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1. Einleitung 

1.1 Ausbreitung eines neuartigen humanpathogenen Coronavirus 

Am 08.12.2019 trat in Wuhan, der Hauptstadt der Provinz Hubei in China, ein Fall einer atypi-

schen Pneumonie unbekannter Ursache auf. Nur wenige Wochen später, am 31.12.2019, wur-

den bereits 27 derartige Fälle berichtet, die mit dem Besuch oder der Tätigkeit auf einem lo-

kalen Fisch- und Wildtiermarkt in Zusammenhang gebracht wurden (Lu et al., 2020a). 

Im Januar 2020 wurde ein bis dahin unbekanntes Coronavirus (CoV) aus der Gruppe der Beta-

Coronaviren als Auslöser dieser Infektionen identifiziert (World Health Organization, 2020). 

Dieses wurde als Severe Acute Respiratory Syndrome CoronaVirus type 2 (SARS-CoV-2) 

bezeichnet (Coronaviridae Study Group of the International Committee on Taxonomy of 

Viruses, 2020). Das Krankheitsbild, das vor allem durch Fieber, Husten, Muskelschmerzen 

und Abgeschlagenheit gekennzeichnet ist (Huang et al., 2020), wurde als COronaVirus-In-

duced Disease of 2019 (COVID-19) beschrieben (World Health Organization, 2021c). Das 

anthropozoonotische Potential der bei Säugetieren weitverbreiteten CoV ist schon länger be-

kannt (Ye et al., 2020). So kam es im Jahr 2002 zu schwer verlaufenden Pneumonien, die 

durch das mit SARS-CoV-2 eng verwandte klassische Severe Acute Respiratory Syndrome 

CoronaVirus (SARS-CoV) ausgelöst wurden (Drosten et al., 2003). Dieser Ausbruch führte 

innerhalb eines halben Jahres zu 8096 Infektionen und 774 Todesfällen (World Health 

Organization, 2021a). Etwa ein Jahrzehnt danach wurden in Saudi Arabien atypische Pneu-

monien durch das middle east respiratory syndrome coronavirus (MERS-CoV) beschrieben 

(Zaki et al., 2012). Infektionen durch MERS-CoV wurden im Folgenden neben Saudi Arabien 

auch in Qatar, Jordanien, Tunesien, Korea, dem Vereinigten Königreich, Deutschland, Frank-

reich, Italien und den USA nachgewiesen (Bermingham et al., 2012; Buchholz et al., 2013; 

Centers for Disease Control and Prevention, 2012; Guery et al., 2013; Health Protection 

Agency, UK Novel Coronavirus Investigation team collective, 2013). Das Risiko einer anhal-

tenden Virusübertragung in der Bevölkerung wurde bisher als gering eingeschätzt, wenn ge-

eignete Maßnahmen zur raschen Infektionseindämmung ergriffen werden (Assiri et al., 2013; 

European Centre for Disease Prevention and Control, 2018). 

Innerhalb weniger Wochen fand SARS-CoV-2 weltweite Verbreitung, sodass die Weltgesund-

heits-Organisation am 11.03.2020 den Status der Pandemie ausrief (World Health 

Organization, 2021b). Am 11.10.2022 meldete die Weltgesundheits-Organisation weltweit 

619.161.228 SARS-CoV-2-Infektionen und 6.537.636 Todesfälle. In Deutschland wurden bis 

zum 11.10.2022 34.121.168 Fälle und 150.720 Todesfälle registriert (Robert Koch-Institut, Da-

ten vom 11.10. 2022). 



Einführung 

2 

1.2 Phylogenetische Einordnung von SARS-CoV-2 

Nach den Kriterien des International Committee on Taxonomy of Viruses gehören CoV zur 

Subfamilie der Coronavirinae aus der Familie der Coronaviridae innerhalb der Ordnung Nido-

virales. Sie können in die Subgruppen der Alpha-, Beta-, Gamma- und Delta-CoV unterteilt 

werden (Cui et al., 2019). Die CoV sind behüllte Viren mit einem Genom aus einzelsträngiger 

Ribonukleinsäure (RNA) positiver Polarität. Dieses stellt mit 26.000-32.000 Basen das größte 

bekannte Genom unter den RNA-Viren dar (Weiss und Navas-Martin, 2005). Vor dem Auftre-

ten des SARS-CoV-2 waren bereits die sechs humanen, medizinisch relevanten CoV 229E, 

OC43, HKU1, NL63, SARS-CoV und MERS-CoV bekannt (Li et al., 2007; Bermingham et al., 

2012). 

Alle CoV weisen am 5‘-Ende eine Cap-Struktur und am 3‘-Ende der RNA einen Poly-A-

Schwanz auf. Die nicht für Proteine kodierenden Genomanteile machen mit zwei Dritteln den 

größten Teil des viralen Erbguts aus. Am 5‘-Ende befinden sich neben einer Leader-Sequenz 

und einer untranslatierten Region mehrere Haarnadel-Strukturen, die für die Regulation der 

RNA-Replikation und Translation von Bedeutung sind. Das Genom kodiert für das Spike-(S)-

Protein, das Envelope-(E)-Protein, das Membran-(M)-Protein und das Nucleocapsid-(N)-Pro-

tein (Fehr und Perlman, 2015). Außerdem finden sich auf bestimmten Abschnitten Leserah-

men, die für akzessorische Proteine kodieren, von denen man annimmt, dass sie für die Pa-

thogenität des Virus von Bedeutung sind (Zhao et al., 2012; Redondo et al., 2021). 

Durch die Sequenzierung der SARS-CoV-2-RNA wurde festgestellt, dass das Erbgut dieses 

Beta-CoV nur zu 79 % mit dem klassischen SARS-CoV bzw. nur zu 50 % mit MERS-CoV 

übereinstimmt. Demgegenüber wurde eine mit 88 % als sehr hoch einzuschätzende Überein-

stimmung zum Genom zweier Fledermaus-CoV gefunden, bat-SL CoVZC45 und bat-SL 

CoVZXC21 (Lu et al., 2020b). Die genaue Einordnung des SARS-CoV-2 in die Familie der 

CoV ist Abb. 1 zu entnehmen. Ein hohes Maß an Verwandtschaft wurde ebenfalls zu einem 

CoV des malaiischen Pangolin (Schuppentier, Tannenzapfentier) nachgewiesen (Morel et al., 

2021). 
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Abb. 1: Phylogenetischer Stammbaum der Coronaviren. Die Analyse basiert auf der für das Spike-Protein ko-
dierenden RNA-Sequenz und wurde mit der MEGA 6-Software, der Neighbour-Joining-Methode und 1000 
Bootstrap-Werten erstellt. Die SARS-CoV-2-Sequenzen werden durch Punkte gekennzeichnet, Sequenzen der eng 
verwandten Fledermaus-CoV sind durch Rauten wiedergegeben (nach Biswas et al., 2020). 
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1.3 Erkenntnisse zum Ursprung von SARS-CoV-2 

Im Hinblick auf zukünftig zu erwartende Pandemien ist die Identifizierung des Ursprungs von 

SARS-CoV-2 von hohem Interesse. Dabei gilt es herauszufinden, wie ein Virus aus dem Tier-

reservoir kommend Artengrenzen überwindet und letztendlich in der Lage ist, effizient mensch-

liche Zellen so zu infizieren, dass es zur Entwicklung von Krankheitsbildern wie COVID-19 

kommt. Aufgrund der bisherigen Erkenntnisse zur Verbreitung von CoV ist anzunehmen, dass 

Fledermäuse eine wichtige Rolle als Reservoir für die Entwicklung des neuartigen SARS-CoV-

2 spielten. So konnten in südostasiatischen Fledermäusen Viren identifiziert werden, die mo-

lekulargenetisch und serologisch eng mit SARS-CoV-2 verwandt sind (Wacharapluesadee et 

al., 2021). Zunächst wurde gezeigt, dass eine hohe Sequenzübereinstimmung für einen kur-

zen Abschnitt der RNA-abhängigen RNA-Polymerase zwischen SARS-CoV-2 und dem Fle-

dermaus-CoV RaTG13 besteht. Daraufhin wurde das gesamte Genom von RaTG13 analy-

siert, für das sich dann eine sehr hohe Ähnlichkeit von 96,2 % zu SARS-CoV-2 ergab. Auch 

für das auf der Oberfläche des Virions lokalisierte S-Protein betrug die Übereinstimmung zwi-

schen SARS-CoV-2 und RaTG13 noch 93,1 %. Demgegenüber stimmte dieses Oberflächen-

protein zwischen SARS-CoV-2 und dem SARS-Virus von 2003 nur zu 75 % überein (Zhou et 

al., 2020a). 

Bereits vor Ausbruch der Pandemie wurde in dem Lungensekret zweier verendeter malaiischer 

Pangoline (Schuppentiere, Manis javanica, (Liu et al., 2019)) ein CoV nachgewiesen, das nur 

wenig Ähnlichkeit zu den damals bekannten Viren aufwies, welche diese Tiere sonst infizieren 

(Zhang et al., 2020). Die Analyse dieses als Pangolin-CoV bezeichneten Virus ergab, dass 

das Gesamtgenom eine Übereinstimmung von 76,02 % mit SARS-CoV-2 aufwies. Eine ge-

nauere Untersuchung der zusammengesetzten Sequenzen zeigte, dass 22 von 36 Virusvari-

anten eine Aminosäureidentität von durchschnittlich 95,41 % mit SARS-CoV-2 aufwiesen, was 

die Vermutung unterstützt, dass diese Schuppentiere ein Vorläufervirus von SARS-CoV-2 tru-

gen (Zhang et al., 2020). Also liegt es nahe, dass sich SARS-CoV-2 über mehrere Zwischen-

wirte so veränderte, dass eine produktive Infektion des Menschen möglich wurde. Abb. 2 zeigt 

die verschiedenen Genomsequenzen von SARS-CoV-2 sowie verschiedener Fledermaus- 

und Pangolin-CoVs im Vergleich. 
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Abb. 2: Sequenzvergleich von SARS-CoV-2 zu zwei eng verwandten Coronaviren, die bei Schuppentieren 
(Pangolin) und Fledermäusen (Bat) vorkommen. (A) Sequenztiefe der zu Pangolin-CoV neu zugeordneten Ab-
schnitte. (B) Vergleich der Genomsequenzen von Pangolin-CoV und SARS-CoV-2 (Beta-CoV/Wuhan-Hu-1), Fle-
dermaus-CoV RaTG13, Fledermaus-SARSr-CoV-21, Fledermaus SARSr-CoV-45, Fledermaus SARSr-CoV WIV1 
und SARS-CoV BJ01 basierend auf jeweils dem gesamten Genom. (C) Vergleich der Genomorganisation von 
SARS-CoV-2, Pangolin-CoV und BatCoV RaTG13. Die Übereinstimmung der Nukleotid(DNA)- und Amino-
säure(AA)-Sequenzen ist in Prozent angegeben (nach Zhang et al., 2020). 
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1.4 Ultrastruktur von SARS-CoV-2 

