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Einleitung

1 Einleitung

Coxiella burnetii ist ein obligat intrazelluléres, unbewegliches und gram-negatives Bakterium,
welches eine geringe GroRe besitzt. Angepasst an eine Replikation unter den sauerstoffarmen
und sauren Bedingungen des Phagolysosoms stellt C. burnetii einen Erreger dar, der Uber eine
ausgepragte Widerstandsfahigkeit gegeniiber Umwelteinfliissen verfugt (SCHLIESSER 1991).
Von groRer Relevanz ist dieses Bakterium als Erreger der Krankheit Q-Fieber, die, erstmalig
1935 in Australien dokumentiert, als meldepflichtige Zoonose ein breites Spektrum an Tierar-
ten sowie den Menschen betreffen kann (DERRICK 1937, MAURIN und RAOULT 1999). Das
Hauptreservoir fiir die humane Infektion mit C. burnetii stellen domestizierte Wiederkauer dar.
Mit deren Milch, dem Urin und insbesondere wéhrend des Geburtsprozesses wird der Erreger
in groRen Mengen in die Umwelt freigesetzt (ARRICAU-BOUVERY et al. 2003). Die Infek-
tion findet vorwiegend Uber die aerogene Aufnahme von kontaminierten Aerosolen statt, sodass
Q-Fieber zumeist ein Risiko fur tiernah arbeitende Personen, beispielsweise fir Landwirte,
Tierarzte und Schafscherer, darstellt (KARKI et al. 2015, GROTEN et al. 2020).

Neben der primaren aerogenen Infektionsroute werden alternative Ubertragungswege disku-
tiert, u.a. eine mogliche Infektion durch Vektoren und dabei im Besonderen durch Zecken.
Diese sind innerhalb Europas die bedeutendsten Vektoren von Infektionserkrankungen fur
Mensch und Tier. Als obligat hdmatophage Parasiten sind sie ubiquitdr verbreitet und tGiberwie-
gend wirtsunspezifisch. Die wichtigste Zeckenspezies in Mitteleuropa ist der Gemeine Holz-
bock, Ixodes ricinus, gefolgt von den Buntzeckenarten Dermacentor reticulatus und Der-
macentor marginatus (RUBEL et al. 2014).

Eine der Erstisolierungen von C. burnetii gelang in den USA aus einer Zecke der Spezies Der-
macentor andersonii durch DAVIS und COX (1938). In anschlieRenden Studien wurde C. bur-
netii mithilfe experimenteller Infektionen von Kleinsdugern und Nachweis mittels Farbetech-
niken in mehreren Zeckenspezies nachgewiesen und im Zuge dessen einzelnen Arten eine Vek-
torkompetenz bescheinigt (SMITH 1940, SMITH 1941, SMITH 1942, PHILIP 1948). LIE-
BISCH (1977) vermutete firr die Schafzecke D. marginatus eine besondere Rolle in der Uber-
tragung von Q-Fieber. Diese Auffassung beruht auf der Grundlage der raumlichen Korrelation
des vermehrten Auftretens von Q-Fieber-Féllen und dieser Zeckenspezies.

Die Relevanz der Zecke als Ubertrager von Q-Fieber wird jedoch durch die neuere Literatur in
Frage gestellt. Trotz regelmaRiger molekularer Nachweise von C. burnetii-DNA in Zecken
existieren keine gesicherten Berichte tiber die Infektion von Menschen durch eine Zecke. Auch

im Rahmen von Q-Fieber-Ausbriichen konnte den Arthropoden bisher keine Beteiligung an der
1
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Verbreitung der Erkrankung nachgewiesen werden (SPRONG et al. 2012). Zudem sind Zecken
selbst Wirte eines diversen Mikrobioms, welches unter anderem auch Endosymbionten der Gat-
tung Coxiella enthalt (ZHONG 2012, MACHADO-FERREIA et al. 2016). Diese sind weit ver-
breitet und eng mit C. burnetii verwandt. Durch eine hohe genetische Gleichheit kommt es zu
Uberschneidungen in typischerweise zum molekularen Nachweis von C. burnetii verwendeten
Zielgenen (DURON 2015, JOURDAIN et al. 2015). Dadurch entstand die Hypothese, dass auf-
grund von Fehlinterpretationen von PCR-Ergebnissen die Pravalenz von C. burnetii in Zecken
und damit deren Rolle in der Ubertragung von Q-Fieber iiberbewertet wird (DURON et al.
2015b).

In den in Deutschland vorrangig vorkommenden Zeckenspezies wurde zwar bereits vereinzelt
C. burnetii mit molekularen Methoden nachgewiesen, eine Vektorkompetenz fiir den Erreger
wurde in bisherigen Studien jedoch nicht unter Laborbedingungen dargestellt (STING et al.
2004, HILDEBRANDT et al. 2011).

Die vorliegende Dissertationsschrift behandelt die Vektorkompetenz europaischer Zeckenspe-
zies. Zunéchst wurden innerhalb einer Literaturstudie Daten Uber das Vorkommen von C. bur-
netii in européischen Zecken systematisch zusammengetragen und in Abhangigkeit verschie-
dener Faktoren, u.a. Detektions- und Sammelmethode, Land und Zeckenspezies, analysiert. Im
Weiteren wurde mithilfe eines artifiziellen, membranbasierten Futterungssystems untersucht,
inwieweit Zecken der in Deutschland beheimateten Arten I. ricinus und D. marginatus den Er-
reger C. burnetii aus dem Blut aufnehmen und ausscheiden. Zudem wurde die transstadiale
Ubertragung von C. burnetii von infizierten Nymphen zu Adulten der Spezies 1. ricinus getes-
tet. Fortfuhrend wurden auch diese transstadial infizierten Weibchen mit sterilem Blut gefiittert,
um deren Ausscheidungsprodukte auf C. burnetii zu untersuchen und ferner mittels Detektion

im Blut eine mogliche Ubertragung mit dem Zeckenstich zu tiberpriifen.
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2 Literaturtbersicht
2.1 Coxiella burnetii
2.1.1  Historischer Ursprung und taxonomische Einordnung

Die ersten bekannten Infektionen mit Coxiella burnetii wurden 1935 in Australien bei Schlacht-
hofmitarbeitern beschrieben und aufgrund der zunéchst unklaren Herkunft der fiebrigen Symp-
tomatik vom Pathologen Edward Holbrook DERRICK (1937) als ,,query fever — Bezug neh-
mend auf den fraglichen Ursprung der Symptome — bezeichnet. Der ursachliche Erreger konnte
in den anschliellenden Jahren durch zwei Arbeitsgruppen von Macfarlane BURNET und Mavis
FREEMAN (1937) in Australien sowie Gordon DAVIS und Herald Rea COX (1938) in den
USA isoliert werden. Der Erreger wurde zunéchst als Rickettsia burnetii bzw. Rickettsia dia-
porica bezeichnet und ab 1948 in Coxiella burnetii umbenannt (PHILLIP 1948). Nach seiner
Entdeckung wurde der Erreger zunéchst zu den Rickettsiales gezahlt. Seit den 90er Jahren wird
er jedoch aufgrund der Ergebnisse aus 16S rRNA-Analysen mit seiner eigenen Familie Coxiel-
lacae in die Ordnung der Legionellales der Klasse Gammaproteobacteria verortet, wobei Legi-
onella spp. die néchsten Verwandten darstellen (WEISBURG et al. 1989, STEIN et al. 1993).

2.1.2  Morphologie und Replikation

C. burnetii ist circa 0,2 - 0,45 um breit und bis 2 um lang. Somit ist das Bakterium durch Filter
mit einer PorengroRe von 0,2 um filtrierbar, wobei jedoch nur ein Teil der Erreger Filterporen
von < 0,7 um passieren kann (BURNET und FREEMAN 1937). C. burnetii ist ein obligat int-
razelluléres und gram-negatives Bakterium, das in der &uReren Membran eine Schicht Lipopo-
lysaccharide (LPS) besitzt. Dieses ist der einzige bekannte Virulenzfaktor von C. burnetii und
dient unter anderem der Behinderung des Phagozytoseprozesses (ABNAVE et al. 2017). Das
LPS kann in zwei verschiedenen Formen auftreten, wobei die Phase | mit einem voll syntheti-
sierten, glatten LPS hochvirulent ist und im immunkompetenten Wirt vorkommt, wahrend das
LPS der Phase IlI-Erreger unvollstdndig vorhanden ist. Zur Phasenvariation der Coxiellen
kommt es durch wiederholtes Passagieren der Erreger in Zellkultur oder embryonierten Hih-
nereiern (STOKER und FISET 1956, HACKSTADT et al. 1985). Dies geht mit einem Verlust
der Virulenz einher (SHANNON et al. 2005). Der Stamm Nine Mile Phase I 16st ausschlieBlich
in immuninkompetenten Wirten Erkrankungssymptome aus und kann daher im Labor unter
Bedingungen der biologischen Schutzstufe 2 gehandhabt werden (SAMUEL und HENDRIX
2009, ISLAM et al. 2013).
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Eintrittspforte fiir C. burnetii ist haufig die Lunge, dabei sind Uberwiegend Alveolarmakropha-
gen die ersten betroffenen Zellen (KHAVKIN und TABIBZADEH 1988). Als einzigem be-
kannten Pathogen ist es C. burnetii moglich, sich unter den sauren Bedingungen Phagolysoso-
men-ahnlicher Vakuolen zu replizieren. Dabei stellt ein pH-Wert von ca. 4,5-5,0 die optimale
Bedingung fiir den Metabolismus von C. burnetii dar (HACKSTADT und WILLIAMS 1981).
Zuné&chst werden die Bakterien passiv in die Zelle aufgenommen. Nach der Fusion des Phago-
soms mit dem Lysosom halten sich die Erreger anschlie3end in der so gebildeten parasitophoren
Vakuole, auch Coxiella-containing vacuole (CCV) genannt, auf (HECHEMY et al. 1993, GRA-
HAM et al. 2013). In dieser CCV differenzieren sie sich zu sogenannten Large Cell Variants
(LCV) aus, welche die replikative Form der Coxiellen darstellen, bis 2 um grof8 sein kénnen
und eine pleomorphe Gestalt aufweisen (COLEMAN et al. 2004). AnschlieRend entwickeln
sich sogenannte Small Cell Variants (SCV), welche Ahnlichkeiten mit Sporen aufweisen, eine
hohe Tenazitét besitzen und daher Uber Monate bis Jahre in der Umwelt infektits bleiben kon-
nen (MCCAUL und WILLIAMS 1981). Diese SCV sind stdbchenférmig, etwa 0,2 x 0,45 pm
grol3 und zeichnen sich durch ein stark kondensiertes Chromatin aus.

2.1.3  Coxiella burnetii als Krankheitserreger
2.1.3.1 Epidemiologie

C. burnetii weist ein groBes Wirtsspektrum auf und kann in verschiedensten Saugetieren sowie
Vdgeln nachgewiesen werden, wobei die meisten menschlichen Infektion auf Hauswiederkauer
zurtickzufiihren sind (ARRICAU-BOUVERY und RODOLAKIS 2005, ANGELAKIS und
RAOULT 2010). Die aerogene Transmission ist der Hauptlbertragungsweg von C. burnetii.
Aerosole werden durch kontaminierte Staube gebildet, wobei der Geburtsprozess ein hohes Ri-
siko darstellt, da Nachgeburt sowie Fruchtwasser groRe Mengen an Erregermaterial enthalten
koénnen (VAN DEN BROM et al. 2015). Das Eintrocknen dieser Materialien kann begtnstigen,
dass andere Tiere oder Menschen infiziert werden. Auch die Witterungsbedingungen, insbe-
sondere Wind, kdnnen einen Eintrag von C. burnetii in das Umfeld von Tierstéallen begiinstigen
(TISSOT-DUPONT et al. 2004). Weiterhin wird C. burnetii auch tber die Milch ausgeschieden
und stellt deren hitzeresistentesten Erreger dar (HUEBNER und JELLISON 1949). Durch die
in Deutschland vorgeschriebene Pasteurisierung, welche den Erreger sicher abtotet, ist eine
orale Ubertragung jedoch nur bei Rohmilchverzehr méglich und damit vergleichsweise un-
wahrscheinlich (GALE et al. 2015). In seltenen Féllen wird Q-Fieber auf dem artifiziellen Wege

Ubertragen, beispielsweise durch Transfusionen oder Lebendzelltherapien (ROBYN et al.
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2015). Auch die Zecke wird in der Literatur als potenzieller Ubertrager von C. burnetii ange-

sehen, wie im Folgenden néher ausgefthrt wird (vgl. 2.2.8.2).

C. burnetii ist, mit Ausnahme von Neuseeland und der Antarktis, weltweit verbreitet
(GREENSLADE et al. 2003, PEXARA et al. 2018). Wahrend des zweiten Weltkrieges traten
erste Q-Fieber-Félle in Europa auf. Im Laufe der letzten Hélfte des 20. Jahrhunderts konnte
innerhalb Deutschlands eine Zunahme an Q-Fieber-Fallen beobachtet werden. Zwischen 2007
und 2010 kam es in den Niederlanden zum bisher grofiten bekannten Q-Fieber-Ausbruch welt-
weit, bei welchem iber 4000 Menschen infiziert wurden und die chronischen Folgen weiterhin
anhalten (MORROY et al. 2016, DE LANGE et al. 2019).
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Abbildung 1: Q-Fieberfalle in Deutschland, erstellt nach Meldedaten des RKI (02.12.2020)
und TSN (29.05.2020).

Der Nachweis von C. burnetii im Menschen ist nach Infektionsschutzgesetz meldepflichtig,
ebenso das Auftreten der Coxiellose im Tier nach Verordnung tber meldepflichtige Tierkrank-
heiten (Abb. 1) (ANON. 2000, ANON. 2011). In Deutschland tritt Q-Fieber beim Menschen
am haufigsten wéhrend des Friihjahrs und Gber Gesamtdeutschland verteilt auf, wobei in Ba-
den-Wirttemberg leicht hohere Fallzahlen gemeldet werden (RKI1 2016). Auffallend ist eine
regelmalige Haufung von Féllen im Rahmen von Q-Fieber-Ausbriichen, wie zum Beispiel im
Jahr 2003 in Soest oder 2005 in Jena. Letzterer ging vordergrindig von infizierten Schafherden
wahrend der Lammung aus. BODEN et al. (2014) konnten dabei feststellen, dass ein Offnen
der Fenster zu einer erhéhten Erkrankungswahrscheinlichkeit fiihrte, sofern diese den Herden
zugewandt waren. HELLENBRAND et al. (2001) mutmal3ten, dass die Ursachen vermehrter
Ausbriche in der Verstadterung des landlichen Raums liegen, wodurch bei Tierkontakt eine

hdhere Anzahl von Menschen betroffen ist.
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2.1.3.2 Coxiellosen der Tiere

Hauswiederkauer stellen das wichtigste Reservoir flr die menschliche Infektion dar. Eine In-
fektion mit C. burnetii verlduft bei Schafen, Ziegen und Rindern Gberwiegend symptomlos.
Eine Bestandsinfektion wird in Landwirtschaftsbetrieben gelegentlich durch eine verlangerte
Zwischenkalbezeit und erhéhte Frih- und Totgeburtenzahl deutlich (GACHE et al. 2017). In
seltenen Féllen kann eine chronische Endometritis beobachtet werden (DE BIASE et al. 2018).
Weiterhin ist C. burnetii eine mogliche Ursache subklinischer Mastitiden (BARLOW et al.
2008). Durch den tiberwiegend asymptomatischen Verlauf wird eine Ursachensuche haufig erst

betrieben, wenn Menschen an dieser Zoonose erkranken (CUTLER et al. 2007).

2.1.3.3 Q-Fieber des Menschen

Infizierte Menschen zeigen im akuten Krankheitsfall berwiegend eine fieberhafte, grippale
Symptomatik, wobei kompliziertere Krankheitsverlaufe mit Pneumonie oder Hepatitis einher-
gehen kdnnen (PANJWANI et al. 2015, JANG et al. 2017). Bei einer Chronifizierung bilden
sich Uberwiegend Endokarditiden aus, dabei stellen Patienten mit einer Erkrankung der Herz-
klappen eine Risikogruppe dar (MAURIN und RAOULT 1999). In der Schwangerschaft kann
eine Q-Fieber-Infektion das Auftreten von Fehl- und Totgeburten begiinstigen (NIELSEN et al.
2014). Wahrend die Mortalitat bei akuten Verlaufen gering ist, konnten KAMPSCHREUR et
al. (2014) in Fallen von chronisch an Q-Fieber erkrankten Patienten eine Letalitat von 13 %

innerhalb von funf Jahren nach der Infektion nachweisen.

2.1.3.4 Nachweis und Therapie

Far die labormedizinisch bestétigte Diagnose sind serologische Untersuchungen angezeigt. Da-
bei stehen verschiedene zugelassene Testsysteme, Uberwiegend auf IFT oder auf ELISA-Prin-
zipien basierend, zur Verfligung. Weiterhin kann aus Organmaterial, Milch oder Genitaltupfern
eine Anzucht der Erreger oder ein Antigen-Nachweis mittels PCR (vgl. 2.2.8.2) durchgefiihrt
werden. Wahrend die Kultivierung von C. burnetii im letzten Jahrhundert ausschlief3lich in
embryonierten Hihnereiern oder spéater in Zellkultur erfolgen konnte, war durch die Entwick-
lung eines angesauerten Citrat-Cystein-Mediums (ACCM) erstmals auch die Isolation von
C. burnetii in zellfreiem, axenischem Medium méglich (OMSLAND et al. 2008, BODEN et al.
2015). Die Isolation des Erregers ist jedoch sehr aufwandig und dadurch in der Routinediag-
nostik nicht gebréuchlich. Therapeutisch l&sst sich eine Q-Fieber-Infektion im akuten Fall er-
folgreich mittels Doxycyclin oder anderen Tetracycline behandeln, in chronischen Fallen ist
jedoch eine antibiotische Behandlung tber mehrere Jahre indiziert (VAN ROEDEN et al.
2018).



Literaturtibersicht

2.2 Zecken
2.21 Taxonomie

Zecken gehoren zur Klasse der Spinnentiere (Arachnidae), wobei die Milben (Acaridae) deren
veterindr- und humanmedizinisch bedeutendste Unterklasse darstellen. Innerhalb deren Ord-
nung der Zecken lassen sich drei Familien abgrenzen: Argasidae (Lederzecken), Ixodidae
(Schildzecken) und Nuttallillidae.

In der vorliegenden Arbeit liegt der Fokus auf Schildzecken (Ixodidae) welche die in Europa
bedeutendsten Vektoren, insbesondere fur Lyme-Borreliose und die Frihsommer-Meningoen-
zephalitis, darstellen (VALARCHER et al. 2015, STEERE et al. 2016). Diese Familie besteht
aus Uber 690 verschiedenen Spezies, aufgeteilt in 12 Gattungen (SONENSHINE und ROE
2014). In Europa sind die Gattungen Ixodes, Dermacentor, Hyalomma, Haemaphysalis und
Rhipicephalus verbreitet. AuRerliche gemeinsame Eigenschaften sind das deutlich ausgepragte
Schild sowie das im Unterschied zu Lederzecken rostral befindliche Capitulum (ESTRADA-
PENA 2015). Die meisten in Deutschland vorkommenden Schildzecken sind exophile Lauer-
jager und lassen sich durch ihre Wirte von Gréasern und Gebuisch abstreifen (GRAY et al. 2016).
In den folgenden Abschnitten wird insbesondere auf die Eigenschaften der fir den experimen-
tellen Teil dieser Arbeit relevanten Spezies Ixodes ricinus und Dermacentor marginatus einge-

gangen.

2.2.2  Verbreitung und Habitat

In Deutschland ist Ixodes ricinus, der Gemeine Holzbock, die am haufigsten verbreitete Schild-
zecken-Art und wird im gesamten Bundesgebiet nachgewiesen (RUBEL et al. 2014). I. ricinus
kommen in ganz Europa und vereinzelt auch in Nordafrika und dem Nahen Osten vor (AL-
KISHE et al. 2017). Das bevorzugte Habitat Gemeiner Holzbdcke sind Feuchtwiesen und
Mischwalder der gemaRigten Klimazone, wo ihre optimale Luftfeuchtigkeit von uber 85 % er-
reicht wird (SCHULZ et al. 2014, BOEHNKE et al. 2015). In urbanen Gegenden hingegen sind
Schildzecken deutlich seltener anzutreffen (KUBIAK und DZIEKONSKA-RYNKO 2006). Fiir
die Wirtssuche entfernen sich die Zecken aus den Feuchtbereichen und kénnen als Adulte tber
mehrere Tage eine niedrigere Luftfeuchtigkeit tolerieren (PERRET et al. 2003). Dennoch ist
eine regelmalige Rickkehr zu feuchteren Gebieten, beispielsweise am Waldboden, nétig, um
das Suchverhalten aufrechtzuerhalten (ESTRADA-PENA 2015). Die optimale Temperatur fiir
die Entwicklung dieser Zeckenart liegt zwischen 20 und 28 °C. I. ricinus kdnnen jedoch durch

ihr geringes Korpervolumen auch niedrige Temperaturen bis ca. -18 °C tolerieren, wodurch sie
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in Mitteleuropa milde Winter tberstehen konnen (DAUTEL und KNULLE 1996, DAUTEL
2010).

Dermacentor marginatus ist eine thermophile Zecke, die innerhalb Deutschlands insbesondere
in den Rhein-Main-Auen vorkommt (LIEBISCH und RAHMAN 1976, RUBEL et al. 2016). In
neueren Untersuchungen konnte eine Ausbreitung dieser Spezies Richtung Norden festgestellt
werden, was auf verschiedene Faktoren, z.B. den Klimawandel und die vermehrte Verflgbar-
keit von Wildtieren als Wirte zuriickgefihrt wird (FOLDVARI et al. 2016, WALTER et al.
2016, DREHMANN et al. 2020). Juvenile D. marginatus sind wenig kélteresistent; insbeson-
dere im Larvenstadium wurden Temperaturen unter 10 °C unter Laborbedingungen nur tber
einen kurzen Zeitraum toleriert (DORR und GOTHE 2001). MAGDAS et al. (2015) stellten
einen signifikant kirzeren Entwicklungszyklus bei einer Haltung der Zecken bei 27 °C im Ver-

gleich zu einer Haltung bei 21 °C fest.

2.2.3  Morphologie

Erkennbar sind 1. ricinus Weibchen an einem schwarzen Schild, dem Scutum, welches sich
Uber das erste Drittel des nicht vollgesogenen Idiosomas erstreckt (Abb. 2). Der unsklerotisierte
Teil des Korpers weist eine rotbraune Farbung auf. Weibchen sind im ungesogenen Zustand
etwa 3-4 mm lang und koénnen nach erfolgter Blutaufnahme eine Grél3e von bis zu 1,5 cm er-
reichen. 1. ricinus zeigen einen deutlichen Geschlechtsdimorphismus, sodass die Méannchen
dieser Art erheblich kleiner und ihr Idiosoma vollstdndig von ihrem schwarzen Schild bedeckt

ist.
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Abbildung 2: oben - Schematische Darstellung der Morphologie einer weiblichen D. margi-
natus, Bild aus WALKER et al. (2003), unten - I. ricinus Weibchen (links), D. marginatus
Weibchen (rechts). Fotografien Makert/Koérner © Fraunhofer 1Z1

Das Scutum der D. marginatus ist, entsprechend dem deutschen Gattungsnamen Buntzecke,
schwarz-weild marmoriert. Diese Zeckenspezies ist mit ca. 5 mm deutlich grofer als I. ricinus,
wobei zwischen Mé&nnchen und Weibchen kaum ein GrolRenunterschied besteht. Am Rande des
Scutums befinden sich Augen. Der Abschluss des Idiosomas weist Einkerbungen auf, welche

Festons genannt werden.

2.24  Lebenszyklus

Es handelt sich sowohl bei I. ricinus als auch bei D. marginatus um dreiwirtige Zecken, welche
in jedem Lebensstadium an einem neuen Wirt Blut aufnehmen (Abb. 3). Adulte weibliche I. ri-
cinus sind Uber etwa 7-12 Tage an einem Wirt fixiert, bis sie sich vollgesogen haben und abfal-
len (LEES 1948). Nach einiger Zeit, FALKE (1931) beobachtete einen Zeitraum von 8-10 Ta-
gen, findet die Eiablage statt, wobei das Weibchen mehrere hundert bis mehrere tausend Eier
legt (HONZAKOVA et al. 1975). AnschlieRend verstirbt das Weibchen noch vor dem Schlupf
der sechsbeinigen Larven nach etwa 40 Tagen (FALKE 1931). Diese gehen nach dem Aushér-
ten der Cuticula auf Wirtssuche, wobei sie vorwiegend M&use oder Ratten befallen, jedoch
kénnen Larven auch an den Beinen groRerer Sauger gefunden werden (MYSTERUD et al.
2014). Nach ihrer etwa 3-4 Tage andauernden Blutmahlzeit hautet sich die Larve zu einer acht-
beinigen Nymphe, die von den adulten Weibchen neben der geringen GroRe und der grauen
Féarbung anhand der weniger ausgepragten Genitaléffnung unterscheidbar ist (LEES 1948).
Auch in diesem Stadium erfolgt eine Blutmahlzeit, bei der innerhalb von 3-5 Tagen an einem
Wirt, hdufig an Kleinsédugern, Blut aufgenommen wird (LEES 1948, LIU et al. 2014). Zecken
in diesem Stadium reagieren am stérksten auf Stimuli des menschlichen Wirtes und sind daher
auch am haufigsten an der Ubertragung von Pathogenen beteiligt (VASSALLO und PEREZ-
EID 2002). Nach ca. 60 Tagen (FALKE 1931) erfolgt die Hautung zu den adulten Zecken und
damit auch die Geschlechtsdifferenzierung in Mannchen und Weibchen, wobei Mannchen die-
ser Art nur gelegentlich fur kurze Zeit Blut aufnehmen, da ihre Spermiogenese unabhéngig von
der Blutaufnahme vonstattengeht (KISZEWSKI et al. 2001). Die Paarung findet, anders als bei
den meisten Schildzecken-Arten, nicht nur auf dem Wirt, sondern auch vor und nach der Blut-
aufnahme der Weibchen statt, wobei die Mannchen nach der Begattung mehrerer Weibchen

versterben. Die Befruchtung durch ein Mannchen auf dem Wirt ist dabei fiir die weibliche
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adulte Zecke der Ausloser fir die letzte Phase der schnellen Blutaufnahme. Der gesamte Le-
benszyklus von I. ricinus kann, je nach Klimabedingungen und Verfugbarkeit von Wirten, bis
zu sechs Jahre betragen (WILSON und ELSTON 2018); gewohnlich wird eine Lebensdauer
von 2,5-4 Jahren beobachtet (GARDINER und GETTINBY 1983).

Adulte

;(E ii‘!z Blutmahlzelt

und Paarung

Eiablage

——_ JRZ[yrUN[g
Eier

/K

Larve

Hautung W Blutmahlzeit Schlupf

SHIA sop
qreyrasnt
MIA We

Abbildung 3: Lebenszyklus von Ixodes ricinus. Fotografien Makert/Kérner © Fraunhofer 1Z1

Die Saugdauer adulter D. marginatus Weibchen betragt unter Laborbedingungen zwischen 5
und 11 Tagen bei Fitterung an Nagern und Kaninchen, wobei die Begattung durch das Ménn-
chen auf dem Wirt stattfindet (NOSEK et al. 1967, MAGDAS et al. 2015). Nach dem Larven-
schlupf nach ca. einem Monat saugen die entwickelten Larven flir 2-7 Tage (DARVISHI et al.
2014, MAGDAS et al. 2015). Nymphen saugen nach einem weiteren Monat fiir 3-11 Tage an
einem weiteren Wirt und hauten sich nach 12-25 Tagen zu adulten Zecken (NOSEK et al. 1967,
DARVISHI et al. 2014, MAGDAS et al. 2015). Insgesamt dauert ein Entwicklungszyklus von
D. marginatus unter Laborbedingungen 83 bis 163 Tage und kann auch in der Natur unter gtins-
tigen Bedingungen innerhalb eines Jahres vonstattengehen (NOSEK et al. 1967, JANISCH und
FARKAS 1984, WALTER et al. 2016).

10
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2.2.5  Wirtssuche und sensorische Fahigkeiten

Die sensorischen Féhigkeiten von Schildzecken sind auf das Auffinden eines Wirts ausgerich-
tet. Mechano- und Chemorezeptoren befinden sich, als Harchen sichtbar, auf der Oberflache
der Zecke (MCIVER 1975). Ein weiteres wichtiges Sinnesorgan der Schildzecken ist das Hal-
ler’sche Organ, welches am Tarsus des ersten Beinpaares der Zecken zur Wahrnehmung ver-
schiedener chemischer Verbindungen dient (FOELIX und AXTELL 1972). Hier wird aufer-
dem die Anwesenheit von Kohlenstoffdioxid als Zeichen fiir die N&he eines potentiellen Wirtes
und damit als Aktivator registriert (VAN DUIJVENDIJK et al. 2017). I. ricinus besitzen im
Gegensatz zu D. marginatus keine Augen, jedoch wurden Photorezeptorzellen beschrieben, die
es ihnen moglich machen, Helligkeit und Dunkelheit wahrzunehmen (PERRET et al. 2003).
Far 1. ricinus Adulti wird hdufig eine bimodale Aktivitat beschrieben, deren Hohepunkte sich
im spaten Frihjahr sowie im Herbst befinden (CAYOL et al. 2017), wahrend in anderen Studien
eine unimodale Hauptaktivitat im Frihjahr ermittelt wurde (SCHULZ et al. 2014; ASGHAR et
al. 2016). Tageszeitlich scheinen die Suchaktivitaten sowohl vom Licht als auch von der Akti-
vitat der Wirte abhangig zu sein (ZOLDI et al. 2013).

Hauptaktivitatszeitraum von D. marginatus ist im Frihjahr (DREHMANN et al. 2020). Juve-
nile Dermacentor spp. lauern, anders als Vertreter der Ixodes spp., nicht, sondern pflegen eine
endophile Lebensweise, bei der sie an Kleinsduger in deren Nestern parasitieren (DWUZNIK
et al. 2019). Ursprunglich wurde das Schaf als Hauptwirt adulter D. marginatus festgestellt, die
Zecken wurden jedoch auch auf tber 13 weiteren heimischen Haus- und Wildsaugetierarten-
sowie Vogelarten beobachtet (LIEBISCH und RAHMAN, 1976, RUBEL et al. 2016, WAL-
TER et al. 2016).

2.2.6  Blutmahlzeit und Verdauung

Anders als Lederzecken, die mehrmalig an ihrem Wirt saugen, saugen Schildzecken nur je ein-
mal in jedem Lebensstadium. Dabei wird, besonders von adulten Weibchen, das Blut nicht
kontinuierlich, sondern je nach Phase der Fixation in unterschiedlicher Geschwindigkeit aufge-
nommen. In den ersten 24-36 Stunden fixieren sich die Weibchen am Wirt, wobei in dieser
Phase wenig oder noch kein Blut aufgenommen wird. Die Blutaufnahme der Zecken erfolgt
uber die Mundwerkzeuge. Dabei wird mittels der Chelizeren mit Haken die Haut des Wirts
leicht aufgeritzt. Anschlielend dient das bezahnte Hypostom als Verankerung im Wirt (RICH-
TER et al. 2013). Zuné&chst erfolgt eine Phase der langsamen Blutaufnahme und Verdauung im

Darm der Arthropoden. Uberschiissige Blutbestandteile werden im Rektalsack gesammelt und

11
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uber die Anal6ffnung als Zeckenkot ausgeschieden. Das ubrige Wasser wird als Speichel wie-
der in den Wirt abgegeben (SAUER et al. 1995). Das grofite Blutvolumen wird vor allem in
den letzten 24 Stunden der Blutmahlzeit aufgenommen. Hier erfolgt eine starke VVolumenzu-
nahme, in der das durch Speichelproduktion eingedickte Blut eingelagert wird. In dieser Phase
dehnt sich das Weibchen bis auf iber 1,5 cm Lange aus, was durch das Wachstum der Cuticula
erreicht werden kann (ANDERSEN und ROEPSTORFF 2005). Nach dem Abfallen des Weib-
chens vom Wirt wird das Blut verdaut und die N&hrstoffe in die Reifung der Oozyten investiert
(SOJKA et al. 2013). Der Zeckendarm besteht aus drei Abschnitten, wobei der Mitteldarm den
fiir die Verdauung wichtigsten darstellt. Dieser besteht aus vielen blind endenden Ausstulpun-
gen. Im Darm werden die Blutbestandteile, insbesondere das Hamoglobin, durch Endozytose
in die Mitteldarmzellen aufgenommen, wobei auRer durch wenige Proteasen keine vorherige
enzymatische Verdauung im Lumen stattfindet (SOJKA et al. 2013). Die zelluldre Zusammen-
setzung des Darmepithels variiert dabei entsprechend der unterschiedlichen Saugphasen
(FRANTA et al. 2010). Intrazellular wird die Blutmahlzeit unter sauren Bedingungen verdaut.
Die proteolytische Aktivitat erreicht dabei bei Rhipicephalus microplus ihr Optimum bei einem
pH-Wert von 3-4, wobei Cathepsine die wichtigsten Enzyme darstellen (MENDIOLA et al.
1996, HORN et al. 2009).

2.2.7  Zeckenmikrobiom und Coxiella-like Endosymbionten

Zecken sind selbst Wirte eines vielféltigen Mikrobioms, dessen Erforschung in den letzten Jah-
ren durch moderne molekularbiologische Methoden wie Next-Generation-Sequencing be-
schleunigt wurde (KARIM et al. 2017, COUPER und SWEI 2018, CHICANA et al. 2019).
Nach derzeitigem Wissen wird davon ausgegangen, dass nur ein Bruchteil der Bakterien, die
Zecken besiedeln, tatséchlich als pathogene Erreger fungieren konnen. Vielmehr enthillt sich
eine Symbiose zwischen einzelnen Bakterien und Zecken. Dass sich eine Fltterung von Zecken
auf antibiotikabehandelten Tieren negativ auf die Zeckenvitalitat und ihre Reproduktionsfahig-
keit auswirkt, wurde durch L1 et al. (2018a) anhand von Rhipicephalus haemophysaloides und
durch BEN-YOSEF et al. (2020) anhand von Rhipicephalus sanguineus experimentell erwie-
sen. Die Zusammensetzung der Mikroflora im Mitteldarm richtet sich vorwiegend nach der
Region und Umgebung der Zecke und damit nach der Vegetation (XU et al. 2015). In bisherigen
Untersuchungen wurden vorwiegend Bakterien der Klasse Alphaproteobacteria, insbesondere
die Spezies Candidatus Midichloria als Endosymbiont detektiert (CERUTTI et al. 2018). En-
dosymbionten scheinen sich schnell zwischen verschiedenen Arthropoden zu ubertragen, so-
dass die Prdvalenzen einiger dieser Symbionten hoch sind (DURON und HURST 2013). Eine

bedeutende Gruppe bilden Coxiella-like-Endosymbionten (CLE). Diese sind in verschiedenen
12
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Schildzecken-Arten weit verbreitet und gelten weitestgehend als apathogen, wobei Candi-
datus Coxiella massiliensis eine Beteiligung an Wundheilungsstérungen nach Zeckenstichen
nachgesagt wird und Berichte Uber Todesfélle durch CLE-infizierte VOgel existieren (ANGE-
LAKIS et al. 2016, FLANDERS et al. 2017). CLE dienen als Bereitsteller von Vitamin B, wel-
ches fur hdmatophage Arthropoden essenziell ist (SMITH et al. 2015). Fur Rhipicepha-
lus microplus scheinen CLE eine bedeutende Rolle in der Entwicklung der Zecke zu spielen,
wobei in einer Studie von GUIZZO et al. (2017) mit Tetrazyklin behandelte Zecken nicht in
der Lage waren, sich vollstandig weiterzuentwickeln. Auch fur Amblyomma americanum wird
eine solche Symbiose vermutet, da CLE in hoher Pravalenz in ihnen nachgewiesen werden
konnten (JASINSKAS et al. 2007). Diese Endosymbionten konnten neben dem Darm vor allem
in der Speicheldriise sowie den Ovarien der Spezies A. americanum und in den Ovarien und
Malpighi-Tubuli von D. marginatus visualisiert werden (KLYACHKAO et al. 2007, BUYSSE
etal. 2019). In einer Studie von DURON et al. (2017) gelang in Uber der Halfte der untersuchten
Zecken ein Nachweis von CLE, wobei einige dieser Endosymbionten eng an einzelne Zecken-
spezies gebunden zu sein scheinen, wahrend andere ihre Wirte haufiger wechseln. Auch C. bur-
netii scheint seinen phylogenetischen Ursprung in jenen Endosymbionten von Lederzecken zu
haben, wobei neueste Studien zu dem Ergebnis kamen, dass der VVorfahre einzelner Vertreter
der CLE die Fahigkeit besessen haben muss, Immunzellen zu infizieren (DURON et al. 2015a,
BRENNER et al. 2020). Die Bedeutung von Endosymbionten ist entscheidend fur die Lebens-
weise der Zecken selbst, aber auch fir die Interaktion mit zeckenlibertragenen Krankheitserre-
gern (BONNET et al. 2017). Dass eine Co-Infektion von Endosymbionten und Erregern einen
Einfluss auf die Entwicklung der Erreger im Wirt haben kann, wurde fur Rickettsia rickettsii
und den Symbionten Rickettsia amblyomma in der Zecke A. americanum bewiesen (LEVIN et
al. 2018). Dabei stellte sich sowohl die transstadiale als auch die transovariale Ubertragung des
Rocky-Mountain-Fleckfieber-Erregers in der Endosymbionten-infizierten Kohorte als vermin-
dert dar. LI et al. (2018b) zeigten eine Korrelation zwischen einer erniedrigten Infektionsrate
von Rhipicephalus haemaphysaloides mit CLE und einer geringeren transstadialen Ubertra-

gung von Babesia microti.

2.2.8  Zecken als Vektoren
2.2.8.1 Infektionserreger

I. ricinus sind potente Ubertrager verschiedener Infektionskrankheiten. In Deutschland spielen

dabei die Lyme-Borreliose und die Friihsommer-Meningoenzephalitis (FSME) die groiite
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Rolle. Auch die Ubertragung weiterer Erreger, u.a. Anaplasma phagocytophilum, Rickett-
sia spp., Bartonella henselae und Babesia spp., ist in Deutschland durch I. ricinus mdglich
(VON WISSMANN et al. 2015, SILAGHI et al. 2016, BLAZEJAK et al. 2017, KAUFFMANN
et al. 2017). Dermacentor spp. scheinen in der Ubertragung der Borreliose eine geringe Rolle
zu spielen (EISEN et al. 2020). Es gibt molekulare Nachweise von Rickettsia spp. oder Theile-
ria spp. infizierten D. marginatus, Uber die konkrete VVektorkompetenz dieser Spezies liegen
jedoch kaum Erkenntnisse vor (CHISU et al. 2019, PASCUCCI et al. 2019). Eine Infektion der
Zecke erfolgt durch das Saugen an einem infizierten und virdmischen bzw. bakteridmischen
Wirt. Eine Ubertragung ist auch durch das gleichzeitige, raumlich nahe Saugen von Zecken mit
unterschiedlichem Infektionsstatus moglich. Dabei wird vom Co-Feeding bzw. einer nicht vi-
rémischen Infektion gesprochen, wobei LABUDA et al. (1993) diesen VVorgang in Bezug auf
das FSME-Virus beobachtet hat. Neben der Ausscheidung bei der Blutmahlzeit aufgenomme-
ner Erreger mit dem Kot kdnnen Pathogene endozytotisch von den Mitteldarmzellen aufge-
nommen werden (PATTON et al. 2012). Halten die Erreger dem angeborenen Immunsystem
der Zecken, bestehend aus zellularen Bestandteilen wie Hdmozyten und humoralen Faktoren,
z.B. Defensine und Lysozyme, stand, konnen sie langfristig in der Zecke verbleiben
(SONENSHINE und HYNES 2008). Hat eine Larve oder Nymphe einen Infektionserreger auf-
genommen, ist eine Ubertragung auf das n4chste Stadium fiir eine erneute Infektion eines Wirts
nétig. Ist der Erreger wihrend dieser transstadialen Ubertragung oder der Fixation der Zecke
am Wirt in der Lage, in die Speicheldrlisen zu migrieren, ist eine Ausscheidung mit dem Spei-
chel und somit durch den Zeckenstich mdglich. Wenn Eier bzw. die daraus schliipfenden Lar-
ven eines infizierten Weibchens ebenfalls den Erreger in sich tragen, spricht man von einer
transovarialen Infektion, welche bisher nur bei einem kleinen Teil der bekannten zeckeniiber-
tragenen Pathogene, u.a. Rickettsia parkeri und Babesia ovata, beobachtet wurde (HAJDUSEK
etal. 2013, WRIGHT et al. 2015, UMEMIYA-SHIRAFUJI et al. 2017).

2.2.8.2 Coxiella burnetii in Zecken

In einem Versuch von DAVIS und COX (1938), in dem Dermacentor andersonii an Meer-
schweinchen saugten und diese fieberhaft erkrankten, wurde der C. burnetii Stamm Nine Mile
isoliert, welcher bis heute im Labor Verwendung findet. In den darauffolgenden Jahren wurde
die transstadiale Ubertragung und damit eine VVektorkompetenz in Zecken der Spezies Haema-
physalis humerosa, Haemaphysalis bispinosa und Rhipicephalus sanguineus mittels Infektion
an Kleinsdugern und Farbemethoden nachgewiesen (SMITH 1940, SMITH 1941, SMITH
1942, PHILIP 1948). Auch im Speichel von parenteral infizierten Hyalomma dromedarii

konnte C. burnetii mittels Gimenézfirbung nachgewiesen werden (REHACEK und BREZINA
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1968). Die Infektion der Zecken in diesen Versuchen fand dabei durch Injektion einer infizier-
ten Dottersacklosung in das Haemocoel der Zecken statt. Die Detektion von C. burnetii fand
ublicherweise durch eine Vortestung der Zecken auf Rickettsia spp. mittels Hamocyten-Tests
statt, bei welchem Hamolymphe durch die Amputation eines Beingliedes gewonnen und gefarbt
wird (REHACEK et al. 1971). Dabei wurde haufig die Farbung nach Gimenéz angewandt, wel-
che eine Rickettsien-spezifische Farbemethode ist (GIMENEZ 1964). Insbesondere die Schaf-
zecke Dermacentor marginatus wird mit der Ubertragung von C. burnetii assoziiert, auch da in
deren Verbreitungsgebiet vermehrt Q-Fieber-Falle gemeldet werden (LIEBISCH 1976, WAL-
TER et al. 2016). LIEBISCH (1977) infizierte zudem Mause und Meerschweinchen parenteral
mit Suspensionen potentiell infizierten Zecken und konnte durch die Serologie der infizierten
Kleinsduger ein anschlieBendes Infektionsgeschehen dieser Versuchstiere nachweisen. Auch
aus I. ricinus wurden C. burnetii isoliert, eine molekularbiologische Bestéatigung fand damals
jedoch nicht statt (KAASERER et al. 1994). Durch diese Ergebnisse wurde C. burnetii seit
seiner Entdeckung als zeckenubertragene Erkrankung eingestuft. Seit in den 80er Jahren das
Verfahren der PCR Einzug erhalten hat, wurden in Studien weltweit Zecken von Wirten oder
durch die Technik des Flaggens aus ihrer Umgebung gesammelt und auf zeckeniibertragene
Pathogene untersucht (L1 und DUNLEY 1998). So kann unter anderem auch die Pravalenz von
C. burnetii in den betroffenen Gebieten abgeschatzt werden. In Deutschland wurde zuletzt
durch HILDEBRANDT et al. (2011) eine Préavalenz von 1,9 % in geflaggten I. ricinus ermittelt,
wahrend in den Prévalenzstudien von PLUTA et al. (2010) und HARTELT et al. (2008) keine
DNA von C. burnetii gefunden wurde. In Europa wurden hohe Pravalenzen von (ber 10 % in
verschiedenen Studien in Frankreich, Spanien, Italien sowie Serbien, aber auch in Polen, ermit-
telt (BONNET et al. 2013, SZYMANSKA-CZERWINSKA et al. 2013, TOMANOVIC et al.
2013, MANCINI et al. 2019, GONZALEZ et al. 2020). Bei der Untersuchung von jeweils tiber
500 Zecken per PCR konnten hingegen in Studien in Ungarn, Frankreich, Osterreich, der Slo-
wakei sowie der Schweiz keine Nachweise von Coxiellen-DNA erbracht werden (GYURAN-
ECZ et al. 2012, MICHELET et al. 2016, MINICHOVA et al. 2017, SCHOTTA et al. 2017,
PILLOUX et al. 2018). In Zecken, welche wéhrend des Ausbruchs in den Niederlanden zwi-
schen den Jahren 2006 und 2010 gesammelt wurden, konnten nur finf positive Zecken von
Schafen gesammelt, welche jedoch zuvor geimpft wurden (SPRONG et al. 2012). Zur PCR-
Detektion von C. burnetii in Zecken stehen eine Vielzahl von Zielgenen, u.a. 1S1111 (eine
Transposon-ahnliche Insertionssequenz), icd (codierend fir eine Isocitratdehydrogenase), sodB
(codierend fur eine Superoxiddismutase) und com1 (codierend fiir das dulRere Membranprotein
1), zur Verfigung (STEIN und RAOULT 1992, BRENNAN und SAMUEL 2003, KLEE et al.
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2006). Diese unterscheiden sich durch die hohe genetische Gleichheit von denen der CLE nur
geringfugig, sodass weiterfihrende Untersuchungen, wie eine Sequenzierung, angezeigt sind,
um eine Abgrenzung von CLE zu erreichen (DURON 2015, JOURDAIN et al. 2015). So wurde
durch DURON (2015) in ca. einem Drittel der untersuchten CLE-infizierten Zecken die Trans-
poson-ahnliche Insertionssequenz 1S1111 nachgewiesen. Durch die so mdglichen Fehlinterpre-
tationen von PCR-Ergebnissen wird eine Uberbewertung der Rolle der Zecke in der Q-Fieber-
Ubertragung vermutet (DURON et al. 2015b). Der Nachweis eines Erregers innerhalb eines
blutsaugenden Wirts gibt zudem nur Aufschluss tUber dessen Aufnahme, nicht aber tber die
Ubertragerfunktion des entsprechenden potenziellen Vektors (ESTRADA-PENA et al. 2013).
Fur die Feststellung einer Vektorkompetenz sind daher Studien mit kiinstlich infizierten Zecken
unter kontrollierten Bedingungen vonndten. So wurde beispielsweise in einem Versuch mit Hy-
alomma aegyptium ein vollstandiger Lebenszyklus infizierter Zecken einschlielich der hori-
zontalen Ubertragung auf ein Meerschweinchen dargestellt und somit die Vektorkompetenz
dieser Zeckenart bewiesen (SIROKY et al. 2010).

2.3 Futterung von Zecken

Um Zecken unter Laborbedingungen zu halten sowie deren Lebensweise und Rolle als Vekto-
ren dokumentieren zu kdnnen, ist die Bereitstellung einer Blutmahlzeit in jedem Lebensstadium
notwendig. Dabei wurden in der Vergangenheit vornehmlich Versuchstiere, z.B. M&use, Meer-
schweinchen oder Kaninchen, als Wirte eingesetzt (LEVIN und SCHUMACHER 2016) (Abb.
4). Im Sinne der Einsparung von Tierversuchen aus Tierschutz- und Kostengriinden wurden
seit Mitte des letzten Jahrhunderts verschiedene Formen der artifiziellen Futterung entwickelt
(WALADDE et al. 1996). Die Einsatzmoglichkeiten solcher in-vitro-Fitterungssysteme um-
fassen, neben dem Halten und Ziichten der Arthropoden, auch die Untersuchung der Ubertra-
gung von Krankheitserregern sowie die Testung der Effizienz neuer Akarizide (KUHNERT
1996). Die artifizielle Fltterung von Zecken stellt eine Herausforderung dar, was sowohl durch
das komplexe Saugverhalten und die dadurch entstehenden Anspriiche an den Hautersatz als

auch durch die lange Fixationsdauer verursacht wird.

2.3.1  Fltterungssysteme

Verschiedene artifizielle Ansédtze Schildzecken zu flittern wurden bereits evaluiert

(WALADDE et al. 1996). Zecken kdnnen, beispielsweise mittels doppelseitigen Klebebandes,

fixiert werden und anschlieRend die Blutmahlzeit Giber die Mundwerkzeuge verabreicht bekom-

men. Daflr werden Kapillaren oder Pipettenspitzen verwendet, welche Gber dem Hypostom

angesetzt werden (BROADWATER et al. 2002, KOCAN et al. 2005, RIBEIRO et al. 2014,
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VALIM et al. 2017). Diese Systeme haben den Vorteil, dass die aufgenommene Blutmenge
direkt kontrollierbar ist. Voraussetzung dafur ist jedoch, dass die Zecken zun&chst fiir einige
Tage auf einem tierischen Wirt gesogen haben, um die Nahrungsaufnahme zu stimulieren. In
membranbasierten Fitterungssystemen kdnnen sich Zecken hingegen frei bewegen und durch
eine tierische oder kiinstliche Haut, &hnlich dem natirlichen Zeckenstich, an einem Blutreser-
voir saugen (BONNET et al. 2007, KROBER und GUERIN 2007).
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Abbildung 4: Drei verschiedene Formen der Zeckenfiitterung. Links: Fltterung am Tier, Mitte:
Futterung auf Tierhaut nach BONNET et al. (2007), rechts: Membranfiitterung nach KROBER
und GUERIN (2007). B: Blutreservoir, W: Warmwasserreservoir, Z: Zeckenreservoir.

2.3.1.1 Membranbasierte Futterungssysteme

Bei dieser Art der Zeckenftterung bildet die Membran einen entscheidenden Faktor. Wéhrend
anfangs meist Tierhdute verwendet wurden, welche sehr anféllig fur Verderb sind, wurden spa-
ter vermehrt artifizielle Membranen eingesetzt (VOIGT et al. 1993, BONNET et al. 2007). Hier
kénnen Materialien verwendet werden, die auch fur die Futterung anderer Arthropoden in Frage
kommen, z.B. Parafilm® (ZHENG et al. 2015). Da diese Verschlussfolie jedoch keine selbst-
verschlieBenden Eigenschaften besitzt, werden Materialien wie Silikon bevorzugt, welches
auch bei der Futterung von Insekten verwendet wird (BAUER UND WETZEL 1976). Die
Grundlage der Silikonmembranfitterung fur Schildzecken wurde durch KUHNERT (1995) ge-
geben. Hierbei wurden Glasréhrchen verwendet, welche in einem Honigglas, in welchem sich
Blut befand, aufgehangt waren. KROBER und GUERIN (2007) brachten dieses System auf
eine 6-well-Platte, wodurch sich die Handhabung vereinfachte (vgl. Anhang 8.1). In diesem
kontaminationsanfélligen System miussen regelmafRige Blutwechsel aller 8-14 Stunden stattfin-
den, was eine hohe Arbeitsbelastung darstellt. Daher wurden auch semiautomatisierte Fiitte-
rungssysteme etabliert, in denen ein Blutwechsel nur einmal téglich erfolgen muss und zudem
ein Blutfluss an den Membranen der Entmischung des Bluts entgegenwirkt (BONNET und LIU
2012, BOHME et al. 2018).
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2.3.1.2 Fixierungsstimuli im Zeckenfutterungssystem

Neben der Zusammensetzung, Dicke und Konsistenz der Membran bilden auch das verwendete
Blut und dessen Zusétze, die verwendeten Umweltbedingungen sowie Fixierungsstimuli wei-
tere wichtige Faktoren. Als taktile Reize kdnnen Haare oder Wolle dienen, welche zur Vermei-
dung von Kontamination vorwiegend autoklaviert eingesetzt werden (DE MOURA et al. 1997,
KROBER und GUERIN 2007). Alternativ kommen hier Moskitonetze aus Fiberglas oder Flie-
senkreuze zum Einsatz, wobei diese fur die Fixation von juvenilen Zeckenstadien ein Hindernis
darstellen (BOHME 2016). Weiterhin ist der Einsatz von Geruch als ein potenter Stimulus be-
schrieben, dabei kdnnen beispielsweise Extrakte auf die Membran gegeben werden oder die
kiinstliche Haut kann an einem Tier gerieben werden (KROBER und GUERIN 2007, FOURIE
et al. 2013). Zudem sind Zecken untereinander ein starker Reiz, sodass die Anzahl der Zecken
in der Kammer entscheidend ist und auch Zeckenkot oder dessen Extrakte das Fixierungsver-
halten anregen. KUHNERT et al. (1998) verwendeten auRerdem weitere Stimulanzien, wie
Butterséure und Benzaldehyd, um die N&he eines Wirtes zu simulieren. Ein weiterer wirkungs-
voller Stimulus ist Kohlenstoffdioxid. Da dieses in der Ausatemluft von Wirbeltieren vermehrt
vorhanden ist, dient dieses Gas der Aktivitatssteigerung von Zecken. AulRerdem verlieren Ze-
cken bei erhohter CO2-Konzentration vermehrt Wasser Uber die Tracheen, was zu Stress und
damit zu einer erh6ohten Wahrscheinlichkeit fur das Fixieren fuhrt (HEFNAWY 1970, VOIGT
et al. 1993). Dabei handelt es sich jedoch um einen unbestimmten Reiz, bei welchem zwar das
Suchverhalten der Zecken aktiviert wird, jedoch weitere Reize zum Auffinden der Membran
notwendig sind. Sobald die Zecke die Membran als kinstliche Haut erkannt hat und an dieser
fixiert ist, kann die Blutaufnahme erfolgen, welche durch verschiedene Blutzusatze stimuliert
werden kann. So wird hdufig eine erhthte Glukosekonzentration des Blutes eingesetzt, die ne-
ben der Stabilisierung der Erythrozyten zur besseren Haltbarkeit des Bluts auch als Phagostim-
ulanz fungiert (KRULL et al. 2017). AulRerdem kénnen Glutathion sowie ATP das Saugverhal-
ten steigern (SOARES et al. 2013). Fltterungsversuche finden meist entweder bei 37 °C oder
bei Raumtemperatur mit auf 37 °C erwdrmtem Blut statt (YOUNG et al. 1996, TRENTELMAN
et al. 2017, BOHME et al. 2018). Weiterhin kann die Zeckenfutterung auch im Wasserbad
stattfinden (KROBER und GUERIN et al. 2007, OLIVER et al. 2016). Ein so erzeugter Tem-
peraturgradient kann als Stimulus flr die Fixation der Zecken dienen (OLIVER et al. 2016).

2.3.1.3 Experimentelle Infektionen im membranbasierten in-vitro-System

Das membranbasierte Fitterungssystem kann zur Modellierung vektorlbertragener Pathogene

eingesetzt werden. Dabei wurden in-vitro-Futterungssysteme bereits fir die Untersuchung von
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Protozoen, Bakterien und Viren eingesetzt. TAJERI et al. (2016) konnten dabei die Aufnahme
von Theileria lestoquardi durch die Speicheldrise von Hyalomma anatolicum nachweisen,
wéhrend WALADDE et al. (1995) ein membranbasiertes Futterungssystem zur Untersuchung
von Theileria parva in Rhipicephalus appendiculatus benutzten. Neben Theilerien untersuch-
ten VOIGT et al. (1993) auch die Ubertragung von Ehrlichia ruminantium (frilher Cowdria ru-
minantium) mittels eines in-vitro-Systems. Auch Babesia spp. wurden im Rahmen solcher Fit-
terungssysteme untersucht (BONNET et al. 2007). OLIVER et al. (2016) untersuchten mittels
der Silikonmembran-basierten Futterungseinheiten verschiedene bakterielle Erreger, unter an-
derem Borrelia burgdorferi und Anaplasma phagocytophilum auf die Aufnahme durch adulte
Ixodes scapularis sowie die transstadiale Ubertragung von Nymphen zu Adulten. Auch Ehr-
lichia canis sowie das FSME- und das West-Nil-Virus wurden bereits mithilfe eines artifiziel-
len Systems an Braune Hundezecken verfittert und die transstadiale Ubertragung dieser Patho-
gene untersucht (FOURIE et al. 2013, LIEBIG et al. 2020, RAILEANU et al. 2020). Weiterhin
kann auch der Zeitpunkt der moglichen Ubertragung mit dem Speichel mittels des artifiziellen
Fitterungssystems eruiert werden (OLIVIERI et al. 2018).
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3 Verdffentlichungen
3.1 Stellungnahme zum Eigenanteil an den Arbeiten zur Publikation

Das systematische Review wurde am IBIZ unter der Betreuung von Dr. Katja Mertens-Scholz
angefertigt, welche an der Konzeption der Studie beteiligt war. Die Literaturrecherche und Aus-
wertung wurden eigenstandig durchgefihrt. Die Extraktion der Daten aus den einzelnen Stu-
dien fand zusétzlich durch jeweils einen weiteren Co-Autor als Kontrolle statt. Die Analyse der
Daten und die statistischen Berechnungen wurden durch mich durchgefuhrt.

Der Textentwurf sowie die graphischen Darstellungen habe ich selbststéndig erstellt.

Das Manuskript wurde flr die Publikation in Zusammenarbeit mit allen Co-Autoren fertigge-
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The zoonosis Q fever is caused by the obligate intracellular bacterium Coxiella burnetii.
Besides the main transmission route via inhalation of contaminated aerosols, ticks are
discussed as vectors since the first isolation of the pathogen from a Dermacentor
andersonii tick. The rare detection of C. burnetii in ticks and the difficult differentiation
of C. burnetii from Coxiella-like endosymbionts (CLEs) are questioning the relevance of
ticks in the epidemiology of Q fever. In this review, literature databases were systematically
searched for recent prevalence studies concerning C. burnetii in ticks in Europe and
experimental studies evaluating the vector competence of tick species. A total of 72
prevalence studies were included and evaluated regarding DNA detection methods and
collection methods, country, and tested tick species. Specimens of more than 25 different
tick species were collected in 23 European countries. Overall, an average prevalence of
4.8% was determined. However, in half of the studies, no Coxiella-DNA was detected. In
Southern European countries, a significantly higher prevalence was observed, possibly
related to the abundance of different tick species here, namely Hyalomma spp. and
Rhipicephalus spp. In comparison, a similar proportion of studies used ticks sampled by
flagging and dragging or tick collection from animals, under 30% of the total tick samples
derived from the latter. There was no significant difference in the various target genes
used for the molecular test. In most of the studies, no distinction was made between
C. burnetii and CLEs. The application of specific detection methods and the confirmation
of positive results are crucial to determine the role of ticks in Q fever transmission. Only
two studies were available, which assessed the vector competence of ticks for C. burnetii
in the last 20 years, demonstrating the need for further research.
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INTRODUCTION

Coxiella burnetii as the causative agent of the zoonosis Q fever
is distributed worldwide, except New Zealand. This infectious
disease may have a significant impact on animal welfare, human
health, and economies (1, 2). Coxiella burnetii is a gram-negative
bacterium that replicates as an obligate intracellular pathogen
under acidic and microaerophilic conditions in phagolysosome-
like compartments of cells, predominantly macrophages
(3). Infection of hosts mainly occurs due to inhalation of
contaminated dust and aerosols (4). During infection, C. burnetii
shows a tropism for the reproductive tissue and the mammary
gland. Therefore, C. burnetii is primarily shed during parturition
and via the milk (5). The considered main reservoirs for human
infections are domestic ruminants, whereas other species, such
as dogs or horses, can play a minor role as carriers (6). In
their birth products, large amounts of infectious agents can
be detected (7, 8). As the infective dose by inhalation is <10
bacteria, farmers, and veterinarians are especially at high risk
of acquiring this disease through contact with infected animals
and their products (9, 10). Coxiella burnetii develops spore-like
forms, which are resistant to environmental stressors such as
desiccation or sunlight. Therefore, the bacteria survive under
adverse conditions over long periods in the soil or other dry
substances (11).

An infection in ruminants, also termed coxiellosis, is often
asymptomatic and not noticed until human Q fever cases occur
(12). Decrease in fertility and increase of abortion and stillbirth
are common indications of an ongoing Q fever disease in herds
or flocks of ruminants (13, 14).

Qutbreaks of Q fever, as seen in the Netherlands in 2007-
2010, clearly show the huge impact of this infectious disease
not only on agricultural economics but also on human health
(15, 16). Acute human Q fever infection presents mainly flu-like
symptoms with possible complications concerning the lung and
liver. Although 60% of acute cases remain asymptomatic, in 1-
5% of cases, chronic Q fever may develop (17, 18). This often
affects the heart valves as endocarditis. Antibiotic treatment is
mandatory over months and, in some cases, up to several years
(17-19). Besides the long and difficult treatment, the disease can
also be fatal in acute and chronic cases. Although the mortality
of acute Q fever was assessed to be 1% in a study on hospitalized
patients, the mortality in chronic cases has been reported as 13%
and even up to 38% during the Dutch outbreak mentioned earlier
(1, 18, 20).

The bacterium is known as an infectious agent since the
1930s when it caused an outbreak of query fever among
abattoir workers. In the years after its first isolation from a
Dermacentor andersonii tick (21), early experimental studies
showed horizontal transmission of the agent from ticks to
mammalian hosts and suggested that several tick species,
e.g., Haemaphysalis humerosa, Haemaphysalis bispinosa, and
Rhipicephalus sanguineus, may be capable of transmitting
C. burnetii (22-25). Although transstadial transmission was
shown for most of the examined tick species, the transovarial
transmission was reported rarely (25, 26). Later, it was
demonstrated that Hyalomma dromedarii infected by inoculation
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excreted C. burnetii with their saliva (27). Duron et al.
summarized the vector competence data for seven hard tick
species (28). Hence, since its first detection, C. burnetii has been
discussed as a ruminant-associated tick-borne bacterium.

During outbreaks of Q fever, ticks are regularly tested for
C. burnetii. Until today, no C. burnetii-positive ticks associated
with outbreaks have been documented. Human infection after
tick exposure has been reported, but due to the predominant
infection route by inhalation, the source of infection remains
unclear (29, 30).

Besides pathogen transmission, ticks are host to many
endosymbionts and harbor a diverse microbiome (31). Although
C. burnetii was the only known member of the genus Coxiella for
a long time, closely related bacteria were found in recent studies,
referred to as Coxiella-like endosymbionts (CLEs) (32, 33). This
heterogenic group of bacteria with different genome sizes and
gene content shows up to 97% genome identity with C. burnetii
(33-37). Genetically, CLEs are classified into four clades (A-D),
and C. burnetii belongs to clade A, which otherwise contains CLE
associated with soft ticks (38).

Coxiella-like endosymbionts were detected in many different
tick species, and for some species, an obligatory mutualism was
proven (39-41). As obligate hematophagous arthropods, ticks are
dependent on external vitamin B synthesis, likely supplied by
the harbored bacteria (40, 42). Furthermore, a positive effect on
fecundity was shown for R. sanguineus. Treatment with ofloxacin
resulted in a significantly lower egg mass, hatching rate, and
viability of larvae in this tick species (39). Similar results were
shown for Haemaphysalis longicornis, Rhipicephalus microplus,
and Rhipicephalus haemaphysaloides, which were treated with
tetracycline and kanamycin, respectively, indicating the influence
of CLE on reproduction (43-45).

CLEs seem to be apathogenic, but single studies showed
pathogenic potential in particular cases. Fatal infection with
CLE was occasionally observed in different bird species (46-
48). Furthermore, a skin-associated inflammation caused by
the tick-borne bacterium Candidatus Coxiella massiliensis was
described (49).

The polymerase chain reaction was established in the 1980s
and was subsequently used as the predominant detection method.
Until then, ticks were primarily tested for the occurrence of
C. burnetii and related pathogens with staining methods and
animal infection experiments (50-52). Because C. burnetii is
difficult to isolate and cultivate as an obligate intracellular
organism, molecular diagnostic using PCR is the method of
choice for its detection. Various protocols target several plasmids
and chromosomal genes, for example, IS1111, icd, coml, sodB,
and GroEL/htpB (53-55). The target gene IS1111 is a transposase-
like insertion sequence, and the amount of copies from 7
to 110 per genome varies between isolates. Thus, the use
for quantification is limited, but due to the higher number
of targets per bacterium, this signal amplification leads to a
higher sensitivity compared with single-copy targets (53). In
contrast, icd, encoding for the isocitrate dehydrogenase gene,
and com1, encoding for the C. burnetii outer membrane protein
1, are single-copy genes allowing quantification (53, 54). The
commonly used target genes for C. burnetii cross-react with
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CLE and may lead to misidentification (28, 56). In a study by
Duron, roughly one-third of CLE-positive ticks were positive
for the IS1111 element (57). Furthermore, IS1111 was shown
to be the most unspecific marker for detection of C. burnetii
in CLE-positive ticks, followed by GroEL/htpAB (for chaperone
heat shock protein), whereas icd was not amplified in the samples
(56). However, the icd sequence of a novel CLE derived from
Carios capensis soft ticks was >90% similar to C. burnetii (58).
As a consequence, usage of a target gene of low specificity could
lead to an overestimation of the role of ticks as host and vector of
C. burnetii. To distinguish between C. burnetii and CLE, there is
no specific method available, owing to the fact that the group of
CLE is very heterogeneous. Therefore, the most reliable method
is the sequencing of PCR-positive samples using highly conserved
genes such as rrs or groEL (56, 59).

Ticks (Ixodida) are obligate blood-feeding ectoparasites with
a global distribution. A total of 67 tick species are reported
in Europe and Northern Africa (60). Out of these, only a
small number, i.e., 15-17 hard tick species, depending on their
confirmed taxonomic status as a distinct species or subspecies,
have been found to harbor either C. burnetii or CLE (28,
61). When considering a particular tick species to serve as a
vector for a given pathogen, certain aspects of the ticK’s life
cycle should be considered in addition to the sole finding of
molecular traces or even morphological structures within an
examined tick. This information will help to understand further
whether this tick species has vector competence, defined as
the capability to transmit a given pathogen horizontally or
vertically, which is an essential aspect of the vector capacity.
The latter is more relevant for determining the infection risk,
as it includes parameters such as longevity, feeding behavior
(duration, frequency, and preferred blood source), population
density, and frequency of host contact encounters. In this
regard, ticks, which are feeding on different hosts in every
life stage (three-host-ticks) with a large geographical range,
high population densities, and promiscuous feeding behavior
are relevant, when it comes to pathogen transmission. The
most common hard tick of Europe, the castor bean tick Ixodes
ricinus, is fulfilling these criteria, making it the most important
vector tick species for bacterial and viral tick-borne diseases,
e.g., Borrelia burgdorferi s.l. or tick-borne encephalitis virus, in
Europe (62). Such vector-borne agents, some with a wide range
of host species, may have their reservoir in wildlife, leading
to a sylvatic transmission cycle between arthropods and wild
animals. In addition, transmission can also occur in an urban or
domestic cycle, including pets, livestock, or humans. Although
I ricinus is ubiquitous in Europe, other relevant tick species
are not, and only for some geo-referenced distribution maps
are available, e.g., for both Dermacentor species (63). However,
the geographical distribution of a particular tick species is not
static but rather subject to permanent habitat changes due
to increased movement of humans, animals, and goods and,
very importantly, the increasing ambient temperatures as major
drivers. The high frequency of recent introductions of Hyalomma
spp. ticks into temperate Europe is impressive sign of a very
menacing trend of potent vector tick species moving into new
areas (64, 65).
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Recent prevalence studies using molecular methods aim at
determining the percentage of ticks carrying C. burnetii among
other diverse tick-borne pathogens. This allows surveillance of
C. burnetii in ticks and benefits the identification of a potential
risk of acquiring a Q fever infection by a tick-bite for humans or
domestic animals.

Different methods exist for the sampling of ticks. As most
European hard ticks seek hosts by questing on the vegetation
and naturally intend to be wiped up by a passing host, the
mainly used collection method is flagging or dragging. Using
this method, a cotton blanket is dragged or flagged over the
vegetation, considering that both methods favor different tick
species (66). Ticks are stripped off and are hindered in their
motion by the weave. The success of this method depends on the
texture of the blanket and the structure of the vegetation (67).
Activity peaks of most questing ticks are in spring and autumn.
However, other studies observed a trend to a unimodal peak
with the highest activity in the spring months (68, 69). Ticks can
also be removed directly from their host. This method is used to
examine the burden of pathogens associated with these animals
and for the sampling of hunting ticks, such as Hyalomma spp.,
which are less likely to be collected by flagging (70).

This review gives a comprehensive overview of the present
literature on C. burnetii in ticks and discusses the vector
competence of European tick species for the Q fever agent.
To this end, data of prevalence studies conducted in Europe
concerning the occurrence of C. burnetii in ticks were
systematically compiled and analyzed regarding the spatial
occurrence, molecular detection method used, and the frequency
of detection per tick species, as well as the detection of CLE.
Furthermore, experimental approaches to investigate the vector
competence of tick species for C. burnetii were collected. The
determination of the vector competence of ticks is important to
assess the role of ticks as a reservoir in Q fever epidemiology.

MATERIALS AND METHODS

Studies about C. burnetii in ticks were classified into two
different categories. One group investigates the prevalence of
ticks for C. burnetii in Europe. The other group discusses the
vector competence of ticks based on experimental approaches
on ticks infected under laboratory conditions. For identification
of studies, the databases Pubmed and Web of Science were
systematically searched for articles in English, published between
2000 and 2020. Search terms were “coxiella tick,” “coxiella-
like,” “coxiella vector competence.” The search was completed
on October 27, 2020. Additional studies were included using
Google Scholar. References were sorted by the use of Endnote
X7 (Clarivate Analytics, Philadelphia, USA). Only studies using
DNA detection methods for Coxiella spp. on hard ticks obtained
in Europe were included as prevalence studies. The definition of
Europe used in this study refers to a geographical demarcation
as von Strahlenberg’s, including all countries of which the major
part is situated between the Urals and the Bosphorus. Regions
were defined according to the United Nations geoscheme for
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FIGURE 1 | PRISMA flow chart for selection of studies, including the reasons for exclusion from the analysis.

Europe in Southern Europe, Eastern Europe, Northern Europe,
and Western Europe (71).

Further criteria for eligibility as prevalence studies were
stated information of the number of tested ticks, the number of
Coxiella-positive ticks, or amount and description of tick pools
and at a minimum description of the tick genus or species name.
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Data were extracted regarding information about the country
in which the ticks were obtained. Furthermore, the number
of tested and Coxiella-positive ticks and tick pools and the
collection and detection method were included in the analysis.
All publications were read, and data were extracted by two
persons independently.
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The proportion of positive ticks was calculated as the ratio
of positive ticks to the total number of tested ticks. Prevalence
was defined as the proportion of positive ticks multiplied by 100.
When ticks were tested in pools, the proportion was estimated as
minimum infection rate (MIR) using the formula

MIR — number of positive pools

number of tested specimen

Studies were evaluated, and confidence interval was calculated
using Excel 2016 (Microsoft Corporation, Redmond, USA). For
statistical analysis, the Kruskal-Wallis test and Mann-Whitney
U test for data lacking normal distribution were performed using
SPSS V.22 (IBM, Armonk, USA), and results were considered
significant in the case of p < 0.05.

RESULTS

A total of 590 studies were found using the mentioned search
terms. Additionally, two studies using the platform Google
Scholar were included. Based on the title and abstract, 502 studies
were excluded. Main reasons for exclusion were non-European
studies (n = 272), no hard ticks tested (n = 120), or reviews
(n = 44); 66 studies were excluded for other reasons (Figure 1:
PRISMA analysis). After full-text analysis, 16 further studies
were removed. Finally, 72 publications in which the prevalence
of C. burnetii in ticks collected in European countries were
examined, compiled, and evaluated. Additionally, two vector
competence studies were included.

Prevalence Studies in Europe—A

Systematic Analysis

Prevalence studies were analyzed by country, the number
of tested ticks, tick species, the method used for tick
collection, and the method used for detection of C. burnetii
(Supplementary Table 1). The ticks tested in these studies were
sampled between 1994 and 2018. In more than half of the studies
(n = 44), ticks were collected between the years 2011 and 2013.
Studies were performed in 23 of 45 different European countries.

Most collection areas were rural, single studies collected ticks
in recreational areas in urban settings (72, 73). Furthermore,
ticks were sampled from vegetation and animals on European
islands (74-77).

In total, 115,265 ticks were tested in all 72 analyzed studies,
of which 62,889 were sampled in a single and thus largest
study performed in Switzerland (78). Excluding this study, on
average, 689 ticks were sampled per study, ranging from 18 to
7,050 samples. The mean prevalence of C. burnetii-DNA over all
evaluated studies was 4.8%. In half of the studies (n = 38), no
C. burnetii-positive tick was identified. The highest prevalence
was determined to be 54.2% in a Spanish study (79). Of the 34
studies with positive results, 10 (29.4%) confirmed the results
with the sequencing of at least one PCR amplicon. Sequencing
could not be performed in some cases because of low DNA
yield (80). Ticks were sampled by flagging or dragging from the
vegetation or removed from animals.

Most studies simultaneously gathered further information,
e.g., about tick infestation of local animal species or other tick-
borne pathogens. In addition, the seroprevalence for C. burnetii
or other tick-borne agents of captive domestic and wild animals
was examined (79-82).

Country
There were major differences in prevalence between
different countries and regions in Europe (Figure 2,
Supplementary Figure 1). The majority of studies were
performed in Southern Europe (n = 30), whereas the number
of prevalence studies per country was highest for Slovakia (n =
12). A high prevalence was found in studies in Southern Europe,
especially in Spain (10.1%) and Portugal (10.6%), but also in
Poland, a high proportion of ticks was positive (8.5%). In ticks
tested in Northern Europe, no C. burnetii was detected (83-86).
The highest prevalence within single studies was determined
in Spain and Italy. Gonzilez et al. detected Coxiella-DNA in
over 50% of the 236 tested ticks (79). In studies from Italy and
France, more than 30% of tested ticks were found to be positive
for C. burnetii-DNA (87-89). The mean prevalence in Southern
Europe (8.3%) was significantly higher than in the rest of Europe
(Mann-Whitney U test; p = 0.031), especially in Western Europe
(2.1%) (Mann-Whitney U test; p = 0.013).

Tick Species

More than 25 tick species were examined in all studies (Table 1).
In Amblyomma spp., Haemaphysalis inermis, Hyalomma
scupense, Hyalomma truncatum, Ixodes festai, and Ixodes
hexagonus, no molecular detection of C. burnetii-specific
DNA was reported. Furthermore, in Haemaphysalis hispanica,
Hyalomma aegyptium, Hyalomma lusitanicum, Ixodes ventalloi,
Rhipicephalus pusillus, and Rhipicephalus thuranicus, Coxiella-
DNA was detected, but the results were not sequenced for
confirmation or discriminated from CLE.

Differences in detecting C. burnetii-positive ticks were
noticed for the tick genera tested (Figure3). The highest
prevalence was observed in Hyalomma spp. ticks (11.3%).
Of the six species tested, Hyalomma rufipes, Hyalomma
marginatum, H. lusitanicum, and H. aegyptium were positive
for C. burnetii. The most abundant and most often infected
species was H. lusitanicum, in which 17.7% of ticks were
PCR positive for C. burnetii. Furthermore, 6.0% of all tested
Rhipicephalus spp. were positive for C. burnetii-DNA, whereas
Dermacentor spp. harbored Coxiella-DNA in 1.4% of samples.
By far, the most tested ticks belonged to the genus of Ixodes
spp. (81.4%). Of these ticks, only 0.4% carried C. burnetii-
DNA. The second least Coxiella-infested tick species was
Haemaphysalis spp. with 1.2% positive samples. Of Amblyomma
spp., only 11 negative ticks were flagged or removed from
birds, which is not surprising, as this genus is not endemic

in Europe (77, 90).
Collection Method
The most common methods for prevalence studies were

sampling from animals (n = 29, 40.3%; 11,283 ticks) or from
the vegetation by dragging or flagging a piece of cotton (n =
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FIGURE 2 | Prevalence (ratio of C. bumetii-positive ticks to total number of tested ticks) depending on European regions. Error bars show average confidence
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27, 37.5%, 83,476 ticks). Overall, in the evaluated studies, 72.4%
of all tested ticks were derived from vegetation. In 19.4% (n =
14; 19,939) of the examined studies, a combination of sampling
from animals or humans and flagging was performed. Data in
this review were not divided into the different collection methods
used. Two studies examined the occurrence of pathogens in ticks
exclusively collected from humans (123, 124). The highest mean
prevalence for C. burnetii was found in studies in which ticks
were removed from infected animals with 6.6%, whereas the
mean prevalence in ticks collected from vegetation was 2.8%
(Figure 4A). Of all tested ticks removed by flagging, 0.5% were
positive for C. burnetii-DNA (Figure 4B). Tested animals ranged
from pets and livestock to trapped rodents or game. In some
studies, ticks were removed from birds to examine their role as
hosts and vehicle for tick species (81, 88, 125).

C. burnetii was detected in two H. marginatum, feeding on
humans in Sardinia. Contrary, in two studies that tested human-
derived ticks exclusively, all were negative for C. burnetii-specific
DNA (76, 123, 124).

The only study that was directly associated with a Q fever
outbreak was performed in the Netherlands. Almost 3,000 ticks
were sampled from nature, domestic animals, and wildlife. No
C. burnetii-positive questing tick was found, whereas five female
ticks collected from animals were positive for IS1111 and coml
target sequences, suggesting uptake of blood from a bacteremic
host (111). Further investigations revealed that these positive
ticks were collected from recently vaccinated sheep. This might
indicate a low risk of field infection during the outbreak.

Detection Method

Conventional PCR and real-time PCR were applied as a detection
method in most of the studies. The predominant target genes for
PCR detection were fragments of the insertion sequence IS1111
(n = 37, 51.4%, 33,626 ticks) or the genes coml (n = 14, 19.4%,
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10,725 ticks), icd (n = 12, 16.7%, 17,631 ticks), sodB (n = 5, 6.9%,
3,502 ticks), and htpAB (n = 4, 5.6%, 3,192 ticks). Single studies
used more than one target gene for identification (75, 85, 100,
126, 127). Of studies, which used sodB as the target gene for C.
burnetii, an average prevalence of 7.3% was reported (Figure 5A).
Of the studies using PCR targeting the com1 fragment, the mean
prevalence was 0.8%. The most frequently used target 1S1111
resulted in an average prevalence of 5.7%. Of all ticks tested
with IS1111, 3.0% were positive, which is the highest percentage
(Figure 5B). The largest sampling size of 62,889 ticks, exclusively
I ricinus, was collected in a study in Switzerland. No C. burnetii-
positive tick was detected by using ompA as the target gene in
this study (78). Also, 16S ribosomal RNA (rRNA) sequencing was
used for the detection of Coxiella spp. in eight studies; one of
them detected C. burnetii-positive ticks (102).

Before PCR detection, some studies used the hemocyte test
for visual detection of Coxiella spp. and morphologically similar
agents in the hemolymph (91, 104). In these studies, C. burnetii
was detected by PCR in four hemocyte-positive ticks, but also in
two hemocyte-negative ticks.

Furthermore, studies used non-molecular methods in
addition to PCR, such as cultivation in cells or embryonated
eggs, resulting in the isolation of Spiroplasma spp. but not
C. burnetii (126).

Coxiella-Like Endosymbionts

Some authors considered CLE and searched specifically for these
endosymbionts or detected CLE by sequencing positive PCR
products. Furthermore, sequencing of 16S rRNA was used to
evaluate the tick microbiome (99, 103). In seven studies, CLEs
were detected additionally or exclusively using sequencing in a
variety of tick species, or Coxiella was only identified on genus
level (99, 102, 103, 110, 119, 122). Nine tick species were found to
harbor CLE in these studies.
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TABLE 1 | Selected tick species collected in Europe and detection of C. burnetii and CLE (Reference).

Tick species Molecular detection of C. burnetii samples sequenced Vector pet tudi Detection of CLE
Dermacentor marginatus ~ Yes (72, 90-97) Yes (93) Fecal excretion (98) Yes (99)
Dermacentor reticulatus Yes (82, 92, 100, 101) Yes (82, 101, 102) - Yes (102, 103)
Haemaphysalis concinna ~ Yes (91, 101, 104, 105) Yes (101) - -

Haemaphysalis inermis No - Yes (102)
Haemaphysalis punctata Yes (72, 80, 90, 93, 106) Yes (93) - -

Haemaphysalis sulcata Yes (74, 93, 95) Yes (93) - -

Hyalomma aegyptium Yes (107) No Transstadial transmission (108) =

Hyalomma lusitanicum Yes (79, 90, 94) No =

Hyalomma marginatum Yes (76, 87, 88, 97) Yes (76) - -

Hyalomma rufipes Yes (88) - - -

Hyalomma scupense No - - -

Hyalomma truncatum No - - -

Ixodes acuminatus Yes (109) Yes (109) - -

Ixodes festai No = = =

Ixodes hexagonus No - - Yes (99, 110)
Ixodes ricinus Yes (72, 80, 81, 91, 92, 94, 96, 101, 102, Yes (101, 102, 109, 112) fecal excretion and transstadial Yes (99, 102, 110, 118)

Ixodes ventalloi
Rhipicephalus annulatus
Rhipicephalus bursa
Rhipicephalus pusillus
Rhipicephalus sanguineus

Rhipicephalus turanicus

104, 105, 109, 111-117)

Yes (96)

Yes (76, 87)

Yes (76, 87, 93, 97)

Yes (90, 94)

Yes (74, 76, 90, 93, 96, 97, 120, 121)

Yes (72, 74)

No

Yes (76)

Yes (76, 93, 97)

No

Yes (76, 93, 95, 97)

transmission (98)

historic: transstadial transmission
2

Yes (99, 119)

Yes (99, 110, 122)

Yes (122)

Amblyomma spp. (11 ticks)

Ixodes spp. (93,843 ticks)

Dermacentor spp. (7,003 ticks)

Hyalomma spp. (2,967 ticks)

Rhipicephalus spp. (6,343 ticks)

Haemaphysalis spp. (2,865 ticks)
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No -
0
N
=
[
.
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FIGURE 3 | Tick species: Proportion of C. burnetii-positive ticks of the ticks tested, depending on tick genera. For 2,233 ticks, only total numbers were described.

12,0%

Experimental Vector Competence Studies
In the decades after the first isolation of C. burnetii from a tick,
experimental transmission studies were conducted on various

tick species. However, only two recent investigations on the
vector competence of ticks under laboratory conditions were
found in the literature.
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FIGURE 4 | Collection methods. (A) Average prevalence of C. bumetii in
studies on ticks depending on the collection method. Error bars show average
confidence intervals. n = number of studies; (B) percentage of positively
tested ticks of the total number of tested ticks in all studies, depending on the
collection methods. Number in parentheses = total number of sampled ticks
with this method.

In one study, the vector competence of the tick H. aegyptium
was proven, including the transstadial transmission over all life
stages (108). Larvae were fed on infected guinea pigs, and 5.6%
tested positive after molting into nymphs. After feeding on an
infected host, 28.9% of nymphs molted into adults remained
positive. In addition, reinfection of uninfected guinea pigs was
shown in this study.

For I ricinus, a transstadial transmission from nymphs to
adults was shown using an in vitro feeding system, enabling better
differentiation between the transmission via saliva or feces (98).
The transstadial transmission rate from nymphs to adults was
determined to be 25%, but horizontal transfer into the blood
was not shown, whereas the ticks excreted infectious feces during
feeding and after molting.

DISCUSSION

Higher Prevalence in the Mediterranean
Region Might Be Associated With Regional
Distribution of Different Tick Species

Duron et al. found an average prevalence of 5% of
C. burnetii in ticks after evaluation of 60 studies conducted
worldwide (28). The data of the present study show a
similar mean prevalence of studies on ticks in Europe.
Here, an update is provided, enhancing the insight into
the prevalence of C. burnetii in various tick species,
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demonstrating that there is a huge variation between the
results of different studies depending on the country, tested
species, method of collection, and C. burnetii detection
method applied.

Evaluating the studies, a gradient from North to South was
noticed, resulting in a higher prevalence in the Mediterranean
region, followed by Eastern Europe. Most positive samples were
obtained in Southern Europe, especially Portugal, Spain, and
Greece. Here, species of the genera Hyalomma, Rhipicephalus,
and Haemaphysalis are the most abundant vector ticks. Due to
climate change associated with global warming, the spread of
arthropods is expected (128), which could possibly lead to an
increased role of pathogen transmission by these tick species in
Western and Northern Europe. The tick species H. marginatum
was detected in the last years more often in Central Europe and
hibernation of this species was recently observed in Germany
(64). Since in most of the studies, no confirmation of positive
results by specific methods for C. burnetii was performed, an
inadvertent detection of CLE cannot be excluded. However, this
differentiation is extremely important because CLEs seem to have
less if at all pathogenic potential than C. burnetii.

Coxiella burnetii is rarely found in ticks in most of the regions
in Europe. It is presumed that ticks play a minor role in Q
fever transmission, also considering that no validated human
cases of C. burnetii infection via ticks have been reported. Foci
in which ticks may play a role as the natural reservoir for Q
fever seem to exist, but these hot spots are hard to detect.
Similar patterns of regional foci were described for tick-borne
encephalitis virus (129, 130). The absence of C. burnetii-infected
ticks in endemic areas is often explained by narrow hot spots
(131). That causes less frequent surveillance of this pathogen in
major prevalence studies, mainly focusing on well-described tick-
borne infectious agents such as Anaplasma phagocytophilum or
B. burgdorferi s.l. Under these circumstances, there is a lack of
data in certain countries and regions. The evaluation of European
studies shows that occurrence of C. burnetii is highly dependent
on the tick species. The most abundant tick species in Europe,
L. ricinus, seems to be infected with C. burnetii very rarely.
Occasional reports of successful isolation of C. burnetii from
field-collected I. ricinus support the theory of less relevance in Q
fever transmission (132). In the past, a correlation was presumed
between the occurrence of Q fever and the abundance of
Dermacentor marginatus (133). Considering the low prevalence
in this species, this theory was not proven by the data collected
here from the analyzed studies. However, there seems to be an
association of C. burnetii with ticks of the genus Hyalomma
spp. and Rhipicephalus spp., naturally present in regions with
ambient temperatures, e.g., the Mediterranean region. This is
also supported by the in vivo experimental study performed
with H. aegyptium (108). As Rhipicephalus spp. is highly infected
with CLE, positive results should be confirmed by sequencing
(41,119).

Prevalence studies targeting C. burnetii in ticks are conducted
worldwide, and positive ticks were found on all continents except
Antarctica (134-138). Comparably with European studies, there
are divergent findings in the different investigations. Recently, a
study conducted in China using 16S rRNA sequencing reported
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a prevalence of 40-96% depending on tested species (139). High
prevalence was also found in several countries, e.g., Argentina,
Egypt, or Nigeria (140-142). Apart from that, in studies in Japan
or Reunion Island, no Coxiella-positive ticks were determined
(143, 144). Despite the origin of the first isolate, C. burnetii is
reported rarely from ticks in North America (145, 146).

A Combination of Different Collection
Methods Supports a Realistic Depiction of
Reality

Different collection methods were used in the studies, but the
most common is removing from animals or flagging. Simple
detection of the DNA of a pathogen does not prove the
vector competence of a certain tick species (92, 147). Ticks can
also carry a pathogen without the ability to transmit it (93).
These arthropods feed on bacteraemic/viraemic/protozooaemic
animals and are likely to take up any agent circulating in the
blood of the host. The slightly higher prevalence of C. burnetii in
ticks collected from animals compared with ticks from vegetation
argues in favor of such an uptake. The procedure of flagging
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of questing ticks, therefore, seems to be more appropriate
for information regarding the prevalence and to discriminate
between the role of ticks as a reservoir or as an accidental host
(148). Additionally, data about the local seroprevalence of C.
burnetii in animal host species could be included. A combination
of both origins, vegetation, and animals, might also be of interest,
especially in the context of outbreak surveillance. Moreover,
only exophilic and questing ticks can be obtained using the
dragging method. That excludes, for example, premature life
stages of Dermacentor spp. or preferably hunting ticks, e.g.,
Hyalomma spp. As it is known that C. burnetii genomes found
in ticks genetically cluster with samples isolated from wildlife,
the inclusion of hunted animals can increase the knowledge
of potentially sylvatic cycles (149). The sampling of ticks from
migratory birds can give insight into the movement of ticks and
the pathogens or microbial communities they carry. Examination
of avian ticks and tick-borne diseases can also help monitor
the spread of these ticks and their pathogenic cargo (150). The
introduced tick species might not be adapted to the climate
and availability of host species in this country; therefore, its
survival is unclear. Sampling on farm animals and game favors
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a higher rate of adult ticks, as this life stage is more frequently
feeding on larger animals (112). Examination of ticks removed
from human patients also might be of interest regarding the
zoonotic potential of the disease. In a study by Dubourg et al.,
patients showing scalp eschar were examined, and removed
ticks were tested for a wide range of tick-borne pathogens.
Of the 11 ticks, mainly D. marginatus, two carried C. burnetii,
whereas Rickettsia slovaca was the most prevalent pathogen
(151). Simultaneous infection of human patients with C. burnetii
and other tick-borne pathogens were described, but it cannot be
excluded that the temporal connection between the infections
is random, as Q fever is endemic worldwide, and infection
might have been caused by inhalation (30). To determine the
significance of ticks in Q fever transmission, it might be of major
interest to perform prevalence studies in areas of active Q fever
outbreaks or in known Coxiella-positive herds. This is important
to prove any association between infected animals or humans
and the local arthropods. Furthermore, identification of tick
life stage is important to analyze the possibility of transovarial
transmission. Coxiella burnetii is considered one of the most
relevant pathogens and should be prioritized in the examination
of wildlife (152).

Prevalence Studies Should Include

Specific C. burnetii Detection Methods
There was no significant difference noticed between the various
target genes used in the evaluated studies. The determined
prevalence depends, among other things, on the sensitivity of
the used target gene. Some assays, especially when using ISI1111,
detect lower amounts of DNA and thus are more sensitive than
others. This relation can be described more precisely by the use
of standardized controls such as plasmids. Because of the close
genetic relationship to CLE, the high specificity of molecular
methods is required. Because frequently used PCR target gene
sequences, e.g., IS1111, were also detected in endosymbionts,
there is a need for specific methods to distinguish between
these species. This would rule out an overestimation of the
dissemination of C. burnetii within the tick population. The
majority of studies detecting commonly used target genes for
the detection of C. burnetii did not confirm the results with
sequencing. Particularly, the IS1111 fragment is a common target
for C. burnetii detection in ticks, which is known to be less
specific but highly sensitive for the pathogen (57). The specificity
for detection of C. burnetii in tick samples is limited in all
commonly used target genes; thus, the use of single targets
is not recommended (56, 58). Positive results in PCR should
be interpreted carefully, and sequence confirmation should be
mandatory, preferably using long targets for increased specificity
(56, 153). Due to low DNA yield, sequencing might not be
possible. In these cases, the combination of different target genes
for detection could be a valid method to minimize the risk
of unspecific results. Thus, there is a need to develop specific
assays for differentiation between C. burnetii and CLE, which
might also be applicable for higher sample sizes and poor
DNA yield.
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Unclear Pathogenic Potential of
Coxiella-Like Endosymbionts Should Not
Be Neglected

In seven studies, CLEs were detected in tick samples, mainly
using sequencing of 16s rRNA. These endosymbionts are
distributed in several hard and soft tick species and represent a
large proportion of the microbiome of some species (33, 154).
This leads to the presumption that the specificity of some
molecular methods may not be sufficient to distinguish between
C. burnetii and endosymbionts. Several Amblyomma spp. and
Rhipicephalus spp. were shown to be CLE carriers in up to 100%
of analyzed tick samples (41). In another study with more than
50 different tick species of hard and soft ticks, more than two-
thirds of the species were found to harbor CLE (38). Coxiella-
like endosymbionts seem to be associated with some genera, for
example, Rhipicephalus spp. or Ornithodoros spp., in which CLEs
were detected with a high prevalence, whereas only a few positive
samples originated from Ixodes spp. Binetruy et al. found CLE to
be present in 11 of 24 species of the genus Amblyomma (155).
Recent phylogenetic analysis revealed a close and apparently
ancient alliance between Rhipicephalus spp. and their CLE (156).
The main survival strategy of CLE is the vertical transmission via
the egg, but also horizontal transfer, possibly via co-feeding, was
proven (156, 157). Recent results based on genome sequencing
have shown that certain CLEs seem to have evolved from an
ancestor capable of infection of immune cells (158). Hence, a loss
of pathogenic potential was suggested. In contrast, C. burnetii was
reported to have its phylogenetic origin in CLE (38).

Novel tick-borne pathogens are emerging, and as the
evolution of C. burnetii is closely linked to endosymbionts,
the possibility of other Coxiella spp. being pathogenic should
not be neglected, considering that bird infections or human
skin infections were reported (38, 49, 103, 158). Increasing
the knowledge on evolutionary processes and the pathogenic
potential of CLE could likewise also contribute to a better
understanding of the epidemiology of C. burnetii.

Little is known about the impact CLE might have on pathogen
transmission. A reduced infection rate of R. haemaphysaloides
with CLE correlated with a lower rate of transstadial transmission
of Babesia microti. Candidatus Midichloria mitochondrii, another
tick endosymbiont, is known to influence the occurrence and
ability to detect tick-borne pathogens in I. ricinus (159, 160).

Experimental Studies Are Needed to
Assess the Vector Competence of Further
Tick Species

In the past, seven tick species were shown to be competent
vectors for C. burnetii (28). There is little recent research
exploring the vector competence of ticks under laboratory
conditions. Experimental studies prove transstadial transmission
and successful reinfection of guinea pigs by H. aegyptium ticks
(108) and transstadial transmission from nymphs to adults in
I ricinus (98). Recently, a transstadial transmission from nymphs
to adults and a subsequent excretion with saliva were concluded
in naturally infected H. lusitanicum (161). There is a lack of
vector competence studies on different tick species, focusing
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on the transstadial and transovarial transmission of pathogens.
However, those studies are limited by the low rate of transmission
and consequently incomplete knowledge of epidemiological
cycles (162). Furthermore, studies are missing, which describe
the level and duration of bacteremia in C. burnetii-infected
hosts, which are necessary to estimate the actual vector capacity
under laboratory conditions. As a mainly airborne pathogen, the
potential infection routes may be via inhalation of feces besides
the injection of saliva during the tick bite (98, 108). Infected feces
might also contaminate the wound and thus causing an infection,
as it is known from the transmission of Trypanosoma cruzi by bed
bugs or Rickettsia prowazekii and lice (163, 164).

Besides the need for information regarding the prevalence of
C. burnetii in ticks, the risk of acquiring Q fever by a tick bite
cannot finally be determined. In different studies, the correlation
between coxiellosis and the abundance of ticks as a risk factor was
examined. Predominantly, no significant correlation was found
(165-167), whereas other investigations concluded an association
between tick infestation and seroprevalence (168, 169).

Most tick species in Europe are spreading, and the increased
risk of tick-borne diseases accompanies this. For this reason,
extensive and focused monitoring of ticks and their microbial
burden is crucial, as well as further research on possibly
tick-borne diseases and the pathogenic potential of already
known bacteria.

CONCLUSIONS

The evaluation of European studies shows a significantly
higher prevalence of Coxiella spp. in ticks in Mediterranean
countries. This is likely to be driven by the abundance of
different tick species in these countries, i.e., Hyalomma spp.
and Rhipicephalus spp. In the context of global warming, the
geographical distribution of these tick species changes and thus
the epidemiology of Q fever in currently temperate Europe.
Based on the large number of studies, which failed to detect
C. burnetii DNA in tick samples, ticks carrying C. burnetii seem
to be restricted to certain regions. Positive results have to be
interpreted carefully because no distinction between C. burnetii
and CLE was made in most of these studies. Planning of
a prevalence study on ticks should, therefore, in particular,
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Table S1. Included studies on prevalence of C. burnetii in ticks in Europe

Reference Country Tick species N n Proportion (CI) Method/Target origin Sequenced CLE
gene
(1) Andersson et al. Romania D.m. (0/92), D.r. 825> 0  0.00! qPCR (com1, mixed
2018 (0/119), H.c. icd, 1S1111)
(0/3), H.p.
(0/38), Hy.m.
(0/26), Hy.s.
(0/1) I.c. (0/7),
l.r. (0/209), R.b.
(0/15), R.r. (0/2),
R.s. (0/314)
(2) Astobizaetal. 2011  Spain D.m., D.r, H.p.,, 340 0 0.00 gPCR (I1S1111) animals
IL.h., L.r.
(3) Barandikaetal. 2008 Spain D.r. (0/97),H.c. 691 1 0.00 PCR, Hybridiza- vegetation no
(0/52), H.i. tion (htpAB)
(0/95), H.p.
(1/209), L.r.
(0/288), R.b.
(0/50)
(4) Beltrameetal. 2018 Italy l.r. (0/43), R.s. 45 0 0.00 gPCR (1S30a) humans
(0/2)
(5) Bernasconi et al. Switzerland  D.m. (0/1), 48 0 0.00 PCR (16S animals R.s., R.t.
2002 H.spp. (0/1), R.s. rDNA)
(0/24), R.1. (0/22)
(6) Berthovaetal. 2016 Slovakia l.r. (16/594) 594 16 0.03(0.01-0.04) PCR (coml) animals no
(7) Bielawska-Drozd et  Poland l.r. (17/1551) 1551 17 0.01(0.01-0.02)* gPCR (IS1111)  vegetation no
al. 2018
(8) Bogunovic et al. Serbia D.r. (0/1), Lr. 316 24  0.08 (0.05-0.11) PCR (IS1111) animals yes
2018 (0/87), R.s.
(24/228)
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9)

(10)

(11)

(12)

(13)

(14)
(15)

(16)

Bonnet et al. 2013

Cerutti et al. 2018

Chaligiannis et al.
2018

Chisu et al. 2018

Chisu et al. 2020a

Chisu et al 2020b

Chitimia-Dobler et

al. 2019

Desjardins et al.
2018

France

Italy

Greece

Italy

Italy

Italy
Germany

France

D.m. (44/377),
D.r. (12/74), L.r.
(8/44)

l.r., Hy.spp.,
Hy.d./m., Hy.l.,
A.spp., l.ar.
D.m. (pos), H.pa.
(pos), H.p., H.s.
(pos), 1.g. (pos),
R.b., R.s. (pos)
D.m. (0/272),
H.p. (0/71), H.s.
(0/30), Hy.1.
(0/73), Hy.m.
(2/45), 1.fe. (0/6),
R.a. (2/11), R.b.
(3/400), R.s.
(14/710)

D.m. (1/15), H.p.
(0/5), H.s. (0/9),
Hy.l. (0/1),
Hy.m. (1/8),
I.spp. (0/1), I.fe.
(0/1), R.spp.
(0/7), R.b. (5/34),
R.s. (22/149)

l.r. (0/37)

Hy.m. (0/10),
Hy.r. (0/8)
D.spp. (2/5),
H.spp. (5/21),
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495

114

179

1618

230

64

32

21

29

163

38

0.13 (0.10-0.16)

0.00

0.18 (0.12-0.23)

0.01 (0.01-0.02)

0.13 (0.08-0.17)

0.00
0.00

0.36 (0.31-0.40)

gPCR (1S1111)

gPCR (IS1111)

gPCR (1S1111)

PCR (sodB)

PCR (sodB)

PCR (sodB)
gPCR (1S1111)

gPCR (1S1111)

vegetation

animals

animals

mixed

animals

animals
mixed

animals

yes
(7 samples)

yes

yes

no



(17)
(18)

(19)
(20)

(21)

(22)
(23)
(24)

(25)

Duh et al. 2006
Ebani et al. 2015

Gonzalez et al. 2020
Grech-Angelini et al.

2019

Gyuranecz et al.
2012

Hartelt et al. 2008

Henning et al. 2006

Hildebrandt et al.

2011

Horndk et al. 2013

Slovakia
Italy

Spain
France

Hungary

Germany
Germany
Germany

Hungary

Hy.spp. (16/45),
R.spp. (140/383)
D.r. (0/100)
D.m. (0/72), H.p.
(0/30), L.r.
(0/330)

Hy.l. (128/236)
D.m. (0/156),
H.p. (0/74), H.s.
(0/2), Hy.m.
(0/362), Hy.s.
(0/135), L.r.
(0/115), R.a.
(0/11), R.b.
(0/508), R.s.
(0/150)

D.spp. (0/4),
D.m. (0/369),
D.r. (0/361), H.c.
(0/735), H.i.
(0/315), H.p.
(0/22), l.ac.
(0/374), L.r.
(0/3222)

D. spp. (0/862)

I.spp. (0/52)

L.r. (19/1000)

H.c. (0/1), Hy.m.
(0/3), L.r. (0/104)

Veroffentlichungen

100
432

236
1513

5402

862

52

1000

108

128

19

39

0.00
0.00*

0.54 (0.48-0.61)
0.00

0.00

0.00
0.00

0.02 (0.01-0.03)

0.00

PCR(IS1111)
PCR (IS1111)

gPCR (1S1111)
gPCR (icd,
1S1111)

gPCR (1S1111)

nested PCR
(1S1111)

PCR (coml,
mucZ)

gPCR (I1S1111,
icd)

gPCR (I1S1111)

vegetation
animals

animals
animals

mixed

vegetation

animals

vegetation

animals

no

no



(26)
(27)
(28)
(29)

(30)

(31)

(32)

(33)

(34)

(35)
(36)

Kalmar et al. 2020

Kazimirova et al.
2018
Knap et al. 2019

Mancini et al. 2014

Mancini et al. 2019

Michelet et al. 2014

Michelet et al. 2016

Millan et al. 2016

Minichova et al.
2017

Pajoro et al. 2018

Papa et al. 2017

Romania
Slovakia

Slovenia

Italy

Italy

France
Denmark
The Nether-
lands
France
Spain

Slovakia

Italy
Greece

l.r. (0/522)

H.c. (0/33), L.r.
(6/641)

D.r. (0/10), H.p.
(1/65), L.r.
(6/626)

D.m. (1/7), H.p.
(1/4), L.r. (3/33),
R.t. (23/85)
Hy.m. (4/12),
R.a. (70/215),
R.b. (9/28)

.r. (0/2350)

L.r. (0/2350)
L.r. (0/2350)

D.m. (0/67), D.r.
(0/29), H.p.
(0/532)

. spp. (0/43),
R.s. (0/266)
D.m. (0/182),

H.c. (0/166), H.c.

(0/5), L.
(0/3983)

l.r. (0/251)
D.m. (0/11),
H.pa. (0/2), L.r.
(0/10), R.spp.

Veroffentlichungen

522
674

701

129

255

2350

2350

2350

628

309

4336

251
64

17

28

83

o

40

0.00
0.01 (0.00-0.02)!

0.02 (0.01-0.04)

0.22 (0.15-0.29)

0.33 (0.27-0.38)

0.00
0.00
0.00

0.00
0.00

0.00

0.00
0.00*

gPCR (I1S1111)
PCR (coml)

gPCR (IS1111)

gPCR (icd)

gPCR (icd,
1S1111)

gPCR (icd,;
1S1111)
gPCR (icd,;
1S1111)
gPCR (icd,;
1S1111)
gPCR (icd)

gPCR (16S
rRNA)
gPCR (coml)

PCR (IS1111)

humans
animals

mixed

vegetation

vegetation

vegetation
vegetation
vegetation

vegetation

animals

mixed

animals

PCR (16S rRNA) animals

no

no

no



Veroffentlichungen

(0/1), R.b. (0/37),
R.s. (0/3)

(37) Pascucci etal. 2015  Italy D.m. (0/1), H.p. 172 11  0.06 (0.03-0.10)* gPCR (IS1111)  animals yes
(0/2), Hy.spp.
(0/2), Lspp (1/7),
l.ac. (6/92) I.h.
(0/2), L.r. (4123),
R.t. (0/44)
(38) Pascucci etal. 2019  Italy A.spp (0/4), A.v. 443 0 0.00 gPCR (1S1111) animals
(0/1), Hy.spp.
(0/54), Hy.m.
(0/10), Hy.r.
(0/366), Hy.t.
(0/3), Lfr. (0/2),
l.r. (0/3)
(39) Pastiu et al. 2012 Romania Hy.ae. (45/448) 448 45 0.10(0.07-0.13) PCR (IS1111) animals no

(40) Pilloux et al. 2019 Switzerland  L.r. (0/62889) 62889 0 0.00! gPCR (ompA) vegetation

(41) Pistone et al. 2017 Italy I.r. (0/403) 403 0 0.00 PCR (1S1111) mixed

(42) Plutaetal, 2010 Germany D.m. (0/77), D.r. 666 0 0.00 nested PCR vegetation
(0/133), D.spp. (1S11112)
(0/456)

(43) Quarsten et al. 2015  Norway I.r. (0/600) 600 0 0.00? gPCR (icd) vegetation

(44) Raeleetal. 2015 Italy R.b. (0/60) + 40 60 0 0.00 PCR (1S1111), animals
egg samples LAMP (com1l)

(45) Reyeetal. 2010 Luxembourg L.r. (0/1394) 1394 0 0.00 nested PCR vegetation

(htpB)

(46) Reyeetal. 2013 Belarus D.r. (0/226), I.r. 553 5 0.01 (0.00-0.02) nested PCR mixed yes
(5/327) (htpB)

(47) Santos etal. 2018 Portugal D.m. (1/2), H.i. 234 15 0.06 (0.03-0.10) gPCR (I1S1111); vegetation no
(0/2), H.p. nested PCR

(0/13), I.f. (2/12),

41



(48)

(49)

(50)
(51)
(52)

(53)

(54)

l.r. (1/37), Lv.
(9/92), R.p.
(0/22), R:s.
(2/54)

Santos-Silva et al. Portugal D.m. (1/13),

2017 Hy.l. (31/175),
l.r. (1/4), R.b.
(0/7), R.p. (1/21),
R.s. (0/11)

Satta et al. 2011 Italy D.m. (0/15), H.s.
(1/25), Hy.m.
(0/15), R.b.
(0/90), R.p. (0/5),
R.s. (5/1045),
R.t. (1/290)

Schabereiter-Gurtner  Austria l.r. (0/22)

et al. 2003

Schottaetal. 2017 Austria . r. (0/554)

Smetanova et al. Slovakia D.m. (0/16), D.r.

2006 (0/9), L.r. (2/1327)

Socolovschi et al. France D.m. (0/2),

2012 H.spp. (0/1), H.p.

(0/1), Hy.spp.
(0/1), Hy.r. (0/1),
I.spp. (0/12), R.s.
(1/96), R.t. (0/4)

Spitalska et al. 2002  Slovakia D.r. (0/1), H.c.
(1/26), L.r.
(1/106)

Veroffentlichungen

231

1485

554

352

118

133

34

42

0.14 (0.10-0.19)

0.00 (0.00-0.01)

0.00*

0.00

0.01 (0.00-0.01)

0.01 (0.00-0.03)

0.02 (0.00-0.04)

gPCR (IS1111)  mixed

PCR (sodB) animals

PCR (16S rRNA) vegetation

PCR-RLB vegetation
(htpAB)
PCR (coml) mixed

gPCR (IS30A, animals
1S1111)

PCR (coml), vegetation
hemocyte test

no

no

no

no



(55)

(56)

(57)
(58)

(59)

(60)

(61)
(62)

(63)

(64)

Spitalska and Kocia-
nova 2003a

Spitalska and Kocia-
nova 2003b

Spitalska et al. 2006
Spitalska et al. 2018

Sprong et al. 2012

Sprong et al. 2019

Subramanian et al.
2012

Sukara et al. 2018

Szymanska-
Czerwinska et al.
2013
Tijsse-Klasen et al.
2015

Slovakia/
Hungary

Slovakia

Slovakia
Slovakia

The Nether-
lands

Great Britain
Belgium
Germany

The Nether-
lands
Slovakia

Serbia

Poland

Great Britain

D.m. (3/43), D.r.

(0/2), H.c. (1/26),

H.i. (0/7), L.r.
(2/158)

D.r. (0/5), H.c.
(1/32), L.r.
(1/141)

l.r. (0/92)

D.r. (7/334), H.i.
(0/108), L.r.
(8/163)

D.r. (0/1), L.r.
(6/2976)

D.r. (0/113)
D.r. (1/513)
D.r. (0/255)

D.r. (0/860)
L.r. (0/80)

D.r. (0/47), H.c.
(0/7), L.r. (0/64)
I.r. (191/1200)

D.r. (0/61), H.p.
(0/99)

Veroffentlichungen

2632

1782

92
605

2977
113
513
255
860
80
118

1200

160

191

43

0.03 (0.01-0.05)

0.01 (0.00-0.03)

0.00
0.02 (0.01-0.04)

0.00

0.00
0.00 (0.00-0.01)
0.00
0.00
0.00
0.00

0.16 (0.14-0.18)

0.00

PCR (coml),
RFLP, hemocyte
test

PCR (coml),
hemocyte test

PCR (coml)
gPCR (16S
rRNA/ groEL)

gPCR (IS1111,
icd, coml)
gPCR
(icd/1S1111)
gPCR
(icd/1S1111)
gPCR
(icd/1S1111)
gPCR
(icd/1S1111)

gPCR (1S1111)

gPCR (coml)

gPCR (1S1111)

gPCR

vegetation

vegetation

animals
vegetation

mixed
vegetation
vegetation
vegetation
vegetation
vegetation
animals

vegetation

vegetation

no

no

D.r.,
H.i., Lr.

yes (33
samples)

no

no

no



(65)

(66)

(67)

(68)

(69)

(70)

Tokarevich et al.
2019

Toledo et al. 2009

Toma et al. 2014

Tomanovic et al.
2013

Varela-Castro et al.

2018

Vila et al. 2019

Bulgaria®

Spain

Italy

Serbia

Spain

Spain

D.spp. (0/7), D.r.
(1/54), H.spp.
(0/1), Hy.spp.
(0/3), L.r. (0/10),
R.spp. (0/10),
R.b. (0/2), R.s.
(0/12)

A.l. (0/1), D.m.
(25/348), H.h.
(0/6), H.p. (0/1),
Hy.l. (67/795),
Hy.m. (0/13), L.r.
(0/8), R.b. (0/56),
R.p. (1/108), R.s.
(2/146)

A.spp. (0/5),
Hy.spp. (2/8),
Hy.m. (10/37),
Hy.r. (29/71),
I.spp. (1/6)

D.m. (0/15), D.r.
(2/53), H.c.
(10/35), H.p.
(0/2), L.r. (17/27)
D.m. (1/11), H.p.
(5/23), H.s.
(6/28), Hy.m.
(0/1), R.b.
(52/601), R.s.
(3/5)

D.r., Hy.m,, L.r.,
I.h., R.s.

Veroffentlichungen

99

1482

127

132

669

1600

1

95

42

29

67

44

0.01 (0-0.03) PCR (coml, vegetation yes
16SrRNA)

0.06 (0.05-0.08) PCR, RLB mixed no
(1S11112)

0.33 (0.25-0.41) gPCR (icd) animals no

0.22 (0.15-0.29) PCR (sodB) vegetation  yes

0.10 (0.08-0.12)* PCR (1S1111) animals yes
(5 samples)

0.00? PCR (16srRNA) animals I.h., Lr.,
R.s.



Veroffentlichungen

(71) Wallménius et al. Sweden I.r. (0/786) 786 0 0.00 gPCR (icd) mixed
2012
(72) Zhang et al. 2019 Slovakia D.m. (0/24), D.r. 48 0 0.00 PCR (16srRNA) vegetation D.m.,
(0724) D.r. (C.

spp.)

A.l. Amblyomma latum; A.v. Amblyomma variegatum; D.m. Dermacentor marginatus; D.r. Dermacentor reticulatus; H.c. Haemaphysalis concinna;
H.h. Haemaphysalis hispanica; H.i. Haemaphysalis inermis; H.p. Haemaphysalis punctata; H.pa. Haemaphysalis parva; H.s. Haemaphysalis sul-
cata; Hy ae. Hyalomma aegyptium; Hy.d. Hyalomma dromedarii; Hy.l. Hyalomma lusitanicum; Hy.m. Hyalomma marginatum; Hy.r. Hyalomma
rufipes; Hy.s. Hyalomma scupense; Hy.t. Hyalomma truncatum; l.ar. Ixodes arbicola; I.c. Ixodes crenulatus; I.fe. Ixodes festai; I.fr. Ixodes frontalis;
I.g. Ixodes gibbosus; I.h. Ixodes hexagonus; I.r. Ixodes ricinus; l.v. Ixodes ventalloi; R.a. Rhipicephalus annulatus; R.b. Rhipicephalus bursa; R.p.
Rhipicephalus pusillus; R.r. Rhipicephalus rossicus; R.s. Rhipicephalus sanguineus s.l.; R.t. Rhipicephalus turanicus

N amount of ticks tested for Coxiella-DNA; n Coxiella-positive ticks

Ticks tested in pools, MIR 2Different total amount given in the Text 3 sampled from vaccinated herd, 5 further ticks only 1S1111 positive *1 tick icd
positive but 1S1111 negative °Further ticks were collected in Russia
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3.2 Stellungnahme zum Eigenanteil an den Arbeiten zur Publikation

Die Laborarbeiten fur diese Studie wurden am Fraunhofer 1Z1 unter der Betreuung von PD Dr.
Sebastian Ulbert sowie Dr. Gustavo Rodrigues Makert dos Santos durchgefihrt. An der Kon-

zeption der Studie waren oben genannte Personen mafgeblich beteiligt.

Die beschriebenen Experimente (in-vitro-Futterung der Zecken, DNA-Extraktion, quantitative
PCR, Anzucht von C. burnetii sowie Isolation aus Zeckenmaterial in Zellkultur und axeni-

schem Medium) sowie deren statistische Auswertung habe ich selbst durchgefuhrt.

Die Auswertung und Darstellung der Ergebnisse erfolgten eigenstdndig. Die Einleitung, der
Material- und Methodenteil sowie der Ergebnisteil des Manuskripts wurden eigenstandig ver-
fasst. Die Diskussion wurde in Zusammenarbeit mit PD Dr. Sebastian Ulbert formuliert, die

Zusammenfassung wurde durch Prof. Dr. Martin Pfeffer geschrieben.

Das Manuskript wurde flr die Publikation in Zusammenarbeit mit allen Co-Autoren fertigge-
stellt.
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Uptake and fecal excretion of Coxiella G
burnetii by Ixodes ricinus and Dermacentor
marginatus ticks

Sophia Korner'?, Gustavo R. Makert!, Katja Mertens-Scholz?, Klaus Henning?, Martin Pfeffer®, Alexander Starke®,
Ard M. Nijhof® and Sebastian Ulbert'"

Abstract

Background: The bacterium Coxiella burnetii is the etiological agent of Q fever and is mainly transmitted via inhala-
tion of infectious aerosals. DNA of C. burnetii is frequently detected in ticks, but the rale of ticks as vectors in the epi-
demiclogy of this agent is still controversial. In this study, /xodes ricinus and Dermacentor marginatus adults as well as
I. ricinus nymphs were fed on blood spiked with C. burnetii in order to study the fate of the bacterium within putative
tick vectors.

Methods: Blood-feeding experiments were performed in vitro in silicone-membrane based feeding units. The
uptake, fecal excretion and transstadial transmission of C. burnetii was examined by quantitative real-time PCR as well
as cultivation of feces and crushed tick filtrates in L-929 mouse fibroblast cells and cell-free culture medium.

Results: Ticks successfully fed in the feeding system with engorgement rates ranging from 29% (D. marginatus) to
64% (/. ricinus adults). Coxiefla burnetii DNA was detected in the feces of both tick species during and after feeding

on blood containing 10° or 10° genomic equivalents per ml blood (GE/ml), but not when fed on blood contain-

ing only 10* GE/m. Isolation and cultivation demonstrated the infectivity of C. burnetii in shed feces. In 25% of the /.
ricinus nymphs feeding on inoculated blood, a transstadial transmission to the adult stage was detected. Females that
molted from nymphs fed on inoculated blood excreted C. burnetii of up to 10° genomic equivalents per mg of feces.

Conclusions: These findings show that transstadial transmission of C. burnetii occurs in 1. ricinus and confirm that /.
ricinus is a potential vector for Q fever. Transmission from both tick species might occur by inhalation of feces contain-
ing high amounts of viable C. burnetii rather than via tick bites.

Keywords: Coxiella burnetii, Ticks, Transmission

Background

Coxiella burnetii is an obligate intracellular bacterium
and distributed worldwide with the exception of New
Zealand. It is known as the causal agent of Q fever and
affects a wide range of hosts including humans [1, 2].
Infected ruminants, considered as the main reservoir,

*Correspondence: Sebastian.ulbert@izifraunhofer.de

! Department of Immunclogy, Fraunhofer Institute for Cell Therapy
and Immunology, Leipzig, Germany

Fulllist of author information is available at the end of the article
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show no symptoms or fertility-related complications and
can shed the bacteria in large amounts during parturi-
tion or defecation [3, 4]. Human Q fever infection is often
presented as an acute flu-like disease with possible com-
plications such as pneumonia or hepatitis [5, 6]. Moreo-
ver, a chronic form mainly affecting heart-valves as well
as a fatigue syndrome can occur [7, 8]. The most relevant
infection route of Q fever is the inhalation of contami-
nated dusts or aerosols. Persons with close contact to

©The Author(s} 2020. This article is licensed under a Creative Commaons Attribution 4.0 International License, which permits use, sharing,
adaptation, distribution and repreduction in any medium or format, as long as you give appropriate credit to the original author(s) and
the source, provide a link to the Creative Commons licence, and indicate if changes were made. The images or other third party material
in this article are included in the article’s Creative Commons licence, unless indicated otherwise in a credit line to the material. If material

is not included in the article’s Creative Commons licence and your intended use is not permitted by statutory regulation or exceeds
the permitted use, you will need to obtain permission directly from the copyright helder. To view a copy of this licence, visit http//crea-
tivecornmons.org/licenses/by/4.0/. The Creative Commons Public Domain Dedication waiver (http//creativecommons.org/publicdo-
main/zero/1.0/) applies tc the data made available in this article, unless otherwise stated in a credit line to the data.
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infected domestic ruminants, such as farmers or veteri-
narians, may be at higher risk for acquiring this disease
9, 10].

Coxiella burnetii was first isolated from an infected
Dermacentor andersoni tick [11] and was then isolated
from 40 different tick species, including Ixodes ricinus,
the most common tick in central Europe [12-15]. The
tick D. marginatus in particular is considered to be a
competent vector. The spatial distribution of this tick
matches the increased occurrence of Q fever cases in
southwest Germany [16, 17]. In early studies, the pres-
ence of C. burnetii in tick organs was examined by stain-
ing methods [18, 19]. With the introduction of PCR
methods, several studies investigating the prevalence of
tick-borne pathogens in Europe showed C. burnetii DNA
in over 10% of the examined arthropods [20, 21]. Con-
trary, in other studies, no C. burnetii-specific DNA was
detected in ticks [22-24]. In addition, tick feces samples
were found to contain C. burnetii or DNA of this agent
[17, 25]. However, recent research questioned the role of
ticks in Q fever transmission. During the large Q fever
outbreak in the Netherlands 2007—-2010, ticks obtained
from environment, pets, wildlife and livestock were
tested, but no infected tick could be found, even from
infected herds [26]. Thus, the risk of acquiring Q fever
by ticks is commonly assessed as being low. Further-
more, Coxiella-like bacteria were discovered as primarily
non-pathogenic tick endosymbionts [27, 28]. Their close
genetic relationship to C. burnetii could have led to misi-
dentifications by PCR [29, 30]. These partially contradic-
tory findings demonstrate the need for further research
on possible transmission routes of C. burnetii between
different life stages of ticks and from ticks to their hosts.

To study blood-feeding and vector competence of
hematophagous arthropods under controlled laboratory
conditions, several in vitro feeding systems have been
established [31-35]. These methods allow detailed analy-
ses of blood-borne pathogen transmission via insect or
tick vectors. In this study, the uptake, survival and trans-
stadial transmission of C. burnetii in ticks, as well as
excretion of the bacteria via feces, was analyzed using a
membrane-based in vitro feeding system.

Methods

Ticks

Adult female and male L ricinus and D. marginatus as
well as I ricinus nymphs were obtained from a laboratory
colony (Insect Services, Berlin, Germany) at the age of 14
to 37 weeks after molting. The colonies were free of Bor-
relia spp. and Rickettsia spp. Until feeding, I ricinus ticks
were maintained at 4-8 °C and D. marginatus at room
temperature at a relative humidity (RH) of > 90%. At least
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24 h before the beginning of tick feeding experiments, 1.
ricinus were moved to room temperature.

Membrane production

Artificial tick feeding was performed in silicone-mem-
brane sealed glass tubes following the protocol by Kro-
ber and Guerin [36)]. Briefly, the silicone mass was mixed
according to the recipe published by Krull et al. [37] and
spread out on lens cleaning tissue (Whatman, Maidstone,
UK) with the rounded side of a gel releaser (Bio-Rad,
Hercules, USA). Membranes were left to polymerize for
at least 16 h at >95% RH. Membrane thickness was meas-
ured with the Inductive Dial Comparator 2000 (Mahr,
Gottingen, Germany). Membranes with a thickness of
70-100 pm were used for the feeding of I ricinus adults.
Ixodes ricinus nymphs and adult D. marginatus were fed
on membranes of 60—80 pm.

Artificial feeding system

Sealed feeding units were made by gluing the sili-
cone membrane with Elastosil E41 (Wacker Chemie,
Miinchen, Germany) to borosilicate tubes of 50 mm
length, 30 mm outer diameter, 28 mm inner diameter
(Neubert Glas, Geschwenda, Germany). A square piece
of mosquito netting (15 x 15 mm, Draht Driller, Freiburg,
Germany) was loosely glued to the membrane [37] to
stimulate the fixation of adult ticks. An extract of washed
sheep wool (Alana, Karlsruhe, Germany) was prepared
with dichloromethane (Carl Roth, Karlsruhe, Germany)
as described by Bohme [38]. Ninety ul of the extract
(10 mg/ml) was added to the membrane of each feeding
unit, which were subsequently allowed to dry for 2 h at
room temperature before ticks were placed in the feeding
unit [38].

Feeding of adult /. ricinus

Blood used for feeding experiments was taken from
the jugular vein of cattle (Thiiringer Landesamt fir
Verbraucherschutz, Bad Langensalza, Germany, reg-
istration no. 04-102/15) in heparinized blood vials
(Sarstedt, Niimbrecht, Germany). Of this blood, 3.1 ml
supplemented with glucose (2 g/1) were added to each
well of a 6-well plate (Sarstedt). As a phagostimulant,
1 mmol/l ATP (Carl Roth) dissolved in physiologi-
cal sodium chloride solution was added to the blood
[39]. The plate was pre-warmed at 37 °C. Blood was
changed every 10-14 h. The tick feeding units placed
in the 6-well plates were incubated at 37 °C, a RH of
>70% and a day—night regime with a cycle of 15 h light
and 9 h darkness. All environmental factors were con-
tinuously monitored by a data logger (MSR, Seuzach,
Switzerland). As a further stimulus, the CO, level was
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increased to 2.5% [40]. Each feeding unit contained 7-9
female and 5 male 1. ricinus.

During the first 12 h of each feeding experiment,
ticks were fed on blood (without bacteria) for attach-
ment before starting inoculation. For the infection
experiments 10* (2 units), 10° (2 units) or 10° (5 units)
genomic equivalents (GE)/ml of Coxiella burnetii Nine
Mile phase II RSA 439 (obtained from the strain col-
lection at Friedrich Loéftler Institute Jena) were subse-
quently added to the wells of the feeding unit during
every blood change, except for the mock infection
control (2 units). In one of the experiments, attached
females feeding on Coxiella-inoculated blood were
removed from the membrane after 48 h of feeding and
transferred to a fresh feeding unit in order to continue
feeding on Coxiella-free blood (4 units). During each
blood change, the membranes and ticks were inspected
and feeding units were rinsed with warm 0.9% sodium
chloride solution. Samples of tick feces of every feeding
unit were removed daily with fine forceps and stored at
4 °C until further processing. Single ticks were removed
during feeding at different days. Detached replete ticks
were removed from the membrane, transferred to a 15
ml Falcon tube and individually stored at 21-23 °C,
>90% RH.

Feeding of D. marginatus

Blood for feeding of D. marginatus adults was prepared
the same way as for I ricinus adults. The experiments
were performed with addition of 10° GE/ml C. burnetii
in 4 feeding units or mock inoculation in 2 feeding units.
Per feeding unit, 7 female and 5 male D. marginatus were
used. Feeding chambers were incubated on a 38 °C heat-
ing plate with an ambient temperature of 28-30 °C. This
provides a temperature gradient, resembling the animal
skin and environmental temperatures. Blood change as
well as storage of feces samples and engorged ticks was
carried out as in I ricinus adult experiments.

Feeding of /. ricinus nymphs

The feeding of I ricinus nymphs was performed in the
same setting as for D. marginatus. CO, was used at a
concentration of 4% and the feeding units were covered
with a moist piece of cotton wool to prevent desicca-
tion of ticks. In each feeding unit, 50-60 nymphs were
placed. One feeding unit remained as mock infected,
whereas the other were constantly supplemented with
10° GE/ml throughout feeding. Blood change was per-
formed similar to the adult feeding and engorged nymphs
were removed and transferred to 1.5 ml tubes and main-
tained at 21-23 °C and a RH of over 90%. Shortly after
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engorgement, 5 mock infected nymphs and 6 nymphs,
which were exposed to C. burnetii were removed and
tested by qPCR.

Cultivation of Coxiella burnetii

All experiments with C. burnetii Nine Mile Phase 1L
RSA 439 were carried out under biosafety laboratory
2 conditions. Coxiella burnetii was cultivated in L-929
mouse fibroblasts, maintained in Dulbecco’s Modified
Eagle Medium (DMEM; Life Technologies, Carlsbad,
USA) supplemented with 5% fetal calf serum (FCS; Life
Technologies). Medium was changed weekly, and the
cells were harvested after an average of two weeks when
Coxiella-containing vacuoles were visible. Purification
of bacteria from host cells was performed via needle
purification using 22 G cannulas as smallest size accord-
ing to [41], and genomic equivalent measurement was
performed by quantitative real-time PCR as described
below. Coxiella burnetii was stored in a 45 mM phos-
phate-buffered 0.25 M sucrose solution with 10% glycerol
in aliquots at — 80 °C.

DNA isolation and quantitative real-time polymerase chain
reaction (PCR)

Female ticks from feeding experiments were stored in
70% ethanol at 4 °C. Prior to DNA-extraction, ticks were
washed in PBS and dried. Every tick was weighed indi-
vidually using a micro balance. In addition, feces per day
and group were weighed in order to normalize the PCR
results to the mass of feces. Lysis of ticks and feces was
performed in a Tris-EDTA-lysozyme-buffer [42], con-
taining 0.25 M Tris-HCI (pH 7.5), 10 mM EDTA and
0.4% (w/v) lysozyme, with micropestles (Eppendorf,
Wesseling-Berzdorf, Germany) and in the case of ticks,
an additional two rounds of centrifugation (14000xg,
5 min, 20 °C) in 1.5 ml tubes. After 4 h of lysis with 0.2
% (w/v) proteinase K at 56 °C, DNA extraction was per-
formed according to the High Pure PCR Template Prepa-
ration Kit (Roche, Basel, Switzerland). In addition, DNA
was extracted from 200 pl blood that was used to feed
previously infected ticks with the same DNA extraction
kit according the whole blood protocol. Quantitative
real-time PCR was performed with a Lightcycler 480 1I
(Roche) targeting the C. burnetii single-copy gene icd
[43]. For each reaction 2 pl of template DNA or standard
was used [44]. The program included 45 cycles of 15 s at
95 °C and 30 s at 60 °C. A cut-off for positivity was set to
a Cqg-value of 35, which was equal to 10 copies per reac-
tion. For confirmation of DNA extraction in I ricinus, a
quantitative real-time PCR targeting the I ricinus house-
keeping genes actin and elongation factor 2 was con-
ducted using the primers described in [45].
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Isolation of Coxiella burnetii from feces

Tick feces samples originating from one group fed on
blood inoculated with 10° GE/ml C. burnetii and from
one mock infected group were weighed and used for
cultivation in L-929 cells. Briefly, ninety-two mg feces
from mock infected and 102 mg feces from infected ticks
were dissolved in 10 ml DMEM containing 5% FCS, fil-
tered through 0.45 pm syringe filters (TPP, Trasadingen,
Switzerland). From the filtrate, 4.5 ml were transferred
to a 25 cm? flask (Greiner bio-one, Kremsmiinster, Aus-
tria) of confluent murine L-929 cells. The volume was
then extended to 6 ml with DMEM containing 5% FCS.
Medium was changed weekly, and cells were visually
monitored at 400x magnification. For PCR-based affir-
mation of the visible increase of vacuoles, every three
days a square of approximately 1.5 cm?® of the cell layer
was removed with PBS (pH 7.4) using a cell scraper. Cells
were centrifuged (15000 x g for 5 min at 4 °C) and the pel-
let resuspended in lysis buffer. DNA was extracted and C.
burnetii DNA was quantified using the isocitrate dehy-
drogenase (icd) qPCR. For normalization the QuantiTect
Probe RT-PCR Kit (Qiagen, Hilden, Germany) with the
QuantiTect Primer for Ribosomal Protein L22 (rp/22)
(Qiagen) targeting a mouse housekeeping gene was used,
and the icd results were normalized to the average Cq
values of rpl22.

Isolation of C. burnetii from eclosed adults

Of the females molted from infected nymphs, two were
bisected and qPCR was performed on one half whereas
the other half was used for the cultivation of bacteria. For
this purpose, halved ticks were suspended in 3 ml DMEM
overnight before filtration through 0.45 pm syringe fil-
ters. One ml of this filtrate was used for inoculation
of L-929 cells whereas the remaining filtrate was cen-
trifuged at 15000xg for 5 min at 4 °C. Acidified citrate
cysteine medium-2 (ACCM-2) was prepared as specified
by the manufacturer (Sunrise Science, San Diego, USA).
The pellet was resuspended in 2 ml ACCM-2 and placed
into a 12-well plate. As a control, 2 ml ACCM-2 was
inoculated with 10> GE/ml C. burnetii RSA 439. The cul-
tures were incubated at 37 °C with 5% CO, and 2.5% O,
[46]. At day 1, 4 and 7, 100 pl were removed and used for
qPCR quantification of C. burnetii. Inoculated L-929 cells
were visually examined biweekly for signs of Coxiella
containing vacuoles.

Reinfection experiment

In order to examine transstadial transmission, females,
which were fed as nymphs on Coxiella-containing blood,
were fed with blood without C. burnetii. Therefore, two
groups of 4 females and 3 males each were used. An
additional uninfected group of the same composition
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was used as a negative control. Small feeding units
(20 x 2.5 x 25 mm) were used in a 12-well-plate with 1 ml
blood supplemented with 2 g/l glucose and of 1 mM ATP.
During each blood change, 200 ul of blood was collected
for qPCR analysis. Feces were removed every second day
and also tested by qPCR and cultivation in L-929 cells.

Statistical analysis

Data were analyzed using Excel to calculate the mean
and standard deviation. SPSS Statistics V22.0 was used
for performing unpaired two-tailed t-tests and Mann—
Whitney U-tests, depending on data distribution. Pear-
son’s Chi-square test was performed for analysis of the
engorgement rates. P-values <0.05 were considered sta-
tistically significant.

Results

Behavior of 1. ricinus and D. marginatus in the in vitro
feeding assay

In five independent experiments a total number of 141
female I. ricinus were fed. Within the first 24 h of feeding,
58+ 12% (mean +standard deviation) of female I. ricinus
ticks attached to the membrane. The attachment rate
varied in different experiments between 84% and 100%
at day 4. An engorgement rate of 494 15% was achieved
after 14.5+3.1 days, as shown in Table 1. Adults feed-
ing on inoculated blood took longer as for those taking
an uninfected blood meal, but the difference was not
statistically significant (Mann-Whitney U-test, /=41.5,
Z=—1453, P=0.157).

Visible feces production of ticks started at day 2 post-
attachment. For DNA extraction, up to 40 mg of daily
pooled feces per feeding group was used. During the
rapid engorgement phase, which occurred after approx-
imately 10 days of in vitro feeding, feces production
decreased and the ticks engorged to an average weight of
186.2 £ 61.8 mg (average initial weight 2 mg).

The in vitro feeding assay was also established for D.
marginatus. In two independent experiments fixation
rates of 25% and 33% at day 4 and an engorgement rate
of 29% (8 of 28 female D. marginatus) in both experi-
ments were observed. This engorgement rate is lower
than the one of I ricinus adults, but the difference was
not statistically significant (y*=3.798, df=1, P=0.051).
The engorgement weight was 414.64136.7 mg (average
initial weight 8 mg) and engorged females had fed for an
average of 14.8 + 3.4 days. The engorgement weight of D.
marginatus was significantly higher than the weight of
engorged 1. ricinus (ty3=—5.356, P<0.001). It was also
noticed that females often detached and reattached dur-
ing feeding.

Feeding was also performed with a total number of
200 1. ricinus nymphs. Approximately 50% of the nymphs
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Table 1 In vitro feeding of ticks
Species Life stage Engorgement Engorgement weight (mg) Duration of Time until oviposition Molting
rate (%) feeding (days) rate (%)
Ixodes ricinus Adults 49415 186.2+618 145431 14.7 £ 4.9 days’ -
Nymphs ~50 30£1.0 79418 10 =+ 5 weeks 92
Dermacentor margiatus Adults 29 4146 £ 136.7 148+£34 4 daysh -

® Days until oviposition of . ricinus were calculated from 15 egg-laying ticks

© In the D. marginatus experiment, only 1 tick laid eggs after 4 days

Notes: Feeding parameters of in vitro experiments with /. ricinus adults and nymphs and D. marginatus adults (mean values + standard deviation)

engorged to an average weight of 3.0+1.0 mg (aver-
age weight of unfed nymphs: 0.48+0.31 mg) (Table 1).
The remaining nymphs did not attach to the membrane
or did not fully engorge. Nymphs fully engorged within
7.9+ 1.8 days. After removal of 11 nymphs for PCR test-
ing, within 10£5 weeks 92% (82/89) of the engorged
nymphs molted into adults, of which 59% were females.

Infected I. ricinus can carry C. burnetii for at least seven
weeks

To analyze the uptake of C. burnetii by ticks in the feed-
ing system, 2—4 I. ricinus females exposed to 10° GE/ml
containing blood and one female tick exposed to negative
blood were tested weekly for the presence of Coxiella-
DNA, starting one week after beginning of feeding.

A slight but statistically not significant (5(6): —0.969,
P=0.370) increase in C. burnetii DNA load was detected
during feeding, i.e. in the first two weeks (Fig. 1). In all
the female I ricinus that fed on inoculated blood DNA of
C. burnetii was found (ranging from 10% to 10* GE/mg)
up to 5 weeks after feeding. In contrast, ticks feeding on
negative blood remained C. burnetii negative (data not
shown).

Coxiella burnetii is excreted via feces by adult /. ricinus

and D. marginatus

Coxiella burnetii DNA could readily be detected in
feces of groups feeding on blood inoculated with
10° GE/ml, but a decrease of the DNA content was
observed after 3 days. However, after 9 days of feeding,

Feeding || Storage at 20-22°C, >90% relative humidity
1x104
o b —
=Ty o ° r e ®
1x103 o L -
R I oo —
= [ [ ] ®
g . °
o= 2
S 1x10 L]
N
=
=
g 1x10!
1x10° T T T T T T T
1 2 3 4 5 6 7
week
® ticks fed on bood inoculated with 10° GE/ml
Fig. 1 Coxiella burnetii DNA in ticks during and after feeding. Each red dot represents one tick, which was used for DNA extraction after feeding on
blood inoculated with 10° GE/ml of C burnetii Nine Mile phase Il. The means are indicated by a horizontal line. During the first two time points, the
ticks were still feeding. Ticks were kept separated from each other after detaching from the membrane. Mock-infected ticks (cne per time point, not
shown) had no Cg-value. The data derive from two independent experiments and were normalized for the two fxodes ricinus housekeeping genes
actin and elongation factor 2
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the amount of C. burnetii DNA increased again. The
DNA load at day 11 differed significantly from the DNA
loads at the days 4-10 (e.g. tg=—4.631, P=0.009 at
day 5; (g = —2.768, P=0.024 at day 10). Feces of ticks
fed on 10° GE/ml Coxiella-containing blood displayed a
similar time-dependent excretion of bacteria (Fig. 2a),
whereas a dose of 10* GE/ml was not sufficient to
obtain Coxiella DNA-containing feces. In D. margi-
natus, feces excretion started between day 3 and 6. In
comparison to I ricinus, larger amounts of feces were
deposited, and also male D. marginatus attached and
defecated for longer time periods. Similar to I ricinus,
in the feces samples examined by PCR the bacterial
DNA load was highest between day 11 and 12 with up
to 2 x 10% GE per milligram feces (Fig. 2b) and was sig-
nificantly different to the days 6 (¢.3,=3.508, P=0.039),
7 (t(4): —3.413, P=0.027) and 9 (t(4): —3.024,
P=0.039).

To test whether shorter feeding periods would be suffi-
cient for the excretion of C. burnetii via feces, the experi-
mental setup was modified: . ricinus were allowed to feed
on C. burnetii-spiked blood for 36 h before being trans-
ferred to another unit where they continued feeding on
bacteria-free blood. Here, a similar increase of C. burnetii
DNA after approximately 11 days was observed in the
feces (Fig. 2c), although the differences were not statisti-
cally significant.

Next, we investigated whether the C. burnetii DNA in
the tick feces derived from viable bacteria. Feces sam-
ples taken at day 10 from ticks fed on blood containing
10% GE/ml (transferred to non-infected blood after 36 h,
see above) were inoculated to L-929 cells. Samples from
Coxiella negative blood-feeding were used as controls. In
the cells incubated with feces from C. burnetii exposed
ticks, first microscopically visible vacuoles appeared
at day 18 after inoculation (Fig. 3a) and an increase in
vacuoles was visible within the following ten days. At
day 20, 23 and 26 after inoculation cells were harvested
and analyzed by real-time PCR. An increase of Coxiella
DNA in relation to the DNA of mouse fibroblasts (L-929)
could be detected (Fig. 3b), whereas the flask inoculated
with feces of negative controls remained free of Coxiella
DNA. These data show that C. burnetii excreted in the
feces from ticks feeding on infected blood are viable.

Coxiella burnetii is transstadially transmitted from /. ricinus

nymphs to adults

In order to examine transstadial transmission of C.
burnetii, I. ricinus nymphs were infected with 10° GE/
ml using the in vitro feeding system. Via qPCR, uptake
of Coxiella DNA was confirmed by testing 6 previously
infected nymphs, whereas 5 mock infected nymphs
remained negative. Two weeks after molting, 40 adults,
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which were fed on C. burwetii inoculated blood as
nymphs, and 26 adults fed on negative blood were tested
by real-time PCR. Of the nymphs which were fed on
inoculated blood 25% were positive for C. burnetii DNA.
One female tick was bisected and one half was analyzed
for C. burnetii DNA by PCR. The Cq-value was 22.69.
After inoculation of axenic medium and L-929 cells with
a filtrate of the other half of the tick, growth of C. bur-
netii in both settings was observed (Fig. 4a, b).

Coxiella burnetii can be excreted via feces by adult ticks
infected as nymphs

Eight female ticks which were fed with C. burnetii as
nymphs were divided into two groups and fed again on
sterile blood. In this reinfection experiment, all negative
control ticks and 3 out of 4 ticks of each infection group
were attached. In one of the infection groups, C. burnetii
DNA was detected in feces at every time point, reveal-
ing an increasing DNA concentration up to 6 x 10° GE/
mg feces (Fig. 4c). The bacteria contained in the feces
were infective as verified by culture in L-929 cells and
PCR (Cq=25.39) at day 21 post-inoculation. These
results suggest that C. burnetii is transmitted transsta-
dially from I. ricinus nymphs to adults and that infected
adults excrete the bacteria with their feces during feeding
on a non-infected host. Samples of blood on which these
ticks had fed were tested at 7 different time points dur-
ing the first 7 days of feeding, but Coxiella DNA was not
detected.

Discussion

The significance of ticks as potential vectors for C. bur-
netii is still under debate. Several laboratory-based stud-
ies have revealed that many tick species get infected
upon feeding on C. burnetii positive animals and that
they carry the bacterium into their next developmen-
tal life stage. In addition, transmission of C. burnetii to
non-infected laboratory animals by ticks has been dem-
onstrated [47]. Besides these principle findings, many
questions remain unresolved, including the most signifi-
cant mechanism of infection (e.g. via feces or saliva) or
the effectiveness of transstadial transmission. It is impor-
tant to investigate these aspects of C. burnetii in ticks, in
order to fully understand the role these arthropods play
in the epidemiology of Q fever.

In this study, we have investigated uptake of C. bur-
netii by I ricinus and D. marginatus via blood-feeding.
By using an artificial membrane feeding system it could
be demonstrated that /. ricinus becomes infected by feed-
ing on bacteria-containing blood and that the bacteria
are detectable within the ticks for at least seven weeks.
The feces, which are constantly being deposited during
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Fig. 2 Coxiella DNA in feces. In (a) and (b) ticks were fed during the whole feeding experiment with blood inoculated with C. burnetii in different
concentrations. The means of the replicates of each data set are connected with a line. The data for /. ricinus (a) represent three independent
experiments with five different feeding units inoculated with 10° GE/ml blood (n=5), 10* GE/ml (n=2), 10° GE/m! (n = 2) and negative controls
(n=2). For D. marginatus (b), the data represent two independent experiments with feeding units on blood inoculated with 10° GE/ml (n=4)

and negative controls (n=2). ¢ Ticks were fed on 10° GE/ml inoculated blood for 36 h (indicated by the horizontal bar labelled with'C.b.) (n=4).
Attached ticks were subsequently removed and placed in a Coxiella-free feeding unit. Ticks constantly feeding on Coxiella-negative blood served as
negative controls (n= 2). Statistical significance of DNA loads in comparison to day 11 is indicated by an asterisk
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Fig. 4 Transstadial transmission of C. burnetii from nymphs to adult /. ricinus. Nymphs were fed on blood containing 10° GE/ml and were allowed

to transform into adults. a Of the PCR C. burnetii-positive adult ticks, one half of a bisected tick was used for cultivation with L-929 cells. Vacuoles
typical for Coxiella infections appeared 24 days after inoculation. b Material from the same tick was used for cultivation in cell-free ACCM-2 medium,
and C. burnetii DNA was detected by PCR. Negative controls tested in parallel showed no Cg-value in the PCR (not shown). ¢ Eight females molted
from previously infected nymphs were divided into two infection groups, each consisting of 4 females and 3 Coxiella-negative males, and fed again
on sterile blood. Feces were removed every two days and tested by quantitative PCR. Infection group 1 excreted C. burnetii DNA with their feces,
whereas in feces of infection group 2 and in the negative control group no C. burnetii DNA was detected (here shown as 10%). Samples in b and ¢
were analyzed in three independent measurements in duplicates, the mean values and standard deviations are indicated

blood-feeding, contain viable C. burnetii. This excre- the concentration of the bacteria in the blood, and was
tion of C. burnetii was shown to be time dependent, asa  highest when feeding with 10° GE/ml blood, the highest
peak of bacteria in feces was detectable at approximately  concentration used in this study. Titers of 10° are com-
11 days upon start of feeding. The amount of C. burnetii  monly found in blood of humans with an acute Q fever
found in the ticks and in their feces also correlated with  infection [48]. Lower titers, 10° GE/ml blood, created a
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similar bacteria excretion profile, whereas in the 10* GE/
ml-group C. burnetii DNA could not be detected, indi-
cating the need of a highly bacteremic host for excretion
via feces.

The appearance of C burnetii in tick feces 9 days after
start of feeding on infected blood suggests a replication
of C. burnetii in the cells of the midgut, confirming ear-
lier studies [19, 25]. At the same time, we cannot exclude
that this increase was in part or completely caused by the
secretion of more concentrated feces during this period.

Tick feces are known as a potential source for infec-
tion via inhalation of infected dusts [49]. Our data sug-
gest that, at least for L ricinus and D. marginatus, tick
feces are not always infectious but that the amount of
active C. burnetii in feces strongly increases towards the
end of the feeding period, provided that the tick was not
already infected with C. burnetii before the blood meal
(see below).

The use of an in vitro feeding system allows for well-
controlled experimental conditions, especially for analyz-
ing the effects of bacterial concentration and duration of
feeding. In addition, no infection experiments with mam-
malian hosts are required. By using guinea pigs as hosts,
Siroky et al. [50] demonstrated the principle vector com-
petence of Hyalomma aegyptium for C. burnetii. How-
ever, the exact mechanisms of transmission could not be
analyzed, which is possible with in vitro systems such as
the one used in our study.

Our results demonstrate that adult ticks which became
infected with C. burnetii as nymphs, contain viable
bacteria and excrete them via feces during feeding on
non-infected blood. This excretion of bacteria followed
a different time course and contained higher concen-
trations as compared to non-infected ticks feeding on
infected blood. DNA of C. burnetii was present in high
concentrations from the start of feeding and did con-
stantly increase during the blood meal. At the same time
no bacterial DNA could be detected in the blood used
for feeding of these adults. Although we cannot exclude
that minimal amounts of Coxiella were secreted into
the blood, given the detection limit of 10 GE per reac-
tion [41], this finding might indicate that the primary
route of transmission of C. burnetii by ticks is via feces.
In the field, this transmission could occur in several ways.
Dried feces can form infectious dusts which are inhaled
by one or more potential hosts. Additionally, the feces
can contaminate the bite wound caused by the tick, simi-
lar to transmission of the parasite Trypanosoma cruzi by
reduviid bugs [51]. Likewise, Rickettsia prowazekii, the
etiological agent of louse-borne epidemic typhus is only
excreted through feces and not via saliva. The infec-
tion consequently takes place when the itching sting is
scratched and the pathogen rubbed into the skin [52].
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Also, the amount of feces might have influence on trans-
mission efficiency. Dermacentor marginatus deposits
larger amounts than I ricinus, as observed by us (data not
shown) and others [38], thereby secreting more bacteria.

From the I ricinus nymphs which were fed on C. bur-
netii-infected blood, only about 25% were positive for the
bacteria after molting into adults. This is in accordance
to Siroky et al. [50], where 29% of adults which as larvae
fed on C. burnetii-positive guinea pigs were infected. The
result is also similar to data obtained with in vitro feeding
systems and the tick-borne pathogens Rickettsia mona-
censis and Anaplasma phagocytophilum [35]. It indi-
cates that transstadial transmission is not 100% efficient,
but that roughly one out of four nymphs feeding on an
infected host is able to transmit C. burnetii as an adult,
under the selected experimental conditions. Accordingly,
in our study, bacterial DNA in the feces was found only
in one out of two experimental groups during the feeding
of adults which were infected as nymphs. These results
might contribute to the observation that ticks do not play
a major role in transmitting Q fever in the field, although
in principle they are competent vectors [47].

Our experiments were conducted with the Phase II
Nine Mile strain of C. burnetii. This strain is non-path-
ogenic to humans due to a different LPS-structure when
compared to the virulent Phase I strain [14]. The Phase
IT bacteria were chosen due to safety issues, as perform-
ing the in vitro assays requires extensive direct handling
of infected ticks and their feces. However, we cannot
exclude that the differences in surface structures could
influence the behavior of the bacteria in the tick or in
this in vitro feeding system. Therefore, key findings of
our study should be repeated using virulent C. burnetii
strains.

Conclusions

This study provides evidence that the tick species /. rici-
nus and D. marginatus secrete viable C. burnetii via feces
when feeding on infected blood. Moreover, approxi-
mately 25% of I ricinus that became infected in the
nymph stage still contained C. burnetii as adults and shed
bacteria with their feces upon feeding on non-infected
blood. As no C. burnetii was detected in the blood these
adults fed on, our data support the idea that secretion via
feces is a possible mechanism by which ticks can distrib-
ute and transmit C. burnetii.
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Diskussion

4 Diskussion

Q-Fieber hat als Zoonose grolle Relevanz fiir die Gesundheit von Menschen und Tieren. Das
detaillierte Verstandnis der Epidemiologie der Erkrankung ist demnach unerlasslich, auch im

Hinblick auf potenzielle Monitoring- und Bekdmpfungsstrategien.

Im Rahmen dieser Arbeit wurden Literaturdatenbanken systematisch nach Prévalenz- und Vek-
torkompetenzstudien zum Thema C. burnetii in Zecken in Europa durchsucht und die gefunde-
nen Studien ausgewertet. Ziel dieser Arbeit war es weiterhin, die Vektorkompetenz zweier hei-

mischer Zeckenspezies mithilfe eines artifiziellen Futterungssystems zu evaluieren.

In der Auswertung der Studien der letzten 20 Jahre zum Thema Q-Fieber in Zecken in Europa
stellte sich ein Geféalle der durchschnittlichen Pravalenz von Siid nach Nord dar. Dabei wurde
in Studien im Mittelmeerraum eine signifikant hohere Pravalenz im Vergleich zu Studien in
Westeuropa festgestellt. Dies kann mit dem erhéhten Vorkommen von Zecken der Gattungen
Hyalomma spp. und Rhipicephalus spp. in Slideuropa zusammenhangen. Der Eintrag dieser
Zeckenspezies nach Deutschland vor dem Hintergrund von Klimawandel und erhéhter Reise-
tatigkeit sollte daher kritisch beobachtet werden (CHITIMIA-DOBLER et al. 2019). Allerdings
sind insbesondere diese beiden Gattungen auch bekannt dafir, in hohem MalRe CLE in sich zu
tragen (MACHADO-FERREIA et al. 2016, BEN-YOSEF et al. 2020). In den ausgewerteten
Studien wurden positive Ergebnisse jedoch nur zu einem kleinen Teil sequenziert, wodurch
nicht mit Sicherheit bestimmt werden kann, ob es sich bei den Nachweisen tatsdchlich um
C. burnetii handelt. Zwischen den in den ausgewerteten Studien verwendeten Zielgenen flr den
molekularen Nachweis wurden keine signifikanten Unterschiede nachgewiesen. Es wurden in
der Literatur in CLE-infizierten und C. burnetii-freien Zecken Nachweise tblich verwendeter
Zielgene, wie 1S1111 und icd, erzielt (DURON 2015, JOURDAIN et al. 2015). Daraus lasst
sich schlussfolgern, dass Nachweise der tiblichen Gensequenzen nicht spezifisch fur C. burnetii
sind und es zu einer Fehlinterpretation von CLE als C. burnetii und damit zur Uberbewertung
der Rolle der Zecken als Vektoren kommen kann. Fur die Bewertung der Relevanz von Zecken
in der Epidemiologie von Q-Fieber ist daher die genaue Planung der Studien und deren kritische
Auswertung unerlasslich. Dabei ist insbesondere auf die Auswahl der Methoden zu achten; so
sollten mehrere Zielgene verwendet und positive Proben sequenziert werden. Bisher gibt es
auler der Sequenzierung keine Methode, die eine valide Unterscheidung zwischen C. burnetii
und CLE zul&sst. Daher sollte die Etablierung spezifischer Nachweismethoden, welche insbe-
sondere auch fiir das Screening einer hohen Probenzahl geeignet sind, einen wesentlichen As-
pekt zukinftiger Forschung darstellen.

64



Diskussion

Die Bedeutung von CLE als Symbionten fuir Zecken ist nachgewiesen, doch (iber die Relevanz
der CLE als Pathogene ist bisher wenig bekannt. So werden sie tberwiegend als apathogen
eingeschatzt, dennoch konnte ihnen eine Beteiligung an Tiererkrankungen sowie Hautinfektio-
nen nachgewiesen werden (ANGELAKIS et al. 2016, FLANDERS et al. 2017). BRENNER et
al. (2020) zeigten mittels Sequenzierung, dass die VVorfahren der in der Lederzecke Ornithodo-
ros amblus symbiontisch lebenden CLE in der Lage gewesen sein mussten, Immunzellen zu
infizieren. Anderen Untersuchungen zufolge hat C. burnetii seinen phylogenetischen Ursprung
in apathogenen CLE (DURON et al. 2015a). Die Unterscheidung zwischen CLE und C. burnetii
kann daher auch fiir die Einschatzung des pathogenen Potentials der Symbionten von Relevanz

sein.

Die unterschiedliche Verteilung der Préavalenzen auch innerhalb einzelner Lander iber die ver-
schiedenen Studien hinweg legt weiterhin nahe, dass sich infizierte Zecken méglicherweise in
raumlich eng begrenzten Hot-Spots konzentrieren. LIEBISCH (1977) stellte die Hypothese auf,
dass C. burnetii eine solche Naturherdinfektion sei. Die Bildung von Foci ist ebenfalls von an-
deren zeckenUbertragenen Pathogenen, z.B. FSME, bekannt (ZEMAN 1997, WALLENHAM-
MAR et al. 2020). Die Untersuchung von Zecken aus der Vegetation oder von Wildtieren im
Rahmen von Q-Fieber-Ausbriichen ungeklarter Ursache kdnnte daher zum Auffinden solcher

Hot-Spots flhren.

In dieser Dissertation wurde weiterhin die Vektorkompetenz von I. ricinus und D. marginatus
unter Laborbedingungen untersucht. Dazu wurde ein artifizielles Futterungssystem nach dem
Vorbild von KROBER und GUERIN (2007) verwendet. Beide Zeckenspezies konnten erfolg-
reich im in-vitro-Fltterungssystem gefuttert werden. Sowohl adulte Vertreter beider Spezies
als auch Nymphen der Spezies . ricinus wurden gefuttert, wobei Letztere sich unter Laborbe-
dingungen auch héduteten. Die erzielten Anteile vollgesogener Zecken an der Zahl eingesetzter
Zecken (Vollsaugraten) waren vergleichbar mit denen anderer Studien mit dem verwendeten
Futterungsmodell (OLIVER et al. 2016, KRULL et al. 2017), die Hautungsrate war mit 92 %
etwas hoher (BOHME 2016). Dies kann mdglicherweise mit dem Fehlen antibiotischer Blut-
zusétze erklart werden, welche im Rahmen der Versuche mit C. burnetii nicht eingesetzt wer-
den konnten. Durch die Gefahr mikrobieller Kontamination des Bluts und der Membran und
Kammer im Verlaufe der langwierigen Futterung bei hoher Temperatur und Luftfeuchtigkeit,
ist der Einsatz von Breitbandantibiotika und Antimykotika in der Zeckenfltterung héufig be-
schrieben (KUHNERT 1996, KROBER und GUERIN 2007, OLIVER et al. 2016). KRULL et
al. (2017) stellten eine erhdhte Eimasse bei weiblichen Zecken fest, welche auf antibiotisch
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behandeltem Blut gesaugt haben. Mehrere Studien wiesen jedoch nach, dass die antibiotische
Behandlung durch ihre Wirkung auf das Mikrobiom einen negativen Einfluss auf die Fertilitat
und Weiterentwicklungsféhigkeit von Zecken hat (GUIZZO et al. 2017, LI et al. 2018a, BEN-
YOSEF et al. 2020).

Im Vergleich der beiden verwendeten Spezies im artifiziellen Fltterungssystem stellen sich
D. marginatus mit einer niedrigeren Fixations- und Vollsaugrate als schwieriger zu fittern dar.
In der Fltterung der D. marginatus wurde in allen Versuchen eine Vollsaugrate von nur 29 %
erreicht. In der Literatur wurden in Versuchen mit eng verwandten D. reticulatus mittels kon-
ventionellem und semi-automatisiertem Fitterungssystem unter verschiedenen Bedingungen
Vollsaugraten zwischen 17 % und 49,6 % erreicht (KRULL et al. 2017, BOHME et al. 2018).
KRULL et al. (2017) untersuchten eine Verbesserung der Futterung durch die Anderung ver-
schiedener Umweltfaktoren. Dabei fiihrte beispielsweise eine auf 5 % gesteigerte CO.-Kon-
zentration zu einer signifikanten Erhthung der Vollsaugrate. Auch eine erhohte Glukosekon-
zentration von 4 g/l im Blut erzeugte einen positiven, wenn auch nicht signifikanten, Effekt.
Eine Ursache fir die niedrigen Fixierungsraten von Dermacentor spp. konnte in den deutlich
kiirzeren Mundwerkzeugen im Vergleich zu I. ricinus liegen. Allerdings wurde auch in den
Vorversuchen zu den im Rahmen der Veroffentlichung durchgefiihrten Experimente unter Ver-
wendung von diinneren Membranen, wie sie auch zur Nymphenfutterung eingesetzt werden,

keine Steigerung erzielt.

Weibliche I. ricinus, welche mit C. burnetii-haltigem Blut gefiittert wurden, nahmen den Erre-
ger aus dem Blut auf und waren wahrend der Futterung sowie bis zu sieben Wochen danach
positiv fir C. burnetii-DNA. Dabei unterschied sich die Hohe der Bakterienlast pro Milligramm
Zecke zwischen den verschiedenen Zeitpunkten kaum. Das weist darauf hin, dass nach der Ft-
terung der adulten Weibchen mit C. burnetii keine starke Replikation des Erregers in der Zecke
stattfand. KORDOVA und REHACEK (1959) wiesen hingegen sowohl 1. ricinus als auch in
D. marginatus eine mogliche Eignung zur Replikation von C. burnetii nach. Hierbei fand die
Infektion der Zecken jedoch durch parenterale Injektion statt. Zwischen den Futterungen auf
Blut mit und ohne C. burnetii wurden keine signifikanten Unterschiede in der Zeckenfutterung
nachgewiesen. Wéhrend bei OLIVER et al. (2016) ebenfalls kein Unterschied in der Fixie-
rungs- und Vollsaugrate der Nymphen zwischen nativem und infiziertem Blut bestand, konnten
LIU et al. (2014) eine Reduktion von Vollsaugrate und -gewicht bei I. ricinus feststellen, die

an Blut saugten, welches zuvor mit Bartonella henselae versetzt worden war.
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Sowohl 1. ricinus als auch D. marginatus schieden in allen Versuchen C. burnetii-DNA mit
dem Kot aus. Dies bestétigt historische Versuche, in denen Zeckenkot sich als infektios fiir
Meerschweinchen darstellte (SMITH 1941). Allerdings wurden in Veroffentlichungen dieser
Zeit Methoden haufig nicht detailliert dargestellt, was die Bewertung der Aussagekraft er-
schwert. Auch SCHLIESSER (1991) berichtete von einer Ausscheidung und hohen Tenazitét
von C. burnetii mit dem Zeckenkot. In der hier vorliegenden Studie wurde ein Ausscheidungs-
verlauf unter kontrollierten artifiziellen Bedingungen dargestellt. Dass in allen Versuchen, bei
denen Zecken mit Erregerkonzentrationen von 10° und 10% GE/ml gefittert wurden, eine er-
hohte Ausscheidung nach 10 Tagen der Fltterung auftrat, stitzt die Hypothese, dass sich
C. burnetii in den Mitteldarmzellen der Zecke vermehrt haben kdnnte. Durch eine 36-stindige
Futterung mit infektiosem Blut zu Beginn des Versuchs und die anschlieRende Fiitterung auf
sterilem Blut wurde in weiteren Versuchen eine Kontamination des Inneren der Kammer mit
C. burnetii ausgeschlossen. Diese Versuche zeigten aulRerdem, dass eine kurze Bakteriamie
ausreichend sein konnte, damit Zecken C. burnetii in hohem Male ausscheiden. Eine Infektion
mit 10* GE/ml Blut erwies sich als nicht ausreichend fiir die Infektion der Zecken. Durch Sek-
tion und Farbung nach Gimenéz, welche jedoch nach heutigen Standards als unspezifisch in
Zecken bewertet werden muss, wurden schon bei ZUPANCICOVA-MAJERSKA et al. (1972)
verstarkt Coxiellen im Mitteldarm nachgewiesen. Dass Zecken, im Gegensatz zu anderen
Arthropoden, intrazellul&r in sauren Kompartimenten verdauen, spricht weiterhin fir eine mog-
liche Vermehrung innerhalb der Mitteldarmzellen (SOJKA et al. 2013). Die erfolgreiche Iso-
lierung der C. burnetii aus dem ausgeschiedenen Zeckenkot in der Zellkultur zeigt, dass der
Kot auch nach Filtration durch 0,45 um-grofe Filter C. burnetii in flr die Infektion der Zell-
kultur ausreichenden Mengen enthalt. Auch bei der Anzucht der Erreger aus Zeckenkot nach
12 Monaten Lagerung bei 4-7 °C konnten CCV in Zellkultur in Mausfibroblasten festgestellt
werden (eigene, unverdffentlichte Daten). Dies unterstitzt die Studie von SMITH (1941), bei
welcher auch nach 65 Tagen Meerschweinchen mit Zeckenkot infiziert werden konnten. Die
hohe Umweltresistenz der Erreger begunstigt die lange Infektiositat von C. burnetii im Zecken-
kot. Eingetrockneter Zeckenkot kann Stdube verursachen, welche zur Infektion fiihren kdnnten.
Die Ergebnisse machen deutlich, dass insbesondere in positiven Herden eine Gefahr von infi-
zierten Zecken ausgehen konnte, z.B. durch anhaftenden Zeckenkot im Vlies von Schafen. Die-
ser kann durch die Schur freigesetzt werden und konnte moglicherweise anschlieBend zur In-
fektion umstehender Personen durch Inhalation fihren. SCHULZ et al. (2005) haben in der
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Umgebung einer Schur einer seropositiven Schafherde C. burnetii-DNA in Staubproben iden-
tifiziert; allerdings ist dabei nicht geklart, auf welchem Wege die Erreger ausgeschieden wurden

und ob es sich um infektiose Erreger handelte.

Im Rahmen der vorliegenden Dissertation konnte weiterhin eine transstadiale Ubertragung von
C. burnetii von Nymphen auf das adulte Stadium von I. ricinus nachgewiesen werden sowie
eine sich anschlieBende erneute Ausscheidung von C. burnetii Uber den Zeckenkot. Der Aus-
scheidungsverlauf stellte sich hierbei in der Form dar, dass schon zu Beginn der Fitterung Uber
10° GE C. burnetii/mg Zeckenkot ausgeschieden wurde und diese Erregerkonzentration wéh-
rend der Futterung geringfligig anstieg. Diese Steigerung kénnte mit der héheren Konzentrie-
rung des Kots gegen Ende der Fiitterung zusammenhingen. Die transstadiale Ubertragungsrate
betrug bei diesem Versuch 25 %. SIROKY et al. (2010) konnten in Versuchen mit Hyalomma
aegyptium ebenfalls eine transstadiale Ubertragung mit einer Rate von 28,9 % von Nymphen
zu Adulten nachweisen. Dies stimmt mit den in dieser Studie nachgewiesenen Daten Uberein.
Weiterhin wurden in der genannten Studie gesunde Meerschweinchen durch C. burnetii-posi-
tive Nymphen infiziert, wodurch eine horizontale Ubertragung nachgewiesen wurde. Bei der
Verwendung von Tieren kann jedoch nicht ausgeschlossen werden, dass die Infektion des Tie-
res durch Inhalation des Zeckenkots stattfand. Auch in einer Studie von GONZALEZ et al.
(2020) waren (ber ein Drittel der von Tieren entfernten Hyalomma lusitanicum Nymphen mit
unklarem Infektionsstatus auch nach der Hautung positiv fur C. burnetii und injizierten den
Erreger in das Blut eines artifiziellen Fltterungssystems. Im Gegensatz zur vorliegenden Studie
erfolgte dort kein Nachweis von C. burnetii im Zeckenkot. Obwohl die Ubertragungsraten in
der hier durchgefuhrten Studie in Einklang mit Daten aus der Literatur Uber andere Zeckenspe-
zies stehen, herrschen demnach unterschiedliche Angaben iiber den sich anschlieBenden Uber-
tragungsweg. Dabei kann sich jedoch die Vektorkompetenz und der Ubertragungsweg zwi-
schen den Zeckenspezies unterscheiden. Das in-vitro-Fltterungssystem ist hier im Vorteil zur
herkommlichen Fiitterung auf Versuchstieren. Mittels dieses Systems kann unter kontrollierten
Bedingungen eine Ausscheidung mit dem Speichel und mit dem Kot unterschieden werden,
wihrend bei einer Infektion eines Versuchstieres der ursachliche Ubertragungsweg nicht mit

Sicherheit nachverfolgbar ist.

Der Gemeine Holzbock ist der Hauptvektor zeckenubertragener Erkrankungen in Mitteleuropa.
In européischen Studien wurde im Durchschnitt in 0,4 % der getesteten I. ricinus C. burnetii
nachgewiesen. Eine Isolation von C. burnetii aus I. ricinus, jedoch ohne molekulardiagnosti-
sche Bestitigung, ist in Osterreich durch KAASERER (1994) gelungen. Allerdings spricht die
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allgemein niedrige Prévalenz des Erregers gegen eine bedeutende Rolle der Spezies bei der
Ubertragung von Q-Fieber in Deutschland (HARTELT et al. 2008, PLUTA et al. 2010, HIL-
DEBRANDT et al. 2011).

Durch die niedrige Vollsaugrate war es nicht moglich, auch D. marginatus mit verschiedenen
Konzentrationen von C. burnetii zu futtern. Dennoch stellte sich in den durchgefiihrten Versu-
chen beziglich der Ausscheidung der Erreger ein mit I. ricinus vergleichbares Bild dar. LIE-
BISCH (1977) erklarte D. marginatus zu einem wichtigen Vektor in Deutschland — zum einen,
da er in diesen Zeckenspezies C. burnetii mittels parenteraler Infektion von Meerschweinchen
detektiert hat, zum anderen, da die Verbreitung von D. marginatus mit vermehrt gemeldeten
Q-Fieber-Fallen in Deutschland starke Uberschneidungen aufweist. STING et al. (2004) wiesen
in einer von 1066 in Baden-Wurttemberg gesammelten Zecken der Gattung Dermacentor
C. burnetii nach. In den ausgewerteten européischen Préavalenzstudien wurde ebenfalls keine
erhohte Pravalenz in Dermacentor spp. festgestellt. Auch in der hier durchgefiihrten Studie
lie3en sich keine signifikanten Unterschiede in der Ausscheidung von C. burnetii dieser Spezies
zu der von 1. ricinus nachweisen. Jedoch muss bedacht werden, dass D. marginatus aufgrund
der GroRe hohere Mengen an Zeckenkot ausscheidet, wodurch sich eine erhohte Gesamterre-
gerlast ergeben kann. Es wurden keine Versuche zur transstadialen Ubertragung von D. margi-
natus durchgeftihrt. Juvenile Stadien von Dermacentor spp. konnten in der VVergangenheit trotz
des Einsatzes verschiedener Stimuli nicht erfolgreich gefiittert werden (KRULL et al. 2017,
BOHME 2016). Dies kann an der Kiirze der Mundwerkzeuge liegen oder auch an der endophi-
len Lebensweise. Fur die Klarung der Vektorkompetenz der Spezies ist es daher notwendig,
alternative Fitterungsmethoden zu entwickeln und Fitterungsstimuli zu erforschen, welche die
Fixation der juvenilen Lebensstadien fordert. TRENTELMAN et al. (2017) haben bereits ein
auf 24-Well-Platten basierendes Membransystem fur juvenile Rhipicephalus australis entwi-
ckelt, welche ebenfalls tiber kurze Mundwerkzeuge verfiigen. Ahnliche Systeme kénnten daher

maoglicherweise auch fur Dermacentor spp. geeignet sein.

In den Versuchen wurde gezeigt, dass heimische Zecken, insbesondere 1. ricinus, unter Labor-
bedingungen eine Vektorkompetenz besitzen. Mit dem in-vitro-Fltterungssystem kdnnen im
Sinne der ,,3R-Prinzipien* — Replace, Reduce, Refine — Tierversuche eingespart werden und
insbesondere in der Arbeit mit S3-Erregern kann Aufwand verringert werden. KROBER und
GUERIN (2007) stellten dar, dass diese Futterungsmethode ressourcenschonend ist und sich
auch fir die Testung akarizider Substanzen eignet. Bereits OLIVER et al. (2016) fiihrten mit

Ixodes scapularis Versuche im membranbasierten Fltterungssystem durch, in denen Nymphen
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mit Anaplasma phagocytophilum, Borrelia burgdorferi, Rickettsia monacensis oder einem
Ehrlichia muris-dhnlichem Pathogen infiziert und auf transstadiale Ubertragung untersucht
wurden. Dabei konnte eine transstadiale Ubertragung aller Pathogene nachgewiesen werden,
allerdings in unterschiedlichem Mal3e. Als mdglicher Einflussfaktor wurde hierbei die Zugabe
von Bakterien zum Futterblut innerhalb ihrer zur Anzucht verwendeten Zellen diskutiert. Im
vorliegenden Versuch wurden die verwendeten C. burnetii vor der Fitterung aus den zur An-
zucht verwendeten L929-Zellen aufgereinigt und ohne Wirtszelle verfuttert, wodurch dieser

Einflussfaktor als gering anzusehen ist.

Die in-vitro-Futterung stellt ein Modell fiir die nattrliche Infektion von Zecken dar. Durch die
artifizielle Infektion der Zecken mit Pathogenen kann eine prinzipielle Vektorkompetenz im
Sinne der transstadialen Ubertragung zur nichsten Entwicklungsstufe sowie der transovarialen
Ubertragung in die nachste Generation untersucht werden. Dabei erreicht das Modell seine
Grenzen darin, dass verschiedene Faktoren der Infektion des Wirts, wie Hohe und Dauer der
Bakteriamie, artifiziell erreicht werden missen. In der Studie wurde in 1. ricinus eine Ausschei-
dung von Bakterien ab einer Infektionskonzentration von 10° GE/ml gezeigt. In Versuchen, in
denen Zecken nur zu Beginn der Fltterung auf Coxiellen-haltigem Blut gefittert wurden, war
eine erneute Ausscheidung im Kot nach einer Woche erst ab einer Konzentration von 10° GE/ml
sichtbar. Bei akut infizierten Menschen kénnen C. burnetii-Konzentrationen tiber 10° GE/ml
Blut nachgewiesen werden, allerdings liegen keine Aussagen zur Dauer einer solchen Bakte-
riamie vor (WIELDERS et al. 2013). Eine Bakteriamie dieser Hohe kann nach Aussage der
Literatur ebenfalls in M&usen erreicht werden; in Versuchen mit experimentell infizierten Zie-
gen wurden hingegen keine C. burnetii im Blut nachgewiesen (MELENOTTE et al. 2016, RO-
EST etal. 2012, ROEST et al. 2020). In den Versuchen zur transstadialen Ubertragung wurden
die Nymphen iiber den gesamten Fiitterungszeitraum mit einer Konzentration von 108 GE/ml
Blut gefiittert. Es gibt kaum Daten uber die Dauer der Bakteridamie bei Coxiellose im Wirtstier,
doch Modellstudien legen nahe, dass die Bakteriamie tiber diesen Zeitraum nicht in der Hohe
aufrechterhalten wird. GONZALEZ et al. (2020) konnten im gleichen Fiitterungsmodell eine
horizontale Ubertragung von C. burnetii durch natiirlich infizierte Hyalomma lusitanicum mit
unbekanntem Infektionsstatus nachweisen. In der vorliegenden Studie konnte dies bei transsta-
dial infizierten Adulten jedoch nicht nachgewiesen werden, allerdings war die Sensitivitét der
verwendeten Methoden nicht ausreichend, um eventuell vorhandene kleinere Mengen an
Coxiellen im Blut nachzuweisen. Die verwendete gPCR hatte ein Detektionslimit von 10 Ko-
pien, zudem tritt durch die Menge des Blutes (1 ml), in das die Zecken potenziell Erreger inji-

zieren, ein Verdunnungseffekt ein (KLEE et al. 2006). Da jedoch bis zu 10 Bakterien fir die
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Infektion eines Menschen ausreichen, ist eine Infektion durch den Stich einer Zecke nicht aus-
zuschlieRen, scheint jedoch ein untergeordneter Ubertragungsweg zu sein. Weitere Experi-
mente, moglicherweise mit kleineren Blutmengen, wie sie in einer Futterung tber Kapillaren
verwendet werden, oder die Verwendung sensitiverer Methoden sind notwendig, um die Uber-
tragung von C. burnetii durch den Zeckenstich der I. ricinus ausschlieRen zu kdnnen. Weiterhin
wurde in den Versuchen mit dem attenuierten Stamm Nine Mile Phase Il gearbeitet. Diesem
fehlt durch das unvollstdndige LPS ein Virulenzfaktor. In Zellkultur stellt sich dieser dennoch
als infektios dar, wodurch er als Modell in Laborversuchen tberwiegend eingesetzt wird. Den-
noch konnten Versuche mit virulenten Phase I-Erregern Aufschluss tber mogliche Unter-

schiede im Verhalten einzelner Isolate in der Zecke geben.

Fur beide in Deutschland beheimatete Zeckenspezies konnte im Rahmen der Experimente unter
Laborbedingungen eine mogliche Beteiligung bei der Verbreitung von C. burnetii nachgewie-
sen werden. Die Zeckenpopulation ist ein sich stetig anderndes System und verstarkter Reise-
und Frachtverkehr sowie die klimatischen Veranderungen begtinstigen die Verbreitung dieser
Vektoren. Insbesondere in den letzten Jahren breiteten sich die beiden heimischen Buntzecken-
Spezies weiterhin aus (DREHMANN et al. 2020). Hyalomma marginatum und Hya-
lomma rufipes, welche urspriinglich in Nordafrika und dem Balkan beheimatet sind, wurden
kirzlich vermehrt in Deutschland nachgewiesen und konnten wohl auch tiberwintern (CHITI-
MIA-DOBLER et al. 2019). Mit der Ausbreitung der Zecken nimmt auch das Risiko zecken-
ubertragener Pathogene weiterhin zu. Die Rolle von Zecken in der Ubertragung von Erkran-

kungen wie Q-Fieber muss daher weiterhin kritisch beobachtet werden.
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Schltsselwdrter: Q-Fieber, Ixodes ricinus, Dermacentor marginatus, in-vitro-Futterung, real-
time PCR

Einleitung: Coxiella burnetii ist ein gramnegatives und obligat intrazellulares Bakterium und
Erreger der meldepflichtigen Zoonose Q-Fieber. Den Hauptiibertragungsweg stellt die Inhala-
tion infizierter Staube dar, aber auch Zecken werden seit der Isolation des Pathogens aus der
Spezies Dermacentor andersonii als Vektoren diskutiert. Es liegen jedoch keine gesicherten
Berichte tber Infektionen des Menschen durch Zecken oder eine Beteiligung von Vektoren bei
Q-Fieber-Ausbrichen vor. Zudem steht durch die genetische N&he zu tGberwiegend apathoge-
nen Endosymbionten die Spezifitat molekularer Untersuchungsmethoden in Frage, wodurch die
Relevanz von Zecken in der Ubertragung von Q-Fieber in der Literatur kontrovers diskutiert
wird.

Ziele der Untersuchung: Es sollten mithilfe einer systematischen Literaturanalyse die Daten
zur Pravalenz von C. burnetii in Zecken in Europa dargelegt werden. Zudem sollte mittels eines
in-vitro-Futterungssystems untersucht werden, inwieweit die heimischen Spezies Ixodes rici-
nus und Dermacentor marginatus den Erreger aus dem Blut aufnehmen und ausscheiden, sowie
ob das Bakterium transstadial in I. ricinus (bertragen wird, wodurch Aussagen Uber die Vek-
torkompetenz dieser Arten moglich sind.

Tiere, Material und Methoden: Im experimentellen Ansatz wurde die Infektion der Zecken
in einem Silikonmembran-basierten Fltterungssystem mit heparinisiertem Rinderblut vorge-
nommen. Die GruppengrofRen betrugen 7-9 Weibchen mit finf Mannchen oder 50-60 Nym-
phen. Es wurden verschiedene Konzentrationen C. burnetii Nine Mile RSA439 Phase Il einge-
setzt: 10* (zwei Gruppen adulte I. ricinus), 10° (zwei Gruppen adulte I. ricinus) und 108 (funf
Gruppen adulte 1. ricinus, vier Gruppen adulte D. marginatus, drei Gruppen 1. ricinus Nym-
phen) Genoméquivalente (GE)/ml Blut sowie insgesamt sieben Negativkontrollgruppen. Zu-

dem wurden vier Gruppen adulte 1. ricinus fir 36 Stunden zu Beginn der Fitterung mit 10° GE
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C. burnetii/ml infiziert und anschlieBend mit sterilem Blut gefuttert. Taglich wurde Zeckenkot
entfernt, zudem wurden adulte 1. ricinus zu unterschiedlichen Zeitpunkten wéhrend oder nach
der Ftterung entnommen. Die Proben wurden nach DNA-Extraktion mittels quantitativer
Echtzeit-PCR (gPCR) auf das C. burnetii-Gen icd untersucht. Ein Teil (n = 46) der infizierten
Nymphen wurde vor bzw. nach der Hautung mittels gPCR untersucht. Ein anderer Teil (acht
Weibchen in zwei Gruppen) wurde nach der Hautung erneut auf sterilem Blut gefittert. Dabei
wurden Kot sowie Blut getestet. Weiterhin fand in L929-Zellen und axenischem Medium eine
Anzucht von C. burnetii aus einem Filtrat des Zeckenkots sowie aus dem Filtrat eines qPCR-
positiven Weibchens statt, welches sich von einer zuvor infizierten Nymphe gehéutet hatte. Die
statistische Auswertung erfolgte mittels SPSS V 22.0, wobei je nach Voraussetzung der t-Test,
der Mann-Whitney-U-Test sowie der Chi2-Test nach Pearson verwendet wurden. Das Signifi-
kanzniveau wurde jeweils auf p < 0,05 festgelegt.

Ergebnisse: Im Fltterungssystem haben 49 % der adulten I. ricinus und 29 % der D. margi-
natus vollstandig gesaugt. Die Hautungsrate der 1. ricinus Nymphen betrug 92 %. I. ricinus-
Weibchen nahmen den Erreger auf, welcher innerhalb von sieben Wochen in einer Konzentra-
tion von ca. 10° GE/mg in den Zecken nachweisbar war. Eine Ausscheidung von infektiosen
C. burnetii mit dem Kot wurde bei adulten Zecken ab einer Konzentration von 10° GE/ml im
verfiitterten Blut festgestellt. Dabei erfolgte in allen VVersuchen mit beiden Zeckenspezies eine
signifikant hhere Ausscheidung von C. burnetii an den Tagen 10-13, welche bis zu 10° GE/mg
erreichte. Es wurde eine transstadiale Ubertragung bei 1. ricinus mit einer Rate von 25 % nach-
gewiesen. Infizierte Nymphen, die nach der Hautung steriles Blut bekamen, schieden ebenfalls
C. burnetii im Kot aus; im Blut wurde hingegen keine DNA von C. burnetii nachgewiesen.
Schlussfolgerungen: Das genutzte Fitterungssystem eignet sich fur die Untersuchung der
Vektorkompetenz von Zecken. Beide Zeckenspezies sind in der Lage, infektidsen Zeckenkot
auszuscheiden, wodurch eine Gefahr einer moglichen aerogenen Ubertragung entsteht. Dabei
muss jedoch eine hohe Erregerkonzentration im Blut des Wirts erreicht werden. Es wurde eine
transstadiale Ubertragung von C. burnetii in 1. ricinus von Nymphen zu Adulten und damit die
Moglichkeit der Bildung eines Reservoirs nachgewiesen. Die Ergebnisse legen eine Vermeh-
rung von C. burnetii im Mitteldarm der Zecken nahe. Dadurch konnten historische Aussagen
aus der Literatur Gber andere Zeckenspezies zur Ausscheidung von C. burnetii mittels Zecken-
kot bestatigt werden. In der Studie konnte weiterhin gezeigt werden, dass heimische Zecken
unter Laborbedingungen zur Verbreitung von Q-Fieber beitragen kdnnen. Weitere Untersu-
chungen sind jedoch notwendig, um die tatséchliche Bedeutung der Vektorkompetenz von Ze-

cken unter natiirlichen Bedingungen abschétzen zu kénnen.
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Introduction: Coxiella burnetii is a gram-negative obligate intracellular bacterium and causes
the notifiable zoonosis Q fever. The main transmission route is via inhalation of contaminated
dusts. In addition, ticks are discussed vectors since the first isolation of the agent in a Derma-
centor andersonii. However, there are no reliable data on human infection by ticks and an in-
volvement of vectors in Q fever outbreaks could not be proven. Furthermore, in consideration
of the close genetic relationship to mainly apathogenic endosymbionts, which compromises the
specificity of molecular methods, the significance of ticks in Q fever transmission is controver-
sially discussed.

Objective: Data regarding prevalence of C. burnetii in ticks in Europe should be analyzed by
systematic literature research. Furthermore, it was aimed to examine the uptake and excretion
of the agent in the native tick species Ixodes ricinus and Dermacentor marginatus as well as
the transstadial transmission in an in vitro feeding system in order to assess the vector compe-
tence of these species.

Animals, Material and Methods: Ticks were infected in a silicone membrane-based feeding
system in the experimental approach. One group consisted of 7-9 females with five males or
50-60 nymphs. The used concentrations of C. burnetii Nine Mile RSA 439 (Phase I1) were 10*
(two groups of adult 1. ricinus), 10° (two groups of adults I. ricinus) and 108 (five groups of
adult 1. ricinus, four groups of adult D. marginatus, three groups of I. ricinus nymphs) genome
equivalents (GE)/ml blood. Furthermore, four groups of adult 1. ricinus were infected with 108
GE C. burnetii/ml for the first 36 hours of feeding and were fed until repletion with sterile
blood. Tick feces was collected daily and adult I. ricinus were removed at different points in
time during and after feeding. Samples were analyzed after DNA extraction using quantitative
real-time PCR (gPCR) targeting the icd gen. Part of the infected nymphs (n = 46) were exam-
ined by gPCR before and after molting, another part (eight females in two groups) was fed again
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on sterile blood after molting in order to test feces as well as blood. Furthermore, C. burnetii
was cultivated in L929 cells and axenic medium from a filtrate of tick feces and from a filtrate
of a gPCR-positive female, which molted from an infected nymph. The statistical analysis was
done by SPSS V 22.0, using t-test, Mann-Whitney U test as well as Pearson’s Chi? test, depend-
ing on the data. The significance level was set to p < 0,05.

Results: In the feeding system, 49% of adult I. ricinus and 29% of D. marginatus fed until
repletion. The molting rate of I. ricinus nymphs was 92%. An uptake of C. burnetii by female
l. ricinus was determined and the concentration in the tick was stable at ca. 103 GE/mg tick. An
excretion of viable C. burnetii with the feces was shown when ticks were fed on blood with a
concentration of at least 10° GE/ml. A transstadial transmission from I. ricinus nymphs to adults
occurred in 25% of ticks. Infected nymphs, which were fed on sterile blood after feeding, also
excreted C. burnetii with their feces, whereas no DNA of C. burnetii was detected in the blood,
on which the ticks fed.

Conclusion: The feeding system is applicable for the assessment of the vector competence of
ticks. Both tick species are capable of excretion of infected feces, which causes a risk of a
transmission via inhalation. However, a high bacteremic concentration in the blood of the host
is needed. A transstadial transmission of C. burnetii in I. ricinus from nymphs to adults was
demonstrated resulting in the possibility of the maintenance of a reservoir. The results suggest
a replication of the pathogen in the tick’s midgut. Historic assumptions of an excretion of
C. burnetii by other tick species were confirmed. The study shows that native tick species are
able to contribute to the spread of Q fever under laboratory conditions. Further studies are how-
ever needed to assess the actual significance of the vector competence of ticks in Q fever epi-
demiology under natural conditions.
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8 Anhang
8.1 Bilder der Zeckenflitterung

Fotografien Makert/Korner © Fraunhofer 1Z1
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Kunststoffdeckel mit Gaze

Futterkammer aus Borosilikatglas

Dichtungsring

Silikonmembran

Abb. 1: Fiitterungskammer nach KROBER und GUERIN (2007) zur Zeckenfiitterung

Abb. 2: Fltterungssystem in 6-Well-Platte mit adulten I. ricinus
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Abb. 4: Weibliche I.ricinljs'Wéh-rehdAHautung
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