollte, aber gleichzeitig erst für Katzenwelpen ab 16 Wochen zugelassen ist. 

Dies stellt insofern ein Problem dar, dass Katzenwelpen mit ca. fünf bis sieben Wochen 

den maternalen Antikörperschutz verlieren und in den darauffolgenden Wochen ein 

erhöhtes Infektionsrisiko besteht (CHRISTIANSON et al. 1989, GERBER et al. 1990, 

SCOTT et al. 1992, GERBER 1995, MCARDLE et al. 1995). Zudem zeigte sich zwar 

eine signifikante Verringerung der Virusmenge von FECV im Darm von geimpften 

Tieren nach einer experimentellen Infektion im Vergleich zu Ungeimpften, aber es kam 

zu keiner kompletten Elimination. Daher ist nicht ausgeschlossen, dass auch geimpfte 

Tiere als Überträger fungieren können (HOSKINS et al. 1995).  

Da die Wirksamkeit des Impfstoffs in keiner unabhängigen Studie gezeigt worden ist, 

wird die Impfung nicht empfohlen (FLI 2021).  

Eine weitere Studie mit einem ebenfalls oro-nasal verabreichten modifizierten FIP 

Lebendimpfstoff zeigte vielversprechende Ergebnisse bei experimentell mit Serotyp II 

infizierten Katzen. Allerdings sind weitere Versuche notwendig, um die Sicherheit und 

den Nutzen (auch gegen Serotyp I) dieses Impfstoffs im Feld zu bestätigen (HAIJEMA 

et al. 2004). 
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2.3 Diagnostik  
 

2.3.1 Indirekter Erregernachweis 
 

2.3.1.1 Antikörper Nachweis 
 
Für den Nachweis von Antikörpern gegen FCoVs im Blut sind verschiedene Tests 

verfügbar, bei denen es sich meist um Enzymimmunoassays (Enzyme-linked 

Immunosorbent Assay, ELISA), indirekte Immunofluoreszenzassays (IFAs) oder 

Immunmigrations-Schnelltests (Rapid Immunchromatographie, RIM) handelt (ADDIE 

et al. 2015) (Abbildung 4). Generell lässt sich sagen, dass mit höherem Antikörper-

Titer im Blut auch die Wahrscheinlichkeit steigt, dass FCoV mit dem Kot 

ausgeschieden wird. Nach einer überstandenen Infektion, fällt der Titer meist innerhalb 

von 5 Monaten ab. Es gibt allerdings auch Katzen, die, obwohl keine Viruspartikel mehr 

im Kot nachweisbar waren, noch über 25 Monate seropositiv blieben. Daher ist der 

diagnostische Wert, nur anhand von Antikörper-Tests zu differenzieren ob eine Katze 

noch Virus ausscheidet, umstritten (ADDIE and JARRETT 2001). Ein weiteres 

Problem stellt der Umstand dar, dass sich bei einer FIP-Infektion Antigen-Antikörper-

Komplexe bilden und dadurch der Titer fälschlich niedrig angezeigt wird, obwohl eine 

akute Infektion besteht. Dies kann zu falsch niedrigen oder negativen FCoV-

Antikörpertests in virusreichen Proben führen (MELI et al. 2013). Dadurch ist der Test 

nur bedingt für die Überwachung der Virusausscheidung geeignet.  
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Abbildung 4. Abbildung von verfügbaren Antikörper-Tests für FCoV inklusive des 

verwendeten Probenmaterials, der benötigten Zeit sowie der Sensitivität (SEN) und 

Spezifität (SP). Abbildung A zeigt den Immunocomb, einen modifizierten ELISA. Die 

Zacken des Kammes werden nacheinander in die einzelnen Kompartimente A bis F 

getaucht. In Kompartiment A befindet sich die zu untersuchende Blutprobe. Sind 

Immunglobuline G (IgG) gegen das FCoV vorhanden, binden diese an Antigene, die 

an den Zacken des Kammes immobilisiert sind. Die optische Darstellung erfolgt durch 

Enzym-markiertes Anti-Katze-IgG, welches an das IgG in der Probe bindet und als 

graue Färbung auf dem Immunocomb sichtbar wird. Abbildung B zeigt einen Indirect 

Immunofluorescent Antibody Test (IFAT). Zellen, die mit FCoV oder TGEV infiziert 

sind, werden hier mit der Blutprobe inkubiert. Sind IgG in der Probe vorhanden, binden 

diese an das von den Zellen präsentierte Antigen. Mittels Fluoreszenz markierte Anti-

Katze-IgG binden an das IgG der Probe. Der Nachweis der Fluoreszenz zeigt ein 

positives Ergebnis an. Abbildung C zeigt die Rapid Immunochromatography (RIM). Die 

Probe wird hier auf ein Testfeld gegeben und verteilt sich mittels Kapillarkraft in 

Richtung Kontrollstreifen. Auf der Höhe des Teststreifens befinden sich immobilisierte 

FCoV-Antigene. Sind Antikörper gegen FCoV in der Probe enthalten, binden diese an 

die Antigene. Farbige Anti-Katze-IgG laufen gleichzeitig mit der Probe mit und binden 

sich sowohl an evtl. vorhandene IgG der Probe als auch an immobilisierte Antikörper, 

die sich auf der Höhe des Kontrollstreifens befinden. Zwei Banden zeigen ein positives 
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Testergebnis an.  Abbildung erstellt mit Informationen nach (BVT-VIRBAC , ADDIE et 

al. 2015, BIOGAL GALED LABORATORIES ACS LTD 2018). 

 
2.3.2 Direkter Erregernachweis 

 
2.3.2.1 Immunhistochemie, Immunzytochemie und Immunfluoreszenz 

 
Zum Nachweis einer FIP-Erkrankung gilt eine histopathologische Untersuchung von 

Läsionen in betroffenen Geweben mit FCoV-Antigen-Immunfärbung als Goldstandard. 

Dabei wird die Bindung von FCoV-Antigen-assoziierten Antikörpern ausgenutzt, die 

durch eine enzymatische Reaktion sichtbar gemacht werden (Abbildung 5A) 

(DRECHSLER et al. 2011, GIORI et al. 2011). Die Entnahme der Proben aus den 

entsprechenden Organen macht jedoch einen invasiven Eingriff wie eine Laparotomie 

oder Laparoskopie erforderlich. Auch der Nachweis von FCoV-Antigenen in 

zytologischen Proben von Ergüssen, Feinnadelaspirationen (FNAs), Liquor und 

Kammerwasser ist mittels Immunzytochemie oder Immunfluoreszenz möglich 

(Abbildung 5A+B). Hier variieren die Sensitivität und Spezifität für den Nachweis einer 

FIP-Erkrankung erheblich (PARODI et al. 1993, HIRSCHBERGER et al. 1995, 

FELTEN et al. 2017, GRUENDL et al. 2017, SANGL et al. 2020). 
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Abbildung 5. Abbildung des direkten Erregernachweises mittels A 

Immunzytochemie/Immunhistochemie und B Immunflureszenz. Als Probe wird 

entweder verändertes Gewebe oder Erguss aus der Bauch-/Brusthöhle verwendet. In 

Abbildung A bindet ein primäres Anti-Felines Coronavirus Immunglobulin G (Anti-

FCoV IgG) an das FCoV-Antigen (FCoV-AG) in der Probe. In einem nächsten Schritt 

bindet dann ein Biotin-markierter Antikörper (AK) an das IgG. Mit Zugabe eines 

Komplexes aus Avidin und biotinylierter Meerettichperoxidase sowie eines 

Chromogens (3,3-Diaminobenzidin Tetrahydrochlorid) entsteht eine Farbreaktion, die 

mittels Mikroskop erkannt werden kann. In Abbildung B bindet ein Fluoreszin-

markierter AK an das FCoV-AG in der Probe. Das Ergebnis wird mittels 

Fluoreszenzmikroskop abgelesen. Abbildung erstellt mit Informationen nach (FELTEN 

et al. 2017) und (PARODI et al. 1993). 

 

2.3.2.2 Immunchromatographie 
 
Für den Schnellnachweis von FCoV im Kot sind verschiedene Tests auf dem Markt 

verfügbar (FASSISI VETERINÄRDIAGNOSTIK UND UMWELTANALYSEN GMBH , 

TAMAVET-NAL VON MINDEN GMBH 2022). Diese beruhen auf Antigen-
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Antikörperreaktionen und den Nachweis mittels Lateral-Flow. Dabei sind FCoV-

Antikörper auf eine Matrix gebunden. Befindet sich in der Probe FCoV-Antigen, wird 

dieses von dem Antikörper auf der Matrix gebunden und durch einen zweiten 

farbstoffmarkierten Antikörper markiert. Der Farbumschlag wird in Form einer Bande 

sichtbar (Abbildung 6). Die Sensitivität bewegt sich verglichen mit der PCR um 95%. 

Allerdings ist dies lediglich die Angabe der Firma und es sind keine entsprechenden 

Studien dazu angegeben. Auch die Viruslast ist in den entsprechenden Proben nicht 

genannt. Daher liegt die Vermutung nahe, dass die Sensitivität bei Proben mit wenigen 

Viruspartikeln erheblich geringer ausfällt.  

 

 
Abbildung 6. Abbildung des Verfahrens der Immunchromatographie inklusive des 

Probenmaterials und der Dauer des Testes. Die Probe wird auf ein Testfeld gegeben 

und anschließend mittels Kapillarkraft auf der Testkassette verteilt. Befindet sich 

Felines Coronavirus (FCoV) in der Probe, bindet dieses an die gebundenen Antikörper 

(AK) im Bereich des Teststreifens. Zusammen mit der Probe wird ein markierter AK 
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über die Kassette verteilt. Dieser bindet einerseits an das am Teststreifen gebundene 

FCoV und andererseits an gebundene AK im Bereich des Kontrollstreifens. Die so 

entstehende Doppelbande zeigt ein positives Testergebnis an. Abbildung erstellt mit 

Informationen nach (TAMAVET-NAL VON MINDEN GMBH 2022) und (FASSISI 

VETERINÄRDIAGNOSTIK UND UMWELTANALYSEN GMBH). 

 
2.3.2.3 Molekulardiagnostik 

 
Für den direkten Nachweis der RNA des FCoV sind unterschiedliche Reverse-

Transkriptase-Polymerase-Kettenreaktion (RT-PCR)-Tests entwickelt worden. Die 

verwendeten Matrizen umfassen dabei extrahierte Proben aus Blut, 

Körperhöhlenergüssen, Gewebe, Liquor, Augenkammerwasser und Kot. Je nach 

Verwendungszweck wurden entweder Abschnitte des Genoms die hoch-konserviert 

sind als Zielregion verwendet, oder solche, die je nach Pathogenität spezifische 

Mutationen beinhalten, anhand derer man vermutet zwischen FECV und FIPV 

unterscheiden zu können (CHANG et al. 2012). Zudem unterscheidet man zwischen 

Verfahren, die subgenomische mRNA (messengerRNA) detektieren, welche als 

Nachweis der Replikation des Virus in der Wirtszelle verwendet werden kann, und 

solchen, die genomische RNA nachweisen, was für ein generelles Vorhandensein von 

Viruspartikeln in der jeweiligen Probe spricht. 

Eine Übersicht über bisher entwickelte PCR Tests ist in Tabelle 1 dargelegt. 
 

Tabelle 1. Studien über verschiedene RT-PCR-Protokolle mit jeweiligem Ziel-Gen 

zum Nachweis von FCoV in unterschiedlichem Probenmaterial. RT-PCR, Reverse-

Transkriptase-Polymerase Kettenreaktion; nRT-PCR, nested Reverse Transkriptase 

Polymerase Kettenreaktion; S-Gen, Spike-Gen; UTR, Nicht translatierte Region; 

RdRP-Gen, RNA-abhängige-RNA-Polymerase-Gen; mRNA, Boten-

Ribonukleinsäure; M-Gen, Membran-Gen; FIP, Feline Infektiöse Peritonitis; N-Gen, 

Nukleotid-Gen; ORF, Offener Leserahmen; E-Gen, Envelope-Gen. 

Art der PCR Ziel-Gen Probenmaterial Studie 

 

 

 

S-Gen Leber, Niere, Milz (LI and SCOTT 1994)  

7b-Gen Kot, Urin, Liquor, Gewebe 

aus Gehirn und 

(FOLEY et al. 1998) 
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RT-PCR 

 

Granulomen von versch. 

Organen, Aszites-Erguss 

S-Gen EDTA-Blutproben (GUNN-MOORE et al. 

1998) 

S-Gen zur 

Differenzierung 
von Serotyp I und 

II 

Kot, Rektaltupfer, (ADDIE et al. 2003) 

mRNA des M-

Gens 

(nur FIP) 

EDTA-Blutproben (SIMONS et al. 2005) 

RdRP-Gen 

(pancoronavirus) 

Zellkulturvirus (HU et al. 2018) 

 
 

 

 

RT-nPCR 

3‘-UTR 7b Kot, Omentum, Niere, 
Leber, Milz, Plasma, 

Serum 

(HERREWEGH et al. 
1995) 

3‘-UTR 7b Serum (FEHR et al. 1996) 

E-Gen 

(nur FIP) 

Thorax- und Abdominal 

Erguss 

(GAMBLE et al. 1997) 

7a/7b-Gen Kot, Gewebe, 

Körperflüssigkeiten 

(KENNEDY et al. 1998) 

S-Gen Kot, Gewebe, Aszites-
Erguss, 

(CHANG et al. 2012) 

One-tube RT-PCR 3‘-UTR 7b Kot, Zellkulturvirus, 

Aszites-Erguss 

(GUT et al. 1999) 

 

 

 

 

real-time RT-PCR 

 

M-Gen Kot (DYE et al. 2008) 

mRNA N-Gen Kot, Gewebe, Thorax-und 

Abdominal Erguss 

(HORNYAK et al. 2012) 

7b-Gen; S-Gen 

für 

Differenzierung zu 
FIPV 

Gewebe (SANGL et al. 2019) 

Mutationen im S-

Gen zur 

Differenzierung 

zwischen FECV 

und FIPV 

Augenkammerwasser (SANGL et al. 2020) 

Eva-green based 

real-time PCR 

N-Gen Blut (GUAN et al. 2020) 
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SYBR Green real-

time RT-PCR 

ORF 1b (RdRP-

Gen) 

(pancoronavirus) 

Kot, Nasentupfer, 

mesenterische 

Lymphknoten 

(ESCUTENAIRE et al. 

2007) 

 
 
Allen PCR Verfahren ist gemein, dass ihr Prinzip auf Temperaturzyklen beruht. Dies 

führt dazu, dass die Verwendung eines Thermocyclers das Verfahren an ein Labor 

bindet und die langen Amplifikationszeiten es als Schnelltest ungeeignet machen. Da 

es sich bei dem FCoV um ein RNA-Virus handelt, muss den Amplifikationszyklen der 

PCR (Abbildung 7) noch eine Reverse Transkription in komplementäre DNA (cDNA) 

vorgeschaltet werden.  

  
                                

 
Abbildung 7. Abbildung eines Amplifikationszyklus mittels Polymerase Kettenreaktion 

(PCR) mit Angabe der unterschiedlichen Temperaturen. Im ersten Schritt, der 

Denaturierung, wird die doppelsträngige Desoxyribonukleinsäure (ds DNA) in 

Einzelstränge gespalten. Dann folgt während des Annealing-Schrittes die Anlagerung 

der Primer an die Einzelstränge. Als letztes wird in der Extension von den Primern 

ausgehend ein Strang komplementär zu dem Matrizenstrang gebildet. Durch 

Erhöhung der Temperatur auf 95 °C beginnt der Zyklus von neuem. Abbildung 

erstellt mit Informationen nach (BARTLETT and STIRLING 2003). 
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Um einzelne Katzen vor der Infektion mit FCoV zu schützen, ist eine konsequente 

Testung zur Identifizierung von Virusausscheidern essentiell. Dafür sind 

Diagnostikverfahren mit minimalem Aufwand, Equipment und Kosten erforderlich, die 

auch in kleineren Tierarztpraxen oder sogar vor Ort angewendet werden können. Eine 

zur PCR vergleichbare Sensitivität ist dabei unverzichtbar. 

Die Entwicklung von isothermalen Verfahren zur Nukleinsäuren-Amplifikation, die bei 

einer konstanten Temperatur ablaufen, reduziert die Anforderungen an die 

Geräteausstattung und eröffnet dadurch die Möglichkeit den exakten Nachweis von 

Erregern auch außerhalb eines Labors zu erbringen. Außerdem können bei konstanter 

Temperatur unterschiedliche Schritte der Amplifikation simultan ablaufen anstatt an 

die Heiz-und Kühlschritte gebunden zu sein. Der Wegfall der Heiz-und Kühlschritte 

führt dadurch zusätzlich zu einer Verkürzung der Amplifikationszeiten (LI et al. 2018). 

Die isothermalen Verfahren, die bisher für FCoV in verschiedenen Studien untersucht 

wurden sind die loop-mediated isothermal amplification (LAMP) 

(TECHANGAMSUWAN et al. 2013, STRANIERI et al. 2017, GÜNTHER et al. 2018) 

und die Recombinase Polymerase Amplification (RPA) (HU et al. 2018). LAMP basiert 

auf der Verwendung einer DNA-Polymerase mit „strand displacement activity“, welche 

es ermöglicht die Wasserstoffbrückenbindungen zwischen den DNA-Strängen ohne 

Temperaturerhöhung zu spalten und so die Amplifikation bei einer konstanten 

Temperatur (60-65 °C) und den Nachweis von Nukleinsäuren innerhalb von 30-60 

Minuten möglich macht (NOTOMI et al. 2000).  

Als molekulare Nachweismethode für DNA/RNA hat die RPA in den letzten Jahren 

einen starken Aufschwung verzeichnet. Die hohe Sensitivität zusammen mit leichtem 

Equipment und wenigen Pipettierschritten macht die RPA zu einem perfekten 

Verfahren außerhalb des Labors. Durch den Zusatz verschiedener Enzyme werden 

die Temperaturzyklen, welche bei der PCR benötigt werden, verzichtbar und die 

Reaktionsschritte können simultan ablaufen. Die Reaktion beginnt mit der Bindung der 

Rekombinase mit Hilfe eines „Loading“-Faktors an die Primer. Dieser Komplex sucht 

anschließend nach der homologen Sequenz innerhalb der doppelsträngigen DNA, an 

der die Primer binden können. Wenn diese Stelle lokalisiert wurde, dringt der Komplex 

zwischen die DNA Stränge und es entsteht eine sogenannte D-Loop-Struktur. Die 

Öffnung wird stabilisiert durch die Bindung von Einzelstrang-Bindungs-Proteinen an 

dem komplementären Strang. Mithilfe der Polymerase wird komplementär zur DNA-

Vorlage das Amplikon von dem Primer aus verlängert. Der Einsatz von Vorwärts- und 
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Rückwärtsprimern erlaubt die Synthese sowohl in 3`- als auch in 5`-Richtung und führt 

so zu einer exponentiellen Amplifikation (Abbildung 8). Bei der Verwendung von RNA 

muss der RPA ebenfalls noch der Schritt der reversen Transkription in cDNA 

vorangehen. Ein Durchlauf der RPA dauert bis zu 15 min und der Gebrauch von 

fluoreszierenden Sonden ermöglicht eine Detektion in Echtzeit (LI et al. 2018).  

 

         

 
Abbildung 8. Ablauf eines Amplifikations-Zyklus mittels Rekombinase Polymerase 

Amplifikation (RPA) Die Rekombinase bindet an die Primer und anschließend an die 

komplementäre Sequenz innerhalb des Doppelstranges. Der Einfachheit halber ist in 

dieser Abbildung nur der Vorwärtsprimer abgebildet. Simultan läuft die ganze Reaktion 

auch am komplementären Strang mit Hilfe der Rückwärtsprimer ab. Die Trennung des 

Doppelstranges wird durch Einzelstrang-Bindungs-Proteine stabilisiert und mit Hilfe 

der Polymerase wird ein komplementärer Strang zur Ziel-DNA gebildet. Abbildung 

erstellt mit Informationen nach (LI et al. 2018). 
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Der Einsatz von fluoreszierenden Sonden ist die gebräuchlichste Methode, um die 

RPA-Reaktion sichtbar zu machen. Auf diesen Sonden befinden sich sowohl ein 

Fluorophor als auch ein Quencher, welcher das Licht des Fluorophors absorbiert. 

Während der Vervielfältigung der DNA wird das Fluorophor von dem Quencher 

getrennt und die Fluoreszenz kann mittels Lichtquelle in Echtzeit sichtbar gemacht 

werden. Neben dieser Erkennung mittels fluoreszierender Sonden gibt es noch 

verschiedene andere Ansätze zur Auswertung der RPA-Reaktion (LI et al. 2018). 

Eine Möglichkeit ist es, das RPA-Verfahren mit Lateral Flow Strips zu kombinieren. 

Basierend auf dem Sandwich-Verfahren werden dabei eine markierte Sonde und 

entweder Gold - oder Carbon-Nanopartikel als Tracer genutzt. Auch eine Kombination 

mit Gel-Elektrophorese ist möglich (POWELL et al. 2018). 

Ein weiteres Nachweisverfahren ist die sogenannte „Flocculation assay detection“. 

Dabei werden die RPA-Amplikons mit magnetischen Kugeln bei niedrigen pH-

Pufferbedingungen inkubiert. Dies führt dazu, dass die ausgefällten RPA-Amplikons 

auf den Magnetkugel-Oberflächen mehrere andere RPA-Magnetkugel-Konjugate 

vernetzen und somit aus der Lösung ausflocken. Durch den scharfen Übergang 

zwischen Lösungsphase und Ausflockung wird das Ergebnis sichtbar. Bei RPA-

Reaktionen ohne oder mit nicht zielgerichteten Templates findet keine Ausflockung 

statt, da keine langen DNA-Polymersegmente entstehen (WEE et al. 2015). Die 

Vorteile dieser Methode sind, dass das Ergebnis mit den Augen abgelesen werden 

kann und kein weiterer Schritt zur Visualisierung der Ergebnisse erforderlich ist.  

Eine andere Alternative ist die Kombination von RPA und elektrochemischen 

Nachweis. Hier liegen die Primer zum einen gebunden an einer festen Oberfläche und 

zum anderen frei zusammen mit der Vorlagen-DNA in der RPA-Lösung vor. Nach der 

RPA-Reaktion werden Streptavidin-konjugierte Merrettichperoxidase und 

elektrochemisch aktives 3,3',5,5'-Tetramethylbenzidin (TMB) hinzugefügt. Das 

entstehende elektrochemische Signal wird dann mittels Carbon-Elektrode sichtbar 

gemacht (LI et al. 2018). Diese Methode zeichnet sich vor allem durch geringe Kosten 

und einfache Materialien aus (KOO et al. 2016). 

Eine weitere Möglichkeit ist der Nachweis von RPA-Reaktionen über 

Chemilumineszenz. Chemische Energie wird dabei durch eine Oxidations- oder 

Hydrolysereaktion in die Emission von sichtbarem Licht umgewandelt und mittels 

Kamera detektiert (FARRELL JR 2009). 
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Bei der Silikon Mikroring Resonator (SMR) - basierenden photonischen Detektion wird 

einer der Primer auf dem SMR immobilisiert, während der andere sich zusammen mit 

der DNA-Vorlage und den RPA-Reagenzien frei in der Lösung befindet. Bindet 

amplifizierte DNA an den immobilisierten Primer, resultiert das in einer Verschiebung 

der Wellenlänge und kann photonisch erfasst werden (BOGAERTS et al. 2012, KOO 

et al. 2018). Auch bei dieser Methode ist eine Erfassung in Echtzeit möglich.  

Als letzte Möglichkeit soll noch die RPA in Kombination mit einem spektroskopischen 

Nachweisverfahren, das Surface-enhanced Raman scattering (SERS), genannt 

werden. Hier werden die Amplikons mit sogenannten „Ramon-Reportern“ markiert und 

auf Metall-Nanopartikel absorbiert. Durch einen Laser können diese Nanopartikel 

angeregt werden und dies führt zu einer signifikanten Verstärkung der Raman-Signale. 

Dieses Verfahren eignet sich besonders gut für Multiplex-Verfahren, da mehrere 

Raman-Reporter eingesetzt werden können (SCHLÜCKER 2014, WANG et al. 2017). 

Neben dem SERS sind mehrere der oben genannten RPA-Methoden für Multiplex-

Verfahren geeignet. Innerhalb eines Testlaufes können so mehrere Pathogene 

gleichzeitig detektiert werden. Dies ist insofern interessant, als man in einem Test den 

Nachweis von unterschiedlichen Krankheiten, die in den Katzenpopulationen 

kursieren, kombinieren kann. 
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4. Diskussion und Schlussfolgerung 
 
Eine Infektion mit FCoV stellt durch die mögliche Entwicklung einer FIP ein großes 

Risiko für die Gesundheit von Katzen dar. Das Ziel in jedem Katzenhaushalt sollte es 

daher sein, den FCoV-Infektionsdruck und das Übertragungsrisiko zu senken. 

Dadurch entsteht ein hoher Bedarf an Maßnahmen, die verhindern, dass sich Katzen 

in Mehrkatzenhaushalten oder Zuchten mit FCoV infizieren.  

Der erste Schritt, um Infektionserreger erfolgreich unter Kontrolle zu bringen, ist die 

Überwachung durch geeignete Diagnostikmethoden. Daher wurde sich in dieser 

Studie mit der Entwicklung einer RT-RPA als Schnelltest für FCoV beschäftigt. Die 

Nachweisgrenze der RT-RPA lag verglichen mit der real-time RT-PCR bei 58,5 Kopien 

an RNA Molekülen/Reaktion. Die klinische Sensitivität und Spezifität betrugen bei der 

Untersuchung von 39 Kotproben 90,9% bzw. 100%. 

Die Entwicklung der PCR war ein einschneidender Schritt in der Geschichte der 

molekularen Diagnostik (BARTLETT and STIRLING 2003). Es gibt allerdings einige 

Bereiche, in denen immer deutlicher wird, dass schnellere, einfachere und 

kostengünstigere Methoden benötigt werden. Die meisten Tierarztpraxen sind darauf 

angewiesen, gesammelte Proben in ein Labor zu schicken und können erst Tage 

später mit einem Testergebnis rechnen. Neben der Zeitverzögerung zwischen der 

Vorstellung des Tieres bis zu dem Beginn der Therapie kommen noch weitere 

Schwierigkeiten hinzu. Für den Transport gesammelter klinischer Proben gibt es 

Vorschriften der World Organisation for Animal Health (OIE), um Probleme wie 

Kontamination oder falsche Lagerung und dadurch bedingte verfälschte Ergebnisse 

zu vermeiden (PEARSON 2007). So stellt der Versand der Proben weiteren 

Arbeitsaufwand und eine zusätzliche mögliche Fehlerquelle dar. Dies verdeutlicht, 

dass die ständige Weiterentwicklung von zuverlässigen Nachweismethoden für die 

Diagnostik von Pathogenen unerlässlich ist. Es werden Schnelltests benötigt, die 

Tierärzte in ihrer eigenen Praxis etablieren oder sogar vor Ort anwenden können.  

Die Schnell-Diagnostik von FCoV lässt sich grob in zwei Herangehensweisen 

unterteilen. Zum einen gibt es den indirekten Erregernachweis in Form von 

Antikörpertests. Dieser weist nicht das Virus oder eine akute Infektion nach, sondern 

die Reaktion des Körpers darauf. Dieser Test wird vor allem für die Überwachung von 

der Ausbreitung von FCoV in den Katzenpopulationen benutzt (MUIRDEN 2002, 

BENETKA et al. 2004, BELL et al. 2006, AN et al. 2011, ADDIE et al. 2012, 
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TAHARAGUCHI et al. 2012). Hier geht es nicht konkret darum, welche Katze aktiv 

Virus ausscheidet, sondern viel mehr darum, festzustellen, wie groß der Anteil an 

Tieren ist, die mit dem Virus Kontakt  hatten. Ein negatives Ergebnis bedeutet, dass 

das Tier mit hoher Wahrscheinlichkeit keine akute FCoV-Infektion hat. Es ist allerdings 

bekannt, dass falsch negative Ergebnisse durch die Bildung von Antigen-Antikörper-

Komplexen auftreten können (MELI et al. 2013).  Ein positives Ergebnis wiederum 

bedeutet nicht zwingend, dass das Tier Viren ausscheidet, da Katzen oft monatelang 

noch seropositiv bleiben (ADDIE and JARRETT 2001). Zusätzlich kann das 

Vorhandensein von antinuklearen Antikörpern zu falsch positiven Ergebnissen führen 

(ADDIE et al. 2012). Bei den Proben, die für Antikörpertests genutzt werden, handelt 

es sich meist um Vollblut, Plasma, Serum oder Effusion (ADDIE et al. 2015).  

Zum anderen gibt es auch noch den direkten Erreger- oder Antigennachweis. Dieser 

weist eine akute Infektion nach und ermöglicht so die Identifizierung von 

Virusausscheidern. Für Tierbesitzer ist dieser Nachweis von besonderer Bedeutung, 

da je nach Ergebnis konkrete Maßnahmen zur Behandlung oder Vermeidung der 

Ansteckung anderer Katzen getroffen werden können. Der Vorteil gegenüber dem 

Antikörper-Test besteht darin, dass Virusausscheider detektiert werden, aber keine 

nicht infektiösen, seropositiven Tiere (ADDIE and JARRETT 2001). Da FCoV vor allem 

mit dem Kot ausgeschieden wird (PEDERSEN 1995, DE GROOT et al. 2011), ist Kot 

für den Nachweis der Virusausscheidung das geeignetste Probenmaterial (ADDIE and 

JARRETT 2001). Dies ist insofern günstig, als die Untersuchung von Kotproben keinen 

direkten Eingriff bzw. Kontakt zum Tier erfordert, und so stressfrei erfolgen kann. Der 

Nachteil dabei ist, dass bei mehreren Katzen im Haushalt mit gleicher Katzentoilette 

eine Kreuzkontamination nicht immer ausgeschlossen werden kann (ADDIE and 

JARRETT 2001). Ein weiterer Schwachpunkt ist eine geringere Sensitivität  des 

Antigentests, da er nur die Menge an Antigen detektieren kann, welche sich tatsächlich 

in der Probe befindet. Dies kann dazu führen, dass einzelne Tiere mit geringer 

Viruslast im Kot falsch negativ detektiert werden. Im Gegensatz dazu beruhen 

molekulare Verfahren auf einer Vervielfältigung des genetischen Materials vor dem 

eigentlichen Nachweisschritt. Ein bekanntes isothermales Verfahren ist neben der 

RPA die LAMP (NOTOMI et al. 2000).  Es gibt mehrere Studien über Versuche, einen 

LAMP-basierten Schnellnachweis von FCoV zu entwickeln. Die Ergebnisse zweier 

Studien für den Nachweis von FCoV in Thorax und Abdominal Erguss sowie Blut- oder 

Kotproben von Katzen mit FIP-Erkrankung mittels LAMP zeigten dabei im Vergleich 
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zur real-time RT-PCR lediglich eine Sensitivität von ca. 50 bzw. 60% (STRANIERI et 

al. 2017, GUNTHER et al. 2018). Die dritte der LAMP basierten Studien ist aufgrund 

von erhöhten falsch positiven Ergebnissen nicht eindeutig zu interpretieren und daher 

ebenfalls nicht für die Etablierung in der Praxis geeignet (TECHANGAMSUWAN et al. 

2013).  

RPA-Verfahren weisen wie die Antigentests und die LAMP eine akute Virusinfektion 

nach und beruhen dabei ebenfalls auf einer Vervielfältigung der nachzuweisenden 

RNA bzw. DNA (LI et al. 2018). Im Gegensatz zu der LAMP ist die Sensitivität in den 

meisten RPA-Assays allerdings vergleichbar mit der der PCR (ABD EL WAHED et al. 

2013a, ABD EL WAHED et al. 2013b, ABD EL WAHED et al. 2015a). 

Der in dieser Studie entwickelte Schnelltest mittels RT-RPA in Kombination mit 

fluoreszierenden Sonden erlaubt einen Nachweis in weniger als 15 Minuten und kann 

so Virusausscheider schnell und unkompliziert identifizieren.  

In Bezug auf die Anwendbarkeit für Point-of-Need-Tests weist die RPA neben den 

schnellen Ergebnissen noch weitere klare Vorteile auf. Das Nachweisgerät ist leicht zu 

transportieren und kann auch über eine Solarbatterie betrieben werden. Außerdem 

sind die RPA-Reagenzien in Form von Trockenpellets erhältlich. Diese Vorteile führten 

zur Implementierung der RPA in ein mobiles Kofferlabor, um die Diagnose für 

verschiedene Viren in ressourcenarmen Umgebungen zu ermöglichen (ABD EL 

WAHED et al. 2013a, ABD EL WAHED et al. 2015b, SHALABY et al. 2016, EL WAHED 

et al. 2021).  

Die Entwicklung eines neuen RPA-Protokolls wird in mehrere Abschnitte gegliedert.  

Allgemein sind für die Validierung von Diagnostiktests durch die OIE Grundsätze 

vorgegeben. Zusätzliche Hilfestellungen für die RPA Entwicklung können der 

Internetseite des Herstellers entnommen werden (TWISTDX). Der erste Schritt einer 

Testentwicklung ist es, den Zweck und das Einsatzgebiet des Testes festzulegen 

(DIAZ 3-5.12.2014). Dafür muss für die RPA eine geeignete Zielregion gewählt werden 

und Primer und Sonde spezifisch zu dieser Region kreiert werden (TWISTDX). Danach 

müssen erst die analytische und dann die diagnostische Sensitivität bzw. Spezifität 

ermittelt werden. Als nächstes folgt die Testung auf Reproduzierbarkeit und daraufhin 

die Implementierung des entwickelten Tests. Als ein fortlaufender Prozess müssen der 

entwickelte Test in der allgemeinen Nutzung überwacht und eventuelle 

Modifizierungen durchgeführt werden (DIAZ 3-5.12.2014). Im Folgenden werden die 
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Ergebnisse sowie die möglichen Schwierigkeiten des hier entwickelten Tests bis zu 

dem Schritt der Reproduzierbarkeit diskutiert. 

Als erster Punkt der Studie, wurde die Zielregion für die RT-RPA gewählt. Die Intention 

der Entwicklung des neuen RPA-Testverfahrens war es, die Untersuchung aller 

Katzen einzelner Haushalte oder Populationen zu ermöglichen, um Virusausscheider 

schnell zu erkennen und die Viruslast von FCoV möglichst gering zu halten. Daher ist 

es wichtig alle Stämme des FCoV - inklusive der Varianten des Serotyps I & II sowie 

FECV und FIPV – zu detektieren. Aus diesem Grund wurde als Zielregion für die 

Primer die UTR 3`- Region des 7b Gens verwendet. Die Funktion dieses Gens ist noch 

nicht geklärt (VENNEMA et al. 1992), aber die Region gilt als hoch konserviert 

innerhalb der FCoVs (HERREWEGH et al. 1995).  

Nachdem die Zielregion feststeht, folgt als nächster Schritt das Design der Primer und 

der Sonde. Die Effektivität der Primer hängt von unterschiedlichen Faktoren ab, wie 

ihre Länge - 30-35 Nukleotide – und ihre Nukleotidzusammensetzung. Es sollten ein 

besonders kleiner, sowie ein besonders großer Cytosin- und Guanin-Gehalt und 

mehrere sich wiederholende Sequenzen vermieden werden (TWISTDX). Um die 

höchst mögliche analytische Sensitivität zu erreichen, wurden unterschiedliche Primer-

Kombinationen mit einem synthetisierten Standard getestet. Auch die Konzentration 

der Primer spielt eine entscheidende Rolle. Bei dem FCoV handelt es sich um ein 

RNA-Virus (DE GROOT et al. 2011), daher wird ein zusätzlicher Schritt der reversen 

Transkription benötigt, um die RNA in cDNA umzuschreiben. Wie unter anderem bei 

der RPA Entwicklung für SARS-CoV-2 festgestellt wurde, wird für diesen Vorgang der 

Rückwärts-Primer (RP) zusätzlich benötigt (EL WAHED et al. 2021), weswegen 

verschiedene Konzentrationen des RP getestet wurden. Die beste Leistung wurde 

durch die doppelte Konzentration des RP im Vergleich zum Vorwärts - Primer erreicht.  

Neben der möglichst hohen Sensitivität ist ein wichtiger Punkt bei der Entwicklung 

einer neuen Nachweismethode, dass keine Hintergrund DNA/RNA oder andere 

Pathogene für falsch positive Ergebnisse sorgen. Für den Test auf mögliche 

Kreuzreaktionen wurden 19 Viren genutzt, die entweder in Haustierpopulationen 

verbreitet sind oder ebenfalls zu der Familie der Coronaviridae gehören. Während bei 

16 dieser Viren keine Kreuzreaktion auftrat, wurden neben dem FIPV sowohl bei der 

RT-RPA als auch bei der real-time RT-PCR ein Stamm des CCoV und ein Stamm des 

TGEV detektiert. Beide dieser Viren gehören zu den Alphacoronaviren. Innerhalb 

dieser Gattung sind Antikörper-Kreuzreaktionen bei Immunofluorescence- und 
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Neutralisationstests und eine große Übereinstimmung der Genome bekannt, sodass 

die Viren teilweise eher als wirtsangepasste Mutationen, als als eigene Spezies 

bezeichnet werden (PEDERSEN et al. 1978, HORZINEK et al. 1982). Die 

Einschätzung bezüglich der klinischen Relevanz dieser Kreuzreaktionen ist nicht ganz 

einfach, da es zwar noch keine veröffentlichten Berichte über natürliche Infektionen 

bei Katzen mit TGEV und CCoV gibt, sie allerdings experimentell mit den Viren infiziert 

werden konnten. Dabei konnten bei den infizierten Katzen Antikörper gegen das 

entsprechende Virus nachgewiesen werden, welche allerdings weder zu einer 

Sensibilisierung noch zu einer Immunität gegen eine FIPV-Infektion führten 

(BARLOUGH et al. 1984). Die Entstehung des Serotyps II aus FCoV und CCoV lässt 

zusätzlich vermuten, dass eine speziesübergreifende Infektion auch außerhalb des 

Labors möglich ist und es durch Rekombinationen zu der Entstehung von neuen 

Virusvarianten kommen kann. Daher sollte jegliche Coronavirus-Übertragung 

möglichst verhindert werden und die Frage, um welches Virus es sich handelt, könnte 

in Bezug auf die weitere Vorgehensweise eher vernachlässigt werden. 

Nach der analytischen Sensitivität und der Untersuchung auf Kreuzreaktionen ist laut 

der OIE die Ermittlung der diagnostischen oder klinischen Sensitivität und Spezifität 

des Testes wichtig (DIAZ 3-5.12.2014). Um die klinische Sensitivität der RT-RPA zu 

evaluieren, wurden 39 feline Kotproben extrahiert und getestet. Während mittels real-

time RT-PCR 22 Proben positiv getestet wurden, waren es bei der RT-RPA nur 20. 

Um den Grund dieser falsch negativen Ergebnisse zu ermitteln, wurden weitere 

Überlegungen und Untersuchungen angestellt. Die hohe Sensitivität der PCR legt die 

Vermutung nahe, dass die falsch negativen Ergebnisse der RT-RPA durch sehr 

geringe Viruslast entstanden sind. Dies trifft auf eine der Proben zu, da sie einen cycle 

threshold (Ct) - Wert von über 36 hatte. Die andere allerdings hatte einen Ct-Wert von 

27, und andere Proben mit einem Ct-Wert über 30 wurden in der RT-RPA korrekt als 

positiv erkannt. Weitere Gründe für falsch negative Ergebnisse könnten generell 

Inhibitoren in der zu untersuchenden Probe sein sowie Mutationen in der Zielregion 

der Primer. Inhibitoren als Ursache für falsch negative Ergebnisse sind allerdings eher 

unwahrscheinlich, da die RPA als sehr robust gegenüber Inhibitoren gilt und in einigen 

Studien auch mit ursprünglichen, nicht extrahierten Proben funktioniert hat (BONNEY 

et al. 2017). Unter den Viren haben gerade RNA-Viren eine hohe Tendenz zu 

spontanen Mutationen (HOLLAND et al. 1982) und obwohl es sich bei der UTR 3`des 

7b-Gens um eine sehr stabile Region handelt, könnte es sein, dass Mutationen in dem 
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Bereich, wo die Primer und Sonde ansetzen, zu einer Störung dieser Bindung führen 

und so die Vervielfältigung der Nukleinsäuren beeinflusst wird. Um diese Möglichkeit 

auszuschließen wurden sowohl die falsch negative Probe, als auch zwei korrekt 

identifizierte Proben sequenziert und die Region, an der Primer und Sonde binden, 

verglichen. Es ließ sich keine Sequenzänderung feststellen, daher kann auch dieser 

Punkt als mögliche Ursache ausgeschlossen werden und es bleibt unklar, wieso die 

eine Probe nicht von der RT-RPA erkannt wurde.  

Der nächste Schritt der Validierung einer Diagnostikmethode bestände darin, mit 

einem größeren Pool an Proben die Reproduzierbarkeit des RT-RPA Tests - auch in 

anderen Laboren - genauer zu evaluieren. 

Obwohl die RT-RPA sehr sensitiv ist und sich gut als Schnelltest eignet, gibt es einige 

wenige Einschränkungen. Zum einen wurden für die Validierung dieses Tests 

ausschließlich Proben verwendet, die mittels Silica-basierten Extraktionskits 

aufgereinigt wurden. Dieser Schritt ist zeitaufwendig, und für die Anwendung 

außerhalb des Labors wird ein einfacher Vorbereitungsschritt erforderlich sein. Die 

Verwendung von unbearbeiteten Proben bzw. Proben, die mittels Schnellextraktion 

aufgereinigt wurden, scheint allerdings realistisch, da in früheren Studien schon 

unbearbeitete Proben für den Nachweis mittels RPA genutzt wurden (LILJANDER et 

al. 2015, DAHER et al. 2016, BONNEY et al. 2017). Eine vielversprechende Methode 

zur Schnellextraktion ist der Gebrauch eines Lyse-Puffers und sogenannten 

„Magnetic-Beads“. Bei dieser Methode wird die Probe nach Zugabe des Puffers und 

der magnetischen Kugeln gemixt und bei 95 °C über 15 min inkubiert. Die Zellen 

werden so aufgebrochen und Proteine und Fette lagern sich dank Spannungen an der 

Oberfläche der Kugeln an diese an. Durch die Nutzung eines Röhrchen-Halters mit 

Magnetfunktion, werden diese Kugeln an einer Seite des Röhrchens fixiert, und der 

Überstand mit der sich im Puffer befindlichen RNA/DNA kann abpipettiert werden und 

ggf. verdünnt für den molekularen Nachweis genutzt werden. Das Verfahren ist 

Kühlketten-unabhängig und eignet sich durch die einfache Vorgehensweise sehr gut 

für Extraktionen außerhalb des Labors (HANSEN et al. 2019). Es erscheint daher 

sinnvoll, dieses Verfahren in einer weiteren Studie zu testen. Außerdem könnte die 

Entwicklung eines Multiplex-Assays (wie im Diagnostik-Kapitel beschrieben) 

interessant sein, um den Infektionsstatus der Katze bezüglich anderer Erreger, die als 

mögliche Differentialdiagnosen bei Diarrhoe in Frage kommen, zu ermitteln. Der 

Gesundheitsstatus des Tieres bezüglich einer Infektion mit zum Beispiel Feline 
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Panleukopenie Virus, Giardia spp., Salmonella spp. oder Toxoplasma gondii könnten 

so innerhalb eines Testverfahrens festgestellt werden. Insbesondere die 

Toxoplasmose spielt aufgrund ihrer Übertragung auf den Menschen und den 

möglicherweise schweren Verläufen bei immunsuppressiven Menschen sowie 

Schädigungen des Embryos bei einer Erstinfektion von Schwangeren im Rahmen des 

One Health-Gedankens eine wichtige Rolle (GROS et al. 2001, WILKING et al. 2016). 

Zusammenfassend lässt sich sagen, dass sich die RT-RPA als schneller und 

empfindlicher Test für den Nachweis von FCoV in extrahierten Proben erwiesen hat. 

Der Einsatz von Schnelltests und die anschließenden Maßnahmen sind ein wichtiger 

Schritt für eine deutliche Reduzierung von FCoV in Katzenpopulationen. Eine 

Kombination von konsequenter Testung mit gegebenenfalls folgender Quarantäne und 

Behandlung von positiv getesteten Katzen vor der Aufnahme in einen neuen Haushalt 

wäre eine vielversprechende Möglichkeit FCoV-freie Katzenbestände zu schaffen. 

Dabei ist die Behandlung mit Mutian-Xraphconn oder einem vergleichbaren 

Medikament ein wichtiger Ansatz, um die Quarantänezeit erheblich zu verringern.  

Die einfache Handhabung der RT-RPA erlaubt dabei eine wiederholte Durchführung 

der Tests und so auch die Identifizierung von intermittierenden Ausscheidern.  
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Einleitung: Das Feline Coronavirus (FCoV) ist in den Katzenpopulationen der ganzen 

Welt weit verbreitet. Das Problem dieses Virus ist seine große Wahrscheinlichkeit zu 

mutieren. Einige dieser Mutationen können zu einer veränderten Pathogenität und zu 

einem schweren Verlauf der Infektion führen. So bleibt es möglicherweise nicht wie bei 

den meisten der infizierten Tiere bei einem inapparenten Verlauf oder milden Durchfall, 

sondern es kommt zur Entwicklung einer häufig tödlich endenden systemischen 

Erkrankung, der Felinen Infektiösen Peritonitis (FIP). Um dies zu verhindern ist es 

essentiell, Virusausscheider schnell zu identifizieren und zu eliminieren, um den 

Virusdruck in Katzenpopulationen so gering wie möglich zu halten. Die Polymerase-

Kettenreaktion (PCR) für den Nachweis von FCoV in Kot ist der Goldstandard, aber ist 

zeitaufwendig und erfordert ein gut ausgestattetes Labor. Als isothermale Methode 

liefert die Reverse Transkription Rekombinase Polymerase Amplifikation (RT-RPA) 

eine schnelle und kostengünstige Alternative für den molekularen Nachweis von 

FCoV. 

 
Ziel der Untersuchung: Ziel dieser Studie war es, einen Schnelltest zum Nachweis 

von FCoV zu entwickeln, der auf der RT-RPA basiert. 

 
Material und Methoden: Drei Vorwärts- und drei Rückwärtsprimer sowie eine Sonde 

wurden erstellt. Als Zielsequenz wurde die hochkonservierte, nicht-translatierte Region 

des 7b Gens gewählt. Alle möglichen Kombinationen dieser Primer wurden getestet 

und das Paar mit der höchsten Sensitivität für die weitere Validierung ausgewählt. Bei 

einer konstanten Temperatur von 42 °C wurde die reverse Transkription mit 
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anschließender DNA-Amplifikation und Detektion innerhalb von 15 Minuten 

durchgeführt. Die analytische Sensitivität wurde anhand von neun Wiederholungen mit 

der Verdünnungsreihe des molekularen Standards (103-100RNA Kopien/µL) ermittelt 

und die Nachweisgrenze mittels Probit-Analyse berechnet. Für die Untersuchung auf 

Kreuzreaktionen wurde DNA oder RNA von 19 Viren getestet. Die Leistung der RT-

RPA unter Verwendung klinischer Proben wurde mit extrahierter RNA von 39 felinen 

Kotproben analysiert. Alle Ergebnisse wurden denen der real-time RT-PCR 

gegenübergestellt. Die UTR des 7b Gens ausgewählter Proben, einschließlich einer 

falsch negativ getesteten Probe, wurde sequenziert und mittels Geneious Prime 

analysiert.  
 

Ergebnisse: Die Probit-Analyse ergab eine Nachweisgrenze von 58,5 RNA-

Kopien/Reaktion. Die RT-RPA amplifizierte keine Nukleinsäuren der 17 getesteten 

anderen Pathogenen, zeigte jedoch eine Kreuzreaktion mit dem Caninen Coronavirus 

und dem Transmissiblen Gastroenterits-Virus. Der Vergleich der Resultate der real-

time RT-PCR mit den 39 extrahierten Kotproben und den Ergebnissen der RT-RPA 

ergab eine Sensitivität von 90,9% und eine Spezifität von 100%. Bei der 

Sequenzierung wurde keine Sequenzänderung in der Region von Primern und Sonde 

festgestellt.  

 
Schlussfolgerung: Die RT-RPA hat sich als schnelle und effektive Maßnahme für den 

Nachweis von FCoV in extrahierten Kotproben herausgestellt. Die einfache 

Handhabung der RPA macht wiederholtes Testen möglich, um auch die 

intermittierenden Ausscheider zu erkennen. Die Anwendung des Schnelltests könnte 

so zu einer Reduktion von FCoV innerhalb der Katzenpopulationen beitragen.  
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Introduction: Feline coronavirus (FCoV) is widespread in cat populations around the 

world. An infection with FCoV causes in most of the cases mild diarrhoea. In some 

animals, however, mutations alter the pathogenicity and thus lead to a much more 

severe course of infection. In consequence feline infectious peritonitis (FIP) is erupted, 

which is often fatal. It is important to keep the burden of FCoV in cat populations at a 

low level and thus spill over of mutations can be limited. Therefore, virus shedding 

needs to be identified quickly and at an early stage of disease. The polymerase chain 

reaction (PCR) for the detection of FCoV in faeces is the gold standard, but PCR is 

time-consuming and requires a well-equipped laboratory. As an alternative, the 

isothermal method, reverse transcription-recombinase polymerase amplification (RT-

RPA) provides a rapid and cost-effective alternative for the molecular detection of 

FCoV.  

 
Objective: The aim of this study was to develop a rapid point-of-need test based on 

RT-RPA to detect FCoV. 

 
Material and methods: Three forward, three reverse primers and one probe were 

designed targeting the highly conserved, untranslated region of the 7b gene. All 

possible nine combinations of the oligonucleotides were tested and the pair with the 

highest sensitivity was selected for further assay validation. Reverse transcription was 

performed, followed by DNA amplification and detection at a constant temperature of 

42 °C, within 15 minutes. Analytical sensitivity was determined using a serial dilution 

of the molecular standard (103 -100 RNA copies/ µL) in nine replicates in the RT-RPA 
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and the detection limit was calculated with probit analysis. For cross-reaction, nucleic 

acid from 19 viruses were screened. Clinical performance was analysed using RNA 

from 39 feline faecal samples. All results were compared with real-time RT-PCR. The 

UTR of the 7b gene from one false negative and two true positive samples was 

sequenced and analysed using Geneious Prime. 
 
Results: Probit analysis of the data set of nine RT-RPA runs with the molecular 

standard revealed a detection limit of 58.5 RNA copies/reaction. RT-RPA did not 

amplify the nucleic acid of 17 various pathogens of clinical importance, but samples for 

canine coronavirus and transmissible gastroenteritis virus were identified as positive. 

Comparing the real-time RT-PCR results of the 39 extracted faecal samples with the 

RT-RPA results showed a sensitivity and specificity of 90.9% and 100%, respectively. 

Sequencing did not reveal any sequence alteration in the target region of primers and 

probe. 

 
Conclusion: RT-RPA has proven to be a rapid and effective measure for the detection 

of FCoV in extracted faecal samples. The easy handling of the RPA makes repeated 

testing possible to detect even the intermittent shedders. The use of the rapid test 

could thus contribute to the reduction of FCoV within cat populations. 
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