Unter dem Kryo-Elektronenmikroskop zeigen sich die Virionen von SARS-CoV-2 als ellipsoide, 

kugelförmige, umhüllte Partikel, deren Durchmesser sich auf 64,8 ± 11 für die kurze, 85,9 ± 

9,4 für die mittlere und 96,6 ± 11,8 nm für die lange Achse belaufen (Angaben in Durchschnitt 

± Standardabweichung) (Yao et al., 2020). Durch die S-Proteine und die Ribonukleokapsid-

Proteine wird dem Virus die charakterisierende Struktur verliehen. Durchschnittlich wurden 26 

± 15 Präfusions-S-Proteine auf der Virusoberfläche gefunden. Diese kommen mit nach oben 

oder nach unten gerichteter Rezeptorbidungsdomäne (RBD up/ down) vor. Lediglich in der 

aufwärtsgerichteten Formation werden die Rezeptorbindungsstellen freigelegt und es kann zur 

Fusion mit der Wirtszelle kommen. Die durchschnittliche Anzahl der Ribonukleokapsid-Prote-

ine im Inneren der Viruspartikel wurde auf 30-35 geschätzt (Yao et al., 2020). Abb. 3 zeigt die 

Ultrastruktur des SARS-CoV-2. 

 

Abb. 3: Ultrastruktur des SARS-CoV-2 schematisch dargestellt. Die Präfusions-S-Proteine in der Rezeptor-
Bindungs-Domäne-(RBD)-down-Formation, also mit nach unten orientierter RBD, sind hellblau dargestellt. Lila sind 
sie in der RBD-up-Formation, demnach mit nach oben orientierter Rezeptor-Bindungs-Domäne, abgebildet. Die 
Lipidhülle ist blau dargestellt und grün werden die Ribonukleokapsid-Proteine (RNPs) visualisiert (schematisch ver-
einfacht nach Yao et al., 2020, erstellt mit BioRender.com).  
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1.5 Übertragungswege von SARS-CoV-2 

In der Atemluft des Menschen befinden sich Tröpfchen aus der Flüssigkeit der Lungenschleim-

haut. Hierin können infektiöse Partikel aus dem Respirationstrakt enthalten sein. Beim Spre-

chen, Singen, Niesen, Husten, auch bereits beim Atmen, werden diese Partikel freigesetzt. 

Sie lassen sich nach Größe in Tröpfchen mit einem Durchmesser ab 5 μm und in Aerosole mit 

einem Durchmesser kleiner als 5 μm einteilen (Widmer und Tietz, 2005; Prather et al., 2020). 

Aerosole bleiben lange in der Luft bestehen und verteilen sich im Raum. Tröpfchen sinken 

aufgrund ihres etwas höheren Gewichts schneller zum Boden ab. Insbesondere bei hoher 

Luftfeuchtigkeit im Raum kann die Verdunstungszeit solcher Tröpfchen verlangsamt werden, 

sodass diese länger in der Luft angereichert bleiben und Erreger durch Inspiration von Mensch 

zu Mensch übertragen werden können (Ji et al., 2018; Haslbeck et al., 2010). Bei einer durch-

schnittlichen SARS-CoV-2-Konzentration von 7 ×106 pro ml (Wölfel et al., 2020) erzeugt lau-

tes Sprechen circa 1000 Virionen-haltige Tröpfchen, die sich länger als 8 min in der Raumluft 

halten können und somit zu neuen COVID-19-Infektionen führen könnten (Stadnytskyi et al., 

2020). SARS-CoV-2 war in Aerosolen relativ lange stabil und infektiös. So verringerte sich die 

für eine Infektion von Zellkulturen nötige Tissue Culture Infection Dose 50 innerhalb von 3 h 

lediglich leicht (van Doremalen et al., 2020). 

Ein weiterer möglicher Übertragungsweg ist die Kontakt- bzw. Schmierübertragung. Solche 

Transmissionwege sind besonders bei Rotaviren (Anderson und Weber, 2004) und Noroviren 

(Koch et al., 2006) von Relevanz, die beide als Durchfallerreger bekannt sind. Bei SARS-CoV-

2 sank die Tissue Culture Infection Dose 50  pro µl innerhalb von 72 h auf Plastik- und Edel-

stahloberflächen sowie auf Kupfer und Pappe deutlich (van Doremalen et al., 2020). Andere 

Autoren berichten jedoch vom Nachweis infektiöser Viruspartikel auf Oberflächen aus Kunst-

stoff, Edelstahl, Glas, Keramik und Holz sowie auf Latexhandschuhen und medizinischem 

Mundschutz, und zwar über einen Zeitraum von bis zu sieben Tagen (Liu et al., 2021). Im 

menschlichen Stuhl ließ sich SARS-CoV-2 ebenfalls nachweisen. Bei einigen Patienten wurde 

der Stuhl noch positiv auf SARS-CoV-2-RNA-getestet, während das Genom in den Atemwegs-

proben nicht mehr nachweisbar war (Xiao et al., 2020). Replikationsfähiges Virus wurde jedoch 

nur in wenigen Stuhlproben gefunden (Wang et al., 2020). 

Es wurde ebenfalls über eine mögliche Übertragung über die Konjunktiva diskutiert. Allerdings 

konnte in einer Studie mit 63 Patienten nur ein Konjunktiva-Abstrich als sicher SARS-CoV-2-

positiv identifiziert werden. Somit ist der Stellenwert dieses möglichen Übertragungsweges 

umstritten (Zhou et al., 2020b). Als Hauptübertragungsweg wird daher die Aufnahme der Vi-

ruspartikel über den Respirationstrakt durch Atmen, Sprechen, Husten, Niesen oder Singen 

angesehen (Wang et al., 2021a). 
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1.6 Eintritt von SARS-CoV-2 in die Wirtszelle und virale Replikation 

Für den Eintritt von SARS-CoV-2 in die Wirtszelle spielt das auf der Virusoberfläche vorhan-

dene S-Protein die entscheidende Rolle. Es lässt sich in die S1- und die S2-Untereinheit ein-

teilen. Durch zelluläre Proteasen wird das S-Protein an der S1/S2- und der S‘-Position gespal-

ten, sodass die Fusion der viralen und zellulären Membran ermöglicht wird, die durch die S2-

Untereinheit maßgeblich beeinflusst wird (Hoffmann et al., 2020). Experimentell erzeugte T-

Zellen, die nach Transfektion das virale S-Protein exprimieren, können an das zelleigene An-

giotensin-Converting-Enzyme-2 (ACE2) binden und somit die Zell-Zell-Fusion antreiben. Das 

ACE2-Protein spielt also als Wechselwirkungspartner des S-Proteins für den viralen Zelleintritt 

eine wichtige Rolle (Li et al., 2003). Des Weiteren ist die zelleigene transmembrane Serinpro-

tease 2 (TMPRSS2) für die Fusion von hoher Bedeutung. TMPRSS2 muss auf der Zielzelle 

exprimiert werden, damit das S-Protein aktiviert werden kann (Matsuyama et al., 2010). Die 

Anwesenheit von TMPRSS2 ermöglicht eine Zellfusion unabhängig von Cathepsin L und an-

deren sauren Proteasen (Shulla et al., 2011). 

In Nasenabstrichen fand sich eine höhere Viruslast als in Rachenabstrichen (Zhou et al., 

2020a), was nahelegt, dass das Nasenepithel die Eintrittspforte für das Virus ist. In weiterfüh-

renden Untersuchungen zur Expressionsrate von ACE2 und TMPRSS2 in verschiedenen Or-

ganen und Zellverbänden sollten Rückschlüsse auf den Zelltropismus von SARS-CoV-2 ge-

zogen werden. Die ACE2-Expression war in allen Geweben relativ schwach, die Protease 

TMPRSS2 wurde sowohl stärker als auch breiter gestreut exprimiert. Die Anwesenheit von 

ACE2 scheint daher eher eine Limitation für den initialen Zellbefall durch das Virus darzustel-

len. In Zellen des Respirationstrakts, der Cornea, des Ösophagus, des Ileums, des Colon, der 

Gallenblase und des Hauptgallengangs sind ACE2 und TMPRSS2 gleichzeitig auf der Zell-

oberfläche vorhanden. Bei genauerer Untersuchung der Atemwegszellen zeigte sich die 

höchste Expression von ACE2 in den Becher- und Flimmerzellen im Nasenepithel. Die erhöhte 

Anwesenheit der unterstützenden Rezeptoren im Nasenepithel könnte also auf eine höhere 

Wahrscheinlichkeit der Übertragung auf diesem Wege hindeuten (Sungnak et al., 2020). 

Nach Fusion von Zellmembran und Virus wird das virale Genom aus Endosomen in das Cyto-

plasma freigesetzt und an Ribosomen translatiert, sodass neben Strukturproteinen auch die 

RNA-abhängige RNA-Polymerase entsteht. Diese bewerkstelligt die Vervielfältigung der vira-

len RNAs innerhalb von durch Membranen geschützten Kompartimenten (Replikationskom-

plexe). Im Anschluss daran werden die so entstandenen RNA-Genome in die 
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Virusproteinhüllen integriert und die viralen Partikel durch Knospung aus der Zelle freigesetzt  

(Ueffing et al., 2020). In Abb. 4 ist der Replikationsweg von SARS-CoV-2 schematisch darge-

stellt. 

 

Abb. 4: Aufbau und Replikationszyklus von SARS-CoV-2. In Teil A ist ein Virion mit einzelsträngiger positiv 
orientierter RNA (ssRNA) und mit den Strukturproteinen Spike (S), Hülle (E), Membran (M) und Nukleokapsid (N) 
dargestellt. In Teil B wird der Replikationsweg des Virus beschrieben. Nach Fusion des Virions mit der Zelloberflä-
che über den ACE2-Rezeptor und unter Einfluss der Transmembran-Serinprotease TMPRSS2 werden die Lese-
raster ORF1a und ORF1b translatiert. Hierbei entstehende Nicht-Strukturproteine dienen als viraler Replikations- 
und Transkriptionskomplex. Weitere Replikationsorganellen wie Doppelmembranvesikel, gewundene Membranen 
und kleine offene Doppelmembrankügelchen bilden eine schützende Umgebung für die virale genomische RNA-
Replikation und Transkription subgenomischer mRNAs (sg-mRNAs). Die viralen Proteine werden im Endoplasma-
tischen Retikulum und Golgi-Apparat zu neuen Viruspartikeln fertiggestellt und nach der Knospung im Lumen der 
sekretorischen Vesikel über Exozytose aus der Zelle abgegeben (Abb. nach V'kovski et al., 2021, erstellt mit 
BioRender.com). 

1.7 Entstehung der Variants of Concern 

Durch genetische Mutationen des ursprünglichen Virus entstehen neue Varianten. Schon beim 

Ausbruch des ersten SARS-CoV führte eine Mutation des S-Gens zur Entstehung einer domi-

nierenden Variante (Sui et al., 2008). Ein wichtiger Mechanismus ist der Gendrift. Darunter 

versteht man Änderungen der Nukleotidsequenz, die durch Fehler während der viralen Repli-

kation entstehen. Ebenso ist der Genshift möglich, der die Rekombination der Genome zweier 

verschiedener Stämme beschreibt, die beide gleichzeitig eine Wirtszelle infiziert haben 

(Greenbaum und Ghedin, 2015). Die Ausbreitung solcher Mutanten wird unter anderem durch 
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Populationsdynamik und positive Selektion beeinflusst, falls die Mutation einen Vorteil in Be-

zug auf die Übertragbarkeit bietet (Volz et al., 2021). 

Die SARS-CoV-2-Varianten wurden zum Zeitpunkt ihres Auftretens je nach Pathogenität als 

Variants of interest, Variants under monitoring und Variants of concern (VOC) bezeichnet 

(Choi und Smith, 2021). Unter die letzte Kategorie fallen die Mutanten Alpha, Beta, Gamma 

und Delta (Choi und Smith, 2021) sowie Omikron (Gao et al., 2021). 

Die Alpha-Variante B.1.1.7 wurde im Dezember 2020 im Vereinigten Königreich zum ersten 

Mal nachgewiesen (Public Health England, 2020). Bei dieser Variante betrafen acht von 17 

Mutationen das S-Gen (Davies et al., 2021). Einige dieser Mutationen sorgten für eine verbes-

serte Virusübertragung (Davies et al., 2021; Peacock et al., 2021; Starr et al., 2020). Ebenfalls 

im Dezember 2020 trat die Beta-Variante B.1.351 erstmals in Südafrika auf (Tegally et al., 

2021). Bei dieser Variante befanden sich neun Mutationen innerhalb des S-Gens. Auch hier 

wurde eine erhöhte Bindungsaffinität festgestellt (Davies et al., 2021; Starr et al., 2020). Die 

Gamma-Variante P.1 wurde zunächst bei Reiserückkehrern aus Brasilien im Januar 2021 fest-

gestellt (Fujino et al., 2021). Bei dieser Variante waren zehn Mutationen im S-Gen zu finden 

(Faria et al., 2021). Darunter gab es Überschneidungen mit den Mutationen der Alpha- und 

Beta-Varianten (Davies et al., 2021; Starr et al., 2020). 

Die Omikron-Variante B.1.1.529 trat im November 2021 in Südafrika zum ersten Mal auf und 

wurde nur kurze Zeit später von der Weltgesundheitsorganisation als VOC klassifiziert (Araf 

et al., 2022; Torjesen, 2021). Im S-Gen dieser Variante fanden sich mindestens 32 Mutationen, 

sie war deutlich ansteckender als die bereits aufgetretenen VOC (Gao et al., 2021). Seit An-

fang 2022 zirkulierten auch diverse rekombinante Stämme mit genetischen Anteilen verschie-

dener Omikron-Linien (Bobay et al., 2020) sowie von Omikron und Delta (Bolze et al., 2022). 

Besonders bei immunsupprimierten Patienten besteht das Risiko einer anhaltenden Infektion 

(Corey et al., 2021), sodass neue Mutationen und somit Varianten auftreten können (Avanzato 

et al., 2020; Truong et al., 2021; Kemp et al., 2021). Vermutlich ist dadurch diese VOC ent-

standen (Corey et al., 2021). 

1.8 Symptomatik und Verlauf der Coronavirus-Erkrankung 

Bei der Infektion mit SARS-Cov-2 zeigten sich bei etwa 81 % der Patienten milde Symptome. 

Demgegenüber wiesen 14 % der Infizierten einen schwereren und etwa 5 % einen kritischen 

Krankheitsverlauf auf (Wu und McGoogan, 2020). Dies gilt für eine noch nicht geimpfte, im-

munologisch naive Bevölkerung. Als häufigste Akutsymptome klagten die Betroffenen über 

Husten, Fieber und Atemnot. In mehreren Studien wurde berichtet, dass auch Patienten mit 
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milden Symptomen unter Störungen des Geruchs- und Geschmackssinns leiden (Lechien et 

al., 2020; Tong et al., 2020; Yan et al., 2020). Zudem deuteten Spätfolgen und Organschäden 

der Patienten auf Befall von Endothel, Nieren, Herz, Leber und sogar des Zentralnervensys-

tems oder auf eine lokalisierte Immunreaktion hin (Yang et al., 2020; Sardu et al., 2020). In 

einer italienischen Studie, in der COVID-19-Genesene untersucht wurden, klagten 53,1 % der 

Befragten noch über Müdigkeit, 43,4 % über Atemnot, 27,3 % über Gelenkschmerzen und 

21,7 % über Brustschmerzen (Carfì et al., 2020). 

Die SARS-CoV-2-Infektion manifestierte sich zunächst hauptsächlich im Respirationstrakt. 

Hierbei zeigte sich, dass besonders ältere und bereits vorerkrankte Patienten zu einem schwe-

ren Verlauf mit gegebenenfalls notwendig werdender Beatmungspflicht neigen (Grasselli et 

al., 2020). Die Symptome konnten über trockenen Husten bis zu einem Acute respiratory dis-

tress syndrom führen. Dies war eine schwere, oft lebensbedrohliche Erkrankung, bei der es 

nach akutem Beginn innerhalb von sieben Tagen zu einer Hypoxämie und bilateralen Lunge-

ninfiltraten kam (Diamond et al., 2021). Neben den die Atemwege betreffenden Symptomen 

traten in dieser Patientengruppe auch neurologische Manifestationen wie akute zerebrovas-

kuläre Erkrankungen, Bewusstseinsstörungen und Skelettmuskelaffektionen auf (Mao et al., 

2020a). In einigen Fällen zeigte eine Infektion mit SARS-CoV-2 auch Auswirkungen auf den 

Gastrointestinaltrakt. Typische Symptome waren dann Appetitlosigkeit, Übelkeit, abdominelle 

Schmerzen, Durchfall und Erbrechen in Verbindung mit Leberfunktionsstörungen (Mao et al., 

2020b). Bei einer SARS-CoV-2-Infektion kann es zu einer Verschlechterung der Herzleistung 

kommen. In der Nachuntersuchung wurde bei Patienten, deren Zustand sich verschlechterte, 

zu 80 % eine akute Rechtsherzinsuffizienz, bei 20 % jedoch auch eine akute Linksherzinsuffi-

zienz festgestellt (Puntmann et al., 2020; Szekely et al., 2020). Bei an COVID-19 Erkrankten 

trat zudem eine Hypokaliämie auf (Chen et al., 2020). Bei schweren Infektionen kann es zu 

einer Reihe kardiovaskulärer Erkrankungen kommen, bis hin zum akuten Myokardinfarkt (Long 

et al., 2020a). Zudem stellte eine Infektion mit SARS-CoV-2 durch die gesteigerte Gerinnungs-

aktivität ein erhöhtes Risiko für Thrombembolien, Lungenarterienembolien sowie zerebrovas-

kuläre Embolien dar (Kollias et al., 2020). Vor allem bei schwer an COVID-19 Erkrankten und 

beatmungspflichtigen Patienten konnte eine Nierenfunktionsstörung bis hin zu Nierenversa-

gen mit Dialysepflicht oder sogar die Notwendigkeit einer späteren Nierentransplantation beo-

bachtet werden (Hirsch et al., 2020). 

1.9 Risikofaktoren für einen schweren Krankheitsverlauf 

Obgleich Männer und Frauen ungefähr gleich häufig an COVID-19 erkrankten, konnte in meh-

reren Studien gezeigt werden, dass unter den beatmungspflichtigen Patienten der Anteil 
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männlicher Individuen deutlich höher war bei weiblichen Erkrankten (Williamson et al., 2020). 

Teilt man die Gruppe der Untersuchten in nicht beatmungspflichtig und beatmungspflichtig ein, 

so fanden sich in der Gruppe der nicht beatmungspflichtigen Patienten 49 % Männer, in der 

beatmungspflichtigen Gruppe jedoch 66 % männliche Personen. Ein direkter Vergleich der 

Wahrscheinlichkeit, auf eine Beatmung angewiesen zu sein, ergab 12 % für Frauen und 22 % 

für Männer (Karagiannidis et al., 2020). 

Neben dem Geschlecht hatten auch Vorerkrankungen Einfluss auf die Schwere des COVID-

19-Verlaufs. Die am häufigsten beobachteten Komorbiditäten waren Hypertonie mit 56 % 

(5575 von 10.021 Patienten), Diabetes mit 28 % (2791 Patienten), Herzrhythmusstörungen 

mit 27 % (2699 Patienten), Nierenversagen mit 23 % (2287 Patienten), Herzinsuffizienz mit 20 

% (1963 Patienten) und chronisch obstruktive Lungenerkrankung mit 14 % (1358 Patienten). 

Diese Komorbiditäten traten bei beatmungspflichtigen Patienten häufiger auf (Karagiannidis et 

al., 2020; Kirtipal et al., 2020). Die Letalität bei mechanisch beatmeten Patienten lag bei 53 %, 

während nicht beatmungspflichtige Patienten nur eine Letalität von 16 % aufwiesen 

(Karagiannidis et al., 2020). In einer weiteren groß angelegten Studie wurden Komorbiditäten 

wie Herz-Kreislauf-Erkrankungen, Diabetes, Atemwegserkrankungen (einschließlich schwe-

rem Asthma), Adipositas, hämatologische Malignome in der Vorgeschichte oder kürzlich auf-

getretene andere Krebserkrankungen, Nieren-, Leber- und neurologische Erkrankungen sowie 

Autoimmunerkrankungen als Risikofaktoren beschrieben (Williamson et al., 2020). Diese Er-

gebnisse bestätigten die Resultate einer relativ früh nach Ausbruch der Krankheit durchge-

führten Studie, die ebenfalls Vorerkrankungen wie Diabetes, Bluthochdruck und Herz-Kreis-

lauferkrankungen als Risikofaktoren feststellen konnte (Huang et al., 2020). 

Das Alter der Patienten zeigte sich als entscheidend für die Schwere der Infektion. In der Al-

tersgruppe zwischen 18 und 59 Jahren verstarben 28 % der beatmeten Patienten, im Alter von 

60 - 69 waren dies 46 %, bei beatmungspflichtigen Patienten zwischen 70 und 79 Jahren lag 

die Letalität bei 63 %, ab einem Alter von 80 Jahren bei 72 % (Karagiannidis et al., 2020). Ein 

höheres Risiko, an COVID-19 zu erkranken, wurde bei medizinischem Personal beobachtet 

(Nguyen et al., 2020). Schwere Verläufe traten auch bei Patienten ohne bekannte Vorerkran-

kung auf (Huang et al., 2020). 

1.10 Prävention und Prophylaxe der SARS-CoV-2-Infektion 

Zur Vermeidung einer SARS-CoV-2-Infektion konnten Hygienemaßnahmen ergriffen werden. 

Von großer Effektivität war das Tragen von Schutzmasken, insbesondere filtering face pieces 

(FFP2) Masken (Prather et al., 2020). Sowohl FFP2-Masken als auch medizinische Operati-

ons-Masken konnten die Partikelemission beim Sprechen um 90 % und beim Husten um 74 
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% senken (Asadi et al., 2020). Da Aerosole in nicht belüfteten Innenräumen sehr lange ver-

bleiben können, war das Lüften bzw. der Einbau von Luftfiltern besonders in Verbindung mit 

dem Tragen von hochwertigen Schutzmasken ein weiteres Mittel zur effektiven Infektionspro-

phylaxe (Lelieveld et al., 2020). Auch das Abstandhalten stellte einen Pfeiler in der Prävention 

dar, denn gerade größere Tröpfchen neigen im Radius von 1,5 m zum Absinken (Liu et al., 

2017). SARS-CoV-2 blieb auch in Aerosolen für mindestens drei Stunden infektiös (van 

Doremalen et al., 2020). Auf Schutzmasken sollte daher trotz Abstand nicht verzichtet werden. 

Die Händehygiene spielt im Bereich der Übertragung infektiöser Krankheiten eine übergeord-

nete Rolle. Schon durch einfaches Waschen der Hände mit Wasser und Seife kann ein Groß-

teil der Mikroorganismen von der Haut entfernt werden. Das Waschen der Hände bildet au-

ßerdem die Grundlage zur wirksamen Desinfektion der Hände, da in Sekret oder Schmutz 

eingebettete Erreger schlechter inaktiviert werden können (Brunke et al., 2021). 

Aufgrund dieser Säulen in der Prävention wurde das sogenannte „AHA+L-Prinzip“ vorgeschla-

gen, damit die Verbreitung des Virus eingedämmt werden konnte. Hierbei steht das Akronym 

für Abstand halten, Hygieneregeln beachten und das Tragen eines Atemschutzes. Die drei 

Grundpfeiler wurden durch das Lüften ergänzt, damit die in Innenräumen erhöhte Infektions-

gefahr gezielt reduziert werden konnte. Auch die Nutzung einer Smartphone-App, mit der In-

fektionsketten leichter verfolgt und frühzeitig unterbrochen werden sollten, wurde als wirksa-

mes Mittel der Pandemieeindämmung gesehen (Bundesregierung, 2021). 

Bereits bis Anfang 2021 wurden in der Europäischen Union vier Impfstoffe gegen SARS-CoV-

2 zugelassen. Am 21.12.2020 machte der mRNA-Impfstoff Comirnaty der Firma BioNTech 

Manufacturing GmbH den Anfang (Polack et al., 2020); das Spikevax-Vakzin der Firma Mo-

derna Biotech aus Spanien folgte am 06.01.2021, ebenfalls ein Impfstoff aus synthetischer 

Boten-Ribonukleinsäure (mRNA) (Baden et al., 2021). Am 29.01. 2021 wurde der Impfstoff 

Vaxzevria der Firma AstraZeneca AB, Schweden, zugelassen (Ramasamy et al., 2021) und 

am 11.03.2021 folgte schließlich die Zulassung des COVID-19 Vaccine Janssen von der Firma 

Janssen-Cilag International NV (Sadoff et al., 2021). Die zwei letztgenannten Impfstoffe waren 

Vektorimpfstoffe. Diese basierten auf der gezielten Nutzung adenoviraler Vektoren, die so ver-

ändert werden, dass sie nach der Verimpfung in den Muskelzellen zur Produktion des SARS-

CoV-2-S-Proteins führen (Poland et al., 2020). 

Diese Technologie bietet die Vorteile, dass eine hohe Zahl an Vektorvarianten zur Verfügung 

steht und ein großes Maß an Wissen über ihre Funktion und Wirkweise vorliegt. Daher war 

eine gute Antigenerzeugung, Zielsteuerung und Verarbeitung möglich. Da durch die Behand-

lung mit vektorbasierten Impfstoffen in der Zielzelle die Nachahmung einer natürlichen 
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Infektion ausgelöst und somit eine starke Immunreaktion hervorgerufen wird, können Vektor-

impfstoffe ohne Adjuvantien verabreicht werden. Des Weiteren wird infolge der Replikations-

defizienz eine hohe Sicherheit der Vektorimpfstoffe gewährleistet werden. Durch optimierte 

Produktionsprozesse können moderne Vektorimpfstoffe zudem mit hoher Ausbeute hergestellt 

werden. Allerdings könnten vektorbasierte Impfstoffe Nebenwirkungen aufweisen, wie etwa 

eine Integration in das Wirtsgenom oder eine anhaltende Replikation von replikationskompe-

tenten Vakzinrevertanten. Dies wurde allerdings bei diesen Impfstoffen nicht beobachtet. Zu-

dem ist die Herstellung solcher Impfstoffe kostenintensiv (Rauch et al., 2018). 

Die verwendeten mRNA-Impfstoffe basieren auf nicht-replizierender mRNA, die in der Wirts-

zelle translatiert wird. Gegen das gebildete Protein wird eine spezifische Immunantwort aus-

gelöst (Iavarone et al., 2017). Die nicht-replizierenden mRNA-Impfstoffe werden von einer li-

nearisierten Plasmid-DNA mit einer rekombinanten RNA-Polymerase und Nukleosidtriphos-

phaten als Hauptbestandteilen synthetisiert. Am 5‘- bzw. 3‘-Ende werden zusätzlich eine Cap-

Struktur bzw. ein Poly-A-Schwanz der mRNA angehängt. Die Herstellung der selbst-amplifi-

zierenden mRNA-Impfstoffe basiert auf Funktionen von Positivstrang-RNA-Viren. Hier werden 

nur die für die RNA-Replikation zuständigen Bereiche belassen, die strukturellen Genomse-

quenzen jedoch durch das gewünschte Gen ersetzt. Die resultierenden Genome werden als 

Replikons bezeichnet (Zhang et al., 2019). Obwohl die Instabilität der mRNA in der Vergan-

genheit ein großes Hindernis bei deren Anwendung darstellte, konnte durch Komplexbildung 

mit effizienten Trägern ein Schutz vor Abbau der RNA durch ubiquitär vorkommende Ribonuk-

leasen gewährleistet werden. Da diese Art von Impfstoff im Herstellungsprozess aufgrund der 

in-vitro-Systeme ohne Amplifikation in Bakterien oder Zellkulturen auskommt, ist dieser beson-

ders gut zu überwachen (Rauch et al., 2018). 

Am 20.12.2021 wurde Nuvaxovid, einem proteinbasierten Impfstoff, durch die Europäische 

Kommission die bedingte Marktzulassung erteilt (Parums, 2022). Dieser Impfstoff besteht aus 

der Kombination des rekombinant hergestellten S-Proteins von SARS-CoV-2 in voller Länge 

mit einem Saponin-basierten Adjuvans zur Verstärkung der Immunantwort (Tian et al., 2021). 

Dieser ist ein Nanopartikel-Impfstoff (Bangaru et al., 2020), der sowohl eine T- als auch B-Zell-

Antwort induziert (Tian et al., 2021; Keech et al., 2020). Zur Herstellung rekombinanter Impf-

stoffe können Escherichia coli oder verschiedene Hefen, Insekten- und Säugetierzellen, aber 

auch auf pflanzliche Zellen verwendet werden (Pollet et al., 2021). Da rekombinante Proteine 

allein eine schwache Immunantwort auslösen, werden sie mit Adjuvantien kombiniert. Diese 

aktivieren am Ort der Applikation die angeborene Immunantwort, die wiederum die adaptive 

Immunantwort verstärkt. Die Antigenpräsentation für die CD4+ T-Zellen wird verbessert, 

wodurch auch B-Zellen und CD8+ T-Zellen mobilisiert werden (Pollet et al., 2021). 
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1.11 Therapie der SARS-CoV-2-Infektion 

Bei milden COVID-19-Fällen genügt meist eine symptomatische, unterstützende Therapie, 

ggf. ergänzt durch Verlaufskontrollen, damit bei einer Verschlechterung eine stationäre The-

rapie eingeleitet werden kann. 

Während bestimmter Pandemiephasen sollte besonders bei Risikopatienten eine prophylakti-

sche Therapie mit monoklonalen Antikörpern in Betracht gezogen werden (Ständiger Ar-

beitskreis der Kompetenz- und Behandlungszentren für Krankheiten durch hochpathogene 

Erreger, 2020). Bei ambulanten Risikopatienten führte die Injektion einer Kombination neutra-

lisierender monoklonaler Antikörper (2,8 mg Bamlanivimab und 2,8 mg Etesevimab) zu einer 

deutlichen Reduktion der Viruslast und zur Vermeidung von Todesfällen (Dougan et al., 2021). 

Auch in anderen Studien wurde eine Reduktion der Viruslast durch Antikörper-Präparate beo-

bachtet (Weinreich et al., 2021). Bei den Varianten B1.351 (Zhou et al., 2021) und P.1 (Chen 

et al., 2021) konnte jedoch schon zum Zeitpunkt der Studie eine Resistenz gegenüber mehre-

ren monoklonalen Antikörpern, darunter auch Bamlanivimab/Etesevimab beobachtet werden 

(Bermingham et al., 2012; Araf et al., 2022). Wegen der verbreiteten Resistenz bei den neue-

ren Virusvarianten sind neutralisierende Antikörper nicht mehr in Gebrauch (Hoffmann et al., 

2021; Wang et al., 2021b; Wang et al., 2021c;). 

Remdesivir, ein Inhibitor der viralen RNA-abhängigen RNA-Polymerase, der auch gegen 

MERS-CoV inhibitorische Aktivität zeigte (Sheahan et al., 2020), hatte einen positiven Effekt 

auf die Genesung von COVID-19-Patienten (Beigel et al., 2020), war aber lange Zeit nur be-

grenzt verfügbar und wegen der intravenösen Anwendung für die ambulante Therapie unge-

eignet. Paxlovid ist eine Kombination aus Nirmatrelvir, das die Protease 3CL von SARS-CoV-

2 hemmt, und Ritonavir, das den Abbau von Nirmatrelvir verzögert (Fishbane et al., 2022). In 

einer Zwischenanalyse reduzierte Paxlovid die COVID-19-bedingten Krankenhauseinweisun-

gen und Todesfälle im Vergleich zur Placebo-Gruppe um 89 % (Mahase, 2021). Wechselwir-

kungen mit anderen Medikamenten wurden jedoch beobachtet, weswegen die Gabe von Pax-

lovid streng überwacht werden muss (Fishbane et al., 2022). Des Weiteren wurde festgestellt, 

dass Kortikosteroide wie Dexamethason und Betamethason die Hauptprotease (main pro-

tease), einen wichtigen Bestandteil der viralen Replikation, inhibieren und somit möglicher-

weise auch antivirale Funktion haben könnten (Ghosh et al., 2020). Kortikosteroide hemmen 

die Ausschüttung von Entzündungsmediatoren und aktivieren antiinflammatorische Gene, so-

dass der Entzündungsprozess abgeschwächt wird (Barnes, 2006). 

Bei einer stationären COVID-19-Therapie sollen neben der Überwachung der Vital-Parameter 

eine restriktive Flüssigkeitstherapie bzw. Ernährungsoptimierung, eine Thromboseprophylaxe, 
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regelmäßige Kontrollen der Entzündungswerte, Bildgebung, die Untersuchung auf Sekundä-

rinfektionen und gegebenenfalls eine mikrobiologische Diagnostik über Blutkulturen durchge-

führt werden. Verläuft die Erkrankung schwer, so wird eine Sauerstoffgabe und Lagerung auf 

dem Bauch im frühen Stadium empfohlen. Bei Bedarf sollte die Extrakorporale Membran-

Oxygenierung durchgeführt werden. Außerdem stellt die Prävention von Thrombembolien, Se-

kundärinfektionen und der Sepsis eine wichtige Säule in der COVID-19-Therapie dar 

(Ständiger Arbeitskreis der Kompetenz- und Behandlungszentren für Krankheiten durch 

hochpathogene Erreger, 2020). 

1.12 Diagnostik der Infektion mit SARS-CoV-2 

In der SARS-CoV-2-Pandemie und auch danach ist eine schnelle und zuverlässige Diagnostik 

von COVID-19 von herausragender Bedeutung. Für die Akutdiagnostik ist nur der direkte Er-

regernachweis geeignet. Durch die Antikörper-Diagnostik können zurückliegende Infektionen 

oder Impfungen nachgewiesen werden. 

1.12.1 Direkter Nachweis der viralen RNA 

Molekularbiologische Methoden wie die Polymerasekettenreaktion (PCR) stellen ein schnel-

les, hochgradig sensitives und spezifisches diagnostisches Verfahren für den Nachweis des 

Virusgenoms dar (van Beek et al., 2020). Da Coronaviren ein RNA-Genom haben, muss der 

PCR eine Reverse Transkription vorgeschaltet werden, so dass sich eine Reverse-Transkrip-

tase-Polymerase-Kettenreaktion ergibt (RT-PCR). Diese Methode ermöglichte bereits unmit-

telbar nach der Erstbeschreibung von SARS-CoV und MERS-CoV die Diagnostik der durch 

diese Viren verursachten Erkrankungen (Drosten et al., 2003; Corman et al., 2012a). 

Die von Higuchi et al. (1992) entwickelte Echtzeit-(real time)-PCR weist im Vergleich zur regu-

lären PCR den Vorteil auf, dass die Zunahme der künstlich entstehenden DNA-Menge wäh-

rend der Durchführung der PCR direkt gemessen werden kann. Dafür werden unter anderem 

farbstoffmarkierte Sonden verwendet, wodurch eine Quantifizierung möglich ist (Kubista et al., 

2006). Für den Nachweis werden anhand der viralen Genomsequenz spezifische Oligonukle-

otide (Primer) definiert. Diese binden an einen konservierten Abschnitt des Virusgenoms. Die 

virale RNA wird zunächst mit Hilfe der reversen Transkriptase in komplementäre Desoxyribo-

nukleinsäure (cDNA) umgeschrieben. Danach wird der von den Bindungsstellen für die Primer 

flankierte DNA-Bereich durch die Polymerase vervielfältigt, ohne dass das Reaktionsgefäß 

noch einmal geöffnet werden muss (one-step RT-PCR). Zunächst wird die reverse Transkrip-

tase für mehrere min bei 95 °C inaktiviert und gleichzeitig die Polymerase aktiviert. Für die 

eigentliche PCR wird der DNA-Doppelstrang dann kurz auf 95 °C erhitzt, sodass er aufbricht 

(Schmelzen). Die komplementären Primer können sich nach Absenkung der Temperatur 
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anlagern (Annealing) und die Polymerase kann die Desoxynukleotidtriphosphate einbauen 

(Elongation). Diese Schritte bilden einen Zyklus, der 35 bis 40 Mal wiederholt wird. Der Spezi-

fitätsnachweis gelingt durch farbstoffmarkierte Taqman-Sonden. Werden diese beim Einbau 

der zugegebenen Nukleotide aus der DNA verdrängt und abgebaut, so wird der Farbstoff frei-

gesetzt und kann durch definierte Lichtimpulse angeregt werden, sodass dieser Licht einer 

bestimmten Wellenlänge emittiert. Dieses Signal kann in Echtzeit gemessen werden. Abb. 5 

zeigt eine schematische Darstellung der RT-PCR. 

 

Abb. 5: Schematische Abbildung der Schritte einer RT-PCR. Zunächst wird die virale RNA durch die Reverse 
Transkriptase (RT) in komplementäre DNA (cDNA) übersetzt. Für die Amplifikation wird diese cDNA zunächst de-
naturiert (1), woraufhin sich Primer und Sonde anlagern können, das sogenannte Annealing (2). Die Polymerase 
kann nun die Desoxynukleotidtriphosphate einbauen (3). Anschließend werden durch die DNA-Polymerase weitere 
Kopien erstellt (4) (nach Afzal, 2020, erstellt mit BioRender.com). 
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Der Zyklus, ab dem das Fluoreszenzignal einen bestimmten Schwellenwert (threshold) über-

steigt, wird als cycle threshold (Ct-Wert) bezeichnet und angegeben. Aus dem Ct-Wert kann 

auf die in der Probe vorhanden Menge an viralen Genomäquivalenten in semiquantitativer 

Weise zurückgeschlossen werden. Ein niedriger Ct-Wert spricht für eine hohe Viruslast, wäh-

rend ein hoher Ct-Wert bei niedrigen Viruslasten beobachtet wird. Bei einem Ct-Wert von unter 

40 gilt der PCR-Test in der Regel als positiv (Heid et al., 1996; Wong und Medrano, 2005; 

Sethuraman et al., 2020; Fuchs et al., 2021; Lantz et al., 1994; Corman et al., 2012b). Die 

Spezifität der SARS-CoV-2-RT-PCR beträgt bis zu 100 % (Sethuraman et al., 2020). Die Sen-

sitivität wird unter klinischen Bedingungen auf mindestens 70 % geschätzt (Woloshin et al., 

2020).  

Anhand der Aneinanderlagerung (Alignment) der in der GenBank des National Centers for 

Biological Infomation verfügbaren CoV-Sequenzen wurden bereits kurz nach den ersten Fall-

berichten Primer und Sonden zum Nachweis des E-Protein-Gens, des N-Protein-Gens, des 

S-Protein-Gens und des Gens der RNA-abhängigen RNA-Polymerase definiert und zur Ver-

fügung gestellt, obgleich noch keine detaillierten Kenntnisse über das SARS-CoV-2-Genom 

vorlagen (Corman et al., 2020; Sethuraman et al., 2020). Die Primer und Sonden zum Nach-

weis des E- und N-Gens von SARS-CoV-2 haben sich in der virologischen Diagnostik bewährt. 

Hingegen sind die Bereiche, die einem erhöhten Mutationsdruck unterliegen, wie beispiels-

weise das S-Gen, für die diagnostische RT-PCR nur bedingt geeignet und dürfen keinesfalls 

als einzige Zielregion der PCR verwendet werden. So wurden die ersten VOC, die etliche Mu-

tationen des S-Gens tragen, durch Ausfälle der S-spezifischen RT-RCR entdeckt (Hilti et al., 

2024). Diese Besonderheiten kann man allerdings für die Virusvarianten-spezifische Diagnos-

tik nutzen, indem Sonden definiert werden, welche die Anwesenheit einer Schlüsselmutation 

durch Änderungen der Schmelztemperatur anzeigen. Entsprechende Sonden wurden rasch 

von der Firma TibMolbiol (Berlin) zur Verfügung gestellt, sodass eine schnelle Identifikation 

verschiedener VOC ermöglicht wurde. 

Neben der RT-PCR können auch alternative Verfahren zum Nachweis des viralen Genoms 

eingesetzt werden, wie die Schleifen-vermittelte isothermale Amplifikations-Technik. Dieses 

im Vergleich zur RT-PCR etwas weniger sensitive Verfahren hat den Vorteil, dass es weitge-

hend unabhängig von Geräten durchgeführt und das Ergebnis sogar mit bloßem Auge abge-

lesen werden kann. Zudem bedarf es keiner vorherigen Extraktion der Nukleinsäuren, sondern 

erlaubt sogar eine direkte Testung unmittelbar nach Abstrichnahme (Anastasiou et al., 2021). 
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1.12.2 Direkter Nachweis viraler Proteine 

In der Vor-Ort-Testung direkt am Patienten (point of care test, POCT) werden vor allem soge-

nannte lateral-flow-Tests eingesetzt. 

 

Abb. 6: Funktionsprinzip eines Antigen-Schnelltests. Die linke, erste Zeichnung zeigt eine Testkassette vor der 
Nutzung. Im unteren Drittel sind die mobilen, markierten Antikörper zu erkennen (goldmarkierter, antigenspezifi-
scher Antikörper, schwarz/rot), die mitsamt der Probe durch Kapillarwirkung zunächst zu den fixierten Primäranti-
körpern (antigenpezifischer Antikörper, schwarz) und weiter zu den fixierten Sekundärantikörpern (Sekundäranti-
körper, blau) gelangen. Enthält die Probe Virus-Antigene (grün), wie auf der zweiten und dritten Zeichnung, binden 
die mobilen Antikörper diese und werden somit auch von den immobilen Primärantikörpern gebunden. Wenn ein 
farbiger Strich entsteht, wie in der dritten Schemazeichnung zu erkennen, ist der Test positiv. Enthält die Probe 
kein Virusmaterial, färbt sich lediglich die Kontroll-Linie durch die Bindung der mobilen Primär- an die Sekundäran-
tikörper, wie in der vierten Zeichnung zu erkennen (nach Vitrosens, 2022). 

Lateral flow-Tests sind chromatographische Immunassays, die Antikörper unterschiedlicher 

Antigen-Spezifität nutzen. Erstens sind dies mobile, markierte Primärantikörper, die in der 

Lage sind, ein definiertes virales Protein von Interesse zu binden. Zweitens bestehen solche 

Tests aus immobilen Primärantikörpern, die ebenfalls dieses Protein binden können. Der dritte 

Bestandteil sind sekundäre Antikörper, die wiederum an die primären Antikörper binden. Nach 

Einbringen der in einem Extraktionspuffer eingerührten Probe fließt diese durch Kapillarwir-

kung entlang des Teststreifens. Enthält die Probe Viruspartikel, binden die mobilen Primäran-

tikörper an diese und wandern gemeinsam mit ihnen den Filterstreifen entlang. Passieren die 

mobilen Antikörper nun die Linie aus fixierten Antikörpern, binden letztere einen Teil der Virus-

partikel-Antikörper-Komplexe, indem auch sie das virale Protein binden. Die nicht gebundenen 

primären Antikörper wandern weiter und werden durch die sekundären Antikörper gebunden. 

Wenn sowohl die immobilen Primärantikörper als auch die Sekundärantikörper die an 
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Viruspartikel gebundenen mobilen Antikörper binden, werden Test- (T) und Kontroll-Linie (C) 

sichtbar, der Test ist dann positiv. Ist kein Virus in der Probe vorhanden, werden die mobilen 

Primärantiköper lediglich durch die Sekundärantikörper, nicht aber durch die fixierten Pri-

märantikörper gebunden. Erscheint allein die Kontroll-Linie, ist der Test negativ (Vitrosens, 

2022). Zur Visualisierung für das Auge kann beispielsweise kolloidales Gold als Marker ge-

nutzt werden (Li et al., 2021; Terpos et al., 2021; Medoro et al., 2022). Das Funktionsprinzip 

dieser Lateral-Flow-Assays ist in Abb. 6 schematisch dargestellt. 

Einige dieser einfach durchzuführenden Tests sind für den Laiengebrauch zugelassen. Sie 

belegen mittels Antikörper-Antigen-Reaktion die Anwesenheit von SARS-CoV-2-Proteinen, 

meist des N-Proteins, im Nasen-Rachenraum (Corman et al., 2021; Berger et al., 2021; Liotti 

et al., 2021; van Beek et al., 2020; Igloi et al., 2021; Krüger et al., 2020) oder im Sputum 

(Kashiwagi et al., 2021; Stokes et al., 2021). 

1.12.3 Indirekter Nachweis einer abgelaufenen SARS-CoV-2-Infektion 

Eine weitere Möglichkeit zur Diagnostik einer SARS-CoV-2-Infektion stellt der Nachweis von 

Antikörpern im Patienten-Blut dar. Im Rahmen der humoralen Immunabwehr werden Immun-

globuline (Ig) gebildet, die Antigene spezifisch binden und somit unschädlich machen können. 

Diese Ig lassen sich in mehrere Klassen unterteilen: IgM ist als Antigenrezeptor auf naiven B-

Zellen der wirksamste und früheste Antikörper zur Agglutination von Bakterien und Partikeln. 

IgG zirkuliert im Blutplasma und ist als größte Fraktion der Immunglobuline unter anderem 

verantwortlich für Komplementbindung und -aktivierung, die Opsonierung von Erregern und 

die Neutralisation von Toxinen. IgA sind unter anderem auf Schleimhäuten zu finden und IgE 

ist hauptsächlich für die Abwehr von Parasiten und für allergische Reaktionen zuständig 

(Lüllmann-Rauch und Asan, 2019). Der Spiegel von SARS-CoV-2-spezifischem IgM erreicht 

das Maximum an Tag 21, der IgG-Spiegel an Tag 29 (Lou et al., 2020). 

Die Mehrzahl der gegen SARS-CoV-2 gerichteten Antikörper wird gegen das N-Protein gebil-

det. Gegen das S-Protein gerichtete Antikörper gelten aber als spezifischer und können zudem 

das Virus von der Infektion der Zelle abhalten, also neutralisierend wirken (Sethuraman et al., 

2020). Bei dem Nachweis von SARS-CoV-2-Antikörpern in Patientenserum sind daher insbe-

sondere die Antikörper gegen das N-Protein und gegen die S1-Untereinheit von Bedeutung 

(Algaissi et al., 2020). Diese Antikörpernachweise können beispielsweise über den Enzyme-

linked Immunosorbent Assay (ELISA) erfolgen. Das Prinzip dieses Tests ist in Abb. 7 darge-

stellt. 
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Abb. 7: Prinzip des Enzymimmuntests (ELISA). Das virale Antigen wird an eine Oberfläche gebunden. Im Fol-
genden wird Serum appliziert. Sind darin Antikörper enthalten, binden diese an das Antigen und werden im nächs-
ten Schritt durch einen enzymmarkierten Zweitantikörper gebunden. Durch Hinzufügen von Substrat erfolgt nun ein 
Enzym-vermittelter Farbumschlag, durch den die Anwesenheit der Antikörper im Serum nachgewiesen wird. 

Mit dem sogenannten Plaque-Reduktions-Neutralisationstest kann nach Anzucht der Viren in 

Zellen, Fixierung und Anfärben der entstandenen Plaques die Neutralisationskapazität der An-

tikörper untersucht werden. Dazu werden Verdünnungen des Patientenserums mit einer fixen 

Virusmenge inkubiert und die Proben auf Zellen gebracht. Ist das Patientenserum in der Lage, 

die Infektionen durch das Virus zu verhindern, liegen neutralisierende Antikörper vor. Der Titer 

stellt dabei die maximale Verdünnungsstufe dar, bei der die Neutralisation noch stattfindet 

(Focosi et al., 2021; Neumann et al., 2021; Strömer et al., 2020b). Diese Methode wird auch 

für die Abschätzung der Impfantwort genutzt (Rose et al., 2022a; Neumann et al., 2021; Okba 

et al., 2020). 

Auch die Abschätzung der T-Zell-Antwort nach SARS-CoV-2-Infektion kann zur Einschätzung 

des Immunstatus der Bevölkerung herangezogen werden (Echeverría et al., 2021; Lipsitch et 

al., 2020). Die T-Zell-Antwort kann mittels sogenannter Interferon-ɣ-Freisetzungstests be-

stimmt werden. Hierbei werden T-Zellen mit viralem Antigen stimuliert und die Konzentration 

des dann freigesetzten Interferon-ɣ bestimmt (Murugesan et al., 2021). Dieses kann mit 

ELISA-Testverfahren (Echeverría et al., 2021) oder mit ImmunoSpot®-Kits (Ni et al., 2020) 

erfolgen. Interessanterweise wurden auch präformierte SARS-CoV-2-reaktive T-Zellen bei 

Nichtexponierten gefunden (Echeverría et al., 2021). Zudem wurde ein Zusammenhang zwi-

schen Neutralisationskapazitäten und der Menge der SARS-CoV-2-spezifischen T-Zellen 

nachgewiesen (Ni et al., 2020). 
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1.13 Zielsetzungen dieser Dissertation 

Aus den vorangegangenen grundsätzlichen Überlegungen ergibt sich das wichtige Ziel, Ver-

fahren für den direkten und indirekten Nachweis von SARS-CoV-2-Infektionen zu etablieren, 

zu validieren und auf ihre Eignung für die Routinediagnostik zu prüfen. 

A) Bestimmung der Leistungsfähigkeit einer laboreigenen Methode zum Nachweis von 

SARS-CoV-2-Genomäquivalenten 

Die rasche und zuverlässige Erreger-Diagnostik einer SARS-CoV-2-Infektion ist entscheidend 

für die Eindämmung einer Pandemie. Dazu wurde bereits Ende Januar 2020 im Labor Dr. 

Krause und Kollegen MVZ GmbH ein PCR-Verfahren etabliert und orientierend validiert. Die-

ses Verfahren nutzt die Primer und Sonden, die von Corman für den Nachweis des E- und des 

N-Gens von SARS-CoV-2 vorgeschlagen wurden, sowie ein Primerpaar und eine Sonde für 

den Nachweis der humanen Glycerinaldehyd-3-Phosphat-Dehydrogenase als interne Kon-

trolle. Dadurch soll nachgewiesen werden, dass die korrekte Probenentnahme erfolgt ist. Zur 

Sicherstellung der erfolgreichen Nukleinsäure-Extraktion und reversen Transkription für jede 

Probe werden alle Proben vor ihrer Extraktion mit einer Suspension des behüllten RNA-Pha-

gen Φ6 versetzt, der dann durch spezifische Primer und Sonde nachgewiesen wird. Diese 

laboreigene Triplex-RT-PCR sollte umfassend validiert und ihre Eignung für die Routinediag-

nostik damit nachgewiesen werden. 

B) Untersuchung der Leistungsfähigkeit kommerzieller Verfahren für den direkten 

Nachweis von SARS-CoV-2-Antigen (Schnelltests) 

Antigen-Schnelltests, sogenannte Point-of-Care-Tests, sollten auf ihre diagnostische Genau-

igkeit im Vergleich zum Goldstandard der zuvor validierten Triplex-RT-PCR geprüft werden, 

als Voraussetzung einer Vor-Ort-Testung unabhängig von Laborgeräten und Laborpersonal. 

C) Untersuchung der Eignung von Antikörpertests für den Nachweis einer abgelaufe-

nen SARS-CoV-2-Infektion 

Kommerziell erhältliche Tests für den Nachweis von SARS-CoV-2-IgG oder Gesamt-SARS-

CoV-2-Antikörpern sollten miteinander verglichen und hinsichtlich ihrer Sensitivität und Spezi-

fität analysiert werden und damit ihre Eignung für die SARS-CoV-2-Diagnostik und für sero-

epidemiologische Studien festgestellt werden. 
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2. Material und Methoden 

2.1 Votum der Ethikkommission 

Design und Durchführung von Untersuchungen für den direkten und indirekten Nachweis einer 

SARS-CoV-2-Infektion aus Proben von Patienten und Spendern wurden von der Ethikkom-

mission der Medizinischen Fakultät der Christian-Albrechts-Universität zu Kiel unter dem Ak-

tenzeichen AZ D467/20 genehmigt. 

2.2 Virusgenomnachweis 

2.2.1 Probenentnahme 

Abstriche aus dem oberen Respirationstrakt wurden im Rahmen der SARS-CoV-2-Routinedi-

agnostik entnommen. Hierbei wurde mit einem trockenen, sterilen Tupfer zunächst von der 

Rachenrückwand und im Folgenden von der Nasenschleimhaut Material entnommen. Der 

Tupfer wurde in phosphatgepufferter Salzlösung aufgenommen und die Suspension bei 4 °C 

gelagert. 

2.2.2 Extraktion der Nukleinsäuren 

Manuelle Extraktion: Nukleinsäuren wurden manuell aus Atemwegsproben mit dem Qiagen 

Viral RNA Mini Kit extrahiert (Qiagen, Hilden, Deutschland). 

 

Abb. 8: Schematische Darstellung des Ablaufs der manuellen Nukleinsäure-Extraktion mit dem Qiagen Viral 
RNA Mini Kit (nach Qiagen, Hilden, Deutschland). 
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Hierfür wurden 140 µl Probenmaterial verwendet und mit 1,4 µl einer 1:10 verdünnten Φ6-

Phagensuspension (Deutsche Sammlung von Mikroorganismen und Zellkulturen, Braun-

schweig, Deutschland) gemischt. Dieser Bakteriophage ist ein behülltes RNA-Virus aus der 

Familie Cystoviridae, das Pseudomonaden infiziert (King et al., 2012). Weiterhin wurden 560 

µl AVL-Puffer und 5,6 µl Carrier-RNA hinzugegeben. Die so hergestellte Suspension wurde 

10 min bei Raumtemperatur inkubiert und anschließend kurz zentrifugiert. Dann wurden 560 

µl Ethanol hinzugefügt, gemischt und zentrifugiert, daraufhin wurde das Gemisch auf die Säule 

überführt und bei 8000 Umdrehungen pro min für 1 min zentrifugiert. Aufgrund der Menge der 

Suspension erfolgte dieser Schritt zweimal. Die Säule wurde anschließend mit dem Wasch-

puffer 1 für 1 min bei 8000 Umdrehungen pro min und mit dem Waschpuffer 2 für 3 min bei 

14.000 Umdrehungen pro min zentrifugiert. Nachdem die Säule für 1 min bei 14.000 Umdre-

hungen pro min zur Entfernung von Pufferresten trocken zentrifugiert worden war, wurde die 

RNA mit 60 µl Elutionspuffer zur Elution gebracht. Dafür wurde die Säule nach 1 min Inkuba-

tionszeit bei Raumtemperatur für 1 min bei 8000 Umdrehungen pro min zentrifugiert (Abb. 8). 

Maschinelle Extraktion: Die automatische Extraktion von Nukleinsäuren erfolgte mit dem 

MagNA Pure Compact Nucleic Acid Isolation Kit auf dem Roche MagNA Pure Compact Instru-

ment (Roche, Mannheim, Deutschland). Die Aufarbeitung erfolgte streng nach den Empfeh-

lungen des Herstellers. Der Tupfer wurde in 500 µl steriler phosphatgepufferter Salzlösung 

gerührt. Die Suspension wurde mit 20 µl der 1:10 verdünnten Φ6-Phagensuspension gemischt 

und auf dem MagNA Pure Compact Instrument im Programm Total_NA_Plasma_ 

100_400_V3_2 mit einem Lyse-Schritt, einer Bindungs-Reaktion und einem Wasch-Schritt 

verarbeitet. 

Zudem wurden Nukleinsäuren mit dem KingFisher-Flex-System extrahiert (ThermoFisher Sci-

entific). Hierzu wurden 200 µl der Probensuspension in die Vertiefungen einer 96-Well-Platte 

(ThermoFisher Scientific) gefüllt und mit Puffer für 15 min bei Raumtemperatur inkubiert. An-

schließend wurde ein 1:1 Mastermix aus Proteinase K und der Φ6-Phagensuspension (1:10 

verdünnt) hergestellt und je 10 µl dieser Mixtur zur Probe hinzugefügt. Außerdem wurden je 

10 µl der binding beads (ThermoFisher Scientific) eingebracht. Die Platte wurde in das King-

Fisher-Flex-Gerät geladen und das Protokoll MVP_2Wash_200_Flex gestartet. 

2.2.3 Verwendete Oligonukleotid-Primer und Sonden 

Die Sequenzen der verwendeten Oligonukleotide und Taqman-Sonden wurden der Literatur 

entnommen (Tab. 1). Die Synthese wurde bei biomers.net GmbH, Ulm, Deutschland, durch-

geführt. Anschließend wurde durch Verdünnung in sterilem Wasser eine Konzentration von 

100 µM hergestellt (Stammlöung). Diese Stammlösung wurde bei -20 °C gelagert. Für End-

konzentrationen von 4 bis 16 µM wurden diese Stammlösungen in sterilem Wasser verdünnt 
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und dann im Verhältnis 1:1:1 (Primer:Primer:Sonde) gemischt und bei -20 °C gelagert (Tab. 

1). 

Tab. 1: Primer- und Sondensequenzen der im Labor entwickelten Triplex-RT-PCRs zum Nachweis von SARS-
CoV-2 mit Einbeziehung des Φ6-Phagen und der menschlichen Glycerinaldehyd-3-Phosphat-Dehydrogenase 
(GAPDH) (nach Strömer et al., 2020b). Atto490LS ist ein besonders für Mehrfarbenexperimente geeigneter Farb-
stoff der Firma ATTO-TEC. BMNQ530, BMNQ535, BMNQ620 und BHQ2 sind die jeweils zu den Farbstoffen pas-
senden Quencher, welche die Fluoreszenz der Sonden abschirmen und die Verlängerung der Sonde während der 
qPCR verhindern und damit störende Hintergrundsignale minimieren. 6-Carboxyfluorescein, FAM; Cyanine5, Cy5; 
Hexachloro-Fluorescein, HEX. 

Zielregion Bezeichnung der 
Vorwärts (F)-, 
Rückwärts (R)- 
Primer und Son-
den 

Nukleotidsequenz (5’-3’) Verdünnung 
der Stammlö-
sung/Kon-
zentration in 
µM 

Referenz 

SARS-CoV-2 
E-Gen 

SARS2-E-F ACAGGTACGTTAATAGTTAATAGCGT 1:6.25/16 Corman et 
al., 2020 SARS2-E-R ATATTGCAGCAGTACGCACACA 1:6.25/16 

SARS2-E-Sonde  FAM-ACACTAGCCATCCTTACTGCGCTTCG-
BMNQ530 

1:12.5/8 

SARS-CoV-2 
N-Gen 

SARS2-N-F CACATTGGCACCCGCAATC 1:6.25/16 

SARS2-N-R GAGGAACGAGAAGAGGCTTG 1:6.25/16 

SARS2-N-Sonde FAM-ACTTCCTCAAGGAACAACATTGCCA-
BMNQ530 

1:12.5/ 8 

Pseudomonas 
Φ6 Phage 

Phi6-F  TGGCGGCGGTCAAGAGC 1:10/10 Verreault 
et al., 
2015 

Phi6-R  GGATGATTCTCCAGAAGCTGCTG 1:10/10 

Phi6-Sonde HEX-CGGTCGTCGCAGGTCTGACACTCGC-
BMNQ535 

1:25/4 

GAPDH GAPDH-F  GGACTGAGGCTCCCACCTTT 1:10/10 Payan et 
al., 2007 GAPDH-R GCATGGACTGTGGTCTGCAA 1:10/10 

GAPDH-Sonde 
(für LC2.0) 

Atto490LS-
ATCCAAGACTGGCTCCTCCCTGC-BMNQ620 

1:25/4 

GAPDH-Sonde 
(für ABI7500) 

Cy5-ATCCAAGACTGGCTCCTCCCTGC-BHQ2 1:25/4 

 

2.2.4 RT-PCR-Mastermix und Zugabe der extrahierten Nukleinsäuren 

Von den hergestellten Arbeitsmischungen wurden jeweils 1 μl der E- oder 2 μl der N-Gen-

Primer/Sondenmischung, 1 μl der Φ6-Primer/Sondenmischung sowie 0,5 μl der GAPDH-Pri-

mer/Sondenmischung zu 10 μl Luna Universal Probe One-Step Reaction Mix (2×) mit oder 

ohne 5-Carboxy-Rhodamin-X (ROX) gegeben. Anschließend wurden 1 µl Luna WarmStart® 

RT-Enzymmix (20 ×), 0,5 µl thermolabile Uracil-DNA-Glycosylase (UDG) (alle New England 

Biolabs GmbH, NEB, Frankfurt/Main, Deutschland) und gegebenenfalls 1 µl Wasser bis zu 

einem Gesamtvolumen von 15 μl (für die N-Gen-PCR wurde kein Wasser zugegeben) hinzu-

gefügt und gemeinsam mit 5 μl der extrahierten Nukleinsäuren in eine Glaskapillare oder in 

ein Micro-Amp reaction Tube gefüllt (Tab. 2). Dann wurden die Proben kurz zentrifugiert, 10 

min bei Raumtemperatur inkubiert und in einem Echtzeit-Kapillar-Cycler (LightCycler2.0®, Ro-

che Diagnostics, Mannheim, Deutschland) oder einem 96-Well Echtzeit-Platten-Cycler 

(ABI7500, ThermoFisher Scientific, Waltham, Massachusetts, USA) untersucht. 
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Tab. 2: Zusammensetzung der verwendeten RT-PCR-Mastermixe. Primer- und Sondensequenzen nach Cor-
man et al., 2020. 

N-Gen  E-Gen  E-Gen ohne ROX  

Luna Universal Probe One 
Step RT-qPCR Reaction Mix 

10 µl Luna Universal Probe One 
Step RT-qPCR Reaction Mix 

10 µl Luna Universal Probe One 
Step RT-qPCR Reaction Mix 
ohne ROX 

10 µl 

N-Sarbeco-Primer-Sonde-Mix 2 µl E-Sarbeco-Primer-Sonde-Mix 1 µl E-Sarbeco-Primer-Sonde-Mix 1 µl 

Phage-Primer-Sonde-Mix 1 µl Phage-Primer-Sonde-Mix 1 µl Phage-Primer-Sonde-Mix 1 µl 

GAPDH-Primer-Sonde-Mix 0,5 μl GAPDH-Primer-Sonde-Mix 0,5 μl GAPDH-Primer-Sonde-Mix 0,5 μl 

Luna WarmStart® RT En-
zyme Mix 

1 µl Luna WarmStart® RT Enzyme 
Mix 

1 µl Luna WarmStart® RT Enzyme 
Mix 

1 µl 

Antarctic Thermolabile UDG 0,5 μl Antarctic Thermolabile UDG 0,5 μl Antarctic Thermolabile UDG 0,5 μl 

H2O - H2O 1 µl H2O 1 µl 

RNA 5 μl RNA 5 μl RNA 5 μl 

 

2.2.5 Programmierung der RT-PCR-Geräte 

Die PCR wurde auf einem LightCycler2.0-System gemäß den Herstellerangaben (NEB) durch-

geführt. Auf die reverse Transkription (55 °C, 10 min) folgten ein anfänglicher Denaturierungs-

schritt (95 °C, 1 min) und dann 45 Zyklen aus Denaturierung (95 °C, 10 s) und Verlängerung 

(60 °C, 30 s). Die PCR wurde durch Abkühlen beendet. Vor den Experimenten wurde eine 

Farbkompensationsdatei erstellt. Für die PCR auf einem ABI7500-System wurden die folgen-

den Bedingungen gewählt: 10 min bei 55 °C, danach 1 min bei 95 °C, gefolgt von 45-55 Zyklen 

für 10 s bei 95 °C und 30 s bei 60 °C. Zur Anpassung an den ABI7500 wurde für die GAPDH-

Sonde ein passender Farbstoff verwendet (Tab. 1). 

2.3 Virusantigennachweis 

2.3.1 Antigen-Schnelltest 

Zusätzlich zum Nachweis des Virusgenoms mittels RT-PCR wurde ein Antigen-Schnelltest 

(Standard Q COVID19 Ag von SD Biosensor) an verschiedenen Proben aus der Routinediag-

nostik sowie an Instand-Ringversuchsproben getestet. Das Protokoll folgte den Anweisungen 

des Herstellers. Der Tupfer wurde mit einer Probenmatrix beschickt, in ein Extraktionspuffer-

röhrchen eingeführt und mindestens fünfmal gerührt, während das Pufferröhrchen zusammen-

gedrückt wurde. Anschließend wurde der Tupfer während des Zusammendrückens entfernt, 

so dass möglichst viel Flüssigkeit im Röhrchen verblieb. Drei Tropfen der extrahierten Probe 

wurden auf die Testkammer gegeben. Nach 15 min wurden die Testergebnisse abgelesen und 

fotografisch dokumentiert. 
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Außerdem wurde der Antigenschnelltest NADAL® COVID-19 Ag-Test (nal von Minden GmbH, 

Moers, Deutschland) untersucht. 100 μl der Lösung aus der Patientenprobe in phosphatge-

pufferter Salzlösung wurden entnommen (20 %, 100 μl pro 500 μl) und mit drei Tropfen (ca. 

100 μl) des Probenextraktionspuffers gemischt. Nach 2 min wurden zwei Tropfen (ca. 70 μl) 

auf das Probenfeld der Testkassette gegeben. Die Auswertung erfolgte nach 15 min. Die op-

tische Dichte der Antigenbande konnte automatisch mit dem RSS-Reader (nal von Minden) 

gemessen werden. Ergänzend wurde das Resultat digital aufgenommen und gespeichert. Dar-

über hinaus wurde die Leistungsfähigkeit des Panbio™ COVID-19-Antigen-Schnelltests (Ab-

bott GmbH, Wiesbaden, Deutschland) vergleichend bewertet. Zur Testdurchführung wurden 

100 µl (20 %) einer Patientenprobe in Phosphat-gepufferter Salzlösung mit 200 µl Extraktions-

puffer inkubiert. Fünf Tropfen (ca. 175 μl) wurden auf das Probenfeld überführt. Auch dieser 

Assay wurde nach 15 min bewertet und fotografisch dokumentiert. Beispiele für positive und 

negative Reaktionsausfälle der Tests sind im Anhang zu finden (Abb. A1-A3, siehe Anhang). 

2.3.2 Auswahl definierter Proben zur Testung unterschiedlicher Antigentests 

Für die vergleichende Bewertung der Leistungsfähigkeit der Antigentests der Firma nal von 

Minden und der Firma Abbott wurde eine Probensammlung angelegt, die sowohl in der SARS-

CoV-2-PCR hoch positive (ab einem Ct-Wert 25 und niedriger in der N-Gen-PCR), schwach 

positive (Ct-Werte über 25 bis 39 in der N-Gen- bzw. E-Gen PCR) als auch virusnegative 

Proben einschließt. Die Proben wurden aus der Routinediagnostik des Labors Dr. Krause & 

Kollegen MVZ GmbH sowie aus einer Auswahl von Ringversuchsproben von Instand e.V. 

(Tab. 3) zusammengestellt. 

2.4 Nachweis von SARS-CoV-2-spezifischen Antikörpern im Serum 

2.4.1 Untersuchte SARS-CoV-2-Antikörpertests 

In dieser Studie wurden sieben SARS-CoV-2-IgG-Assays (1, Abbott SARS-CoV-2 IgG, Wies-

baden, Deutschland; 2, DiaSorin Liaison® SARS-CoV-2 S1/2 IgG, Diasorin, Dietzenbach, 

Deutschland; 3, Epitope EDI™ Novel Coronavirus COVID-19 IgG ELISA Kit, Epitope Diagnos-

tics, San Diego, USA; 4, Euroimmun-Anti-SARS-CoV-2-ELISA (IgG), Euroimmun AG, Lübeck, 

Deutschland; 5, Mikrogen recomWell SARS-CoV-2-IgG, Mikrogen GmbH, Neuried, Deutsch-

land; 6, SARS-CoV- 2 ViraChip® IgG-Test, Viramed Biotech AG, Planegg, Deutschland; 7, 

SERION ELISA agiles SARS-CoV-2 IgG, Institut Virion\Serion GmbH, Würzburg, Deutsch-

land) und ein Gesamt-Antikörpertest (Roche Elecsys Anti -SARS-CoV-2, Roche Diagnostics, 

Mannheim, Deutschland) vergleichend untersucht. 

Diese Tests erkennen humane IgG-Antikörper, die gegen das virale N-Protein (N; Abbott, 

Epitope, Mikrogen, Roche), das komplette S-Protein (S; Virion-Serion) oder dessen S1-
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Domäne (Euroimmun) bzw. die S1- und S2-Domäne (DiaSorin) gerichtet sind. Im SARS-CoV-

2 ViraChip® IgG-Testkit wurden durch den Hersteller die Oberflächenantigene S1 und S2 so-

wie das Nukleokapsid-Antigen N als separate Antigene auf eine Nitrocellulose-Membran auf-

gebracht. 

Für die Testung der Seren wurden durchweg die Vorgaben der Hersteller beachtet. Der Assay 

der Firma Abbott wurde auf einem Architect- oder Alinity-Gerät, der Test der Firma DiaSorin 

auf einem Liaison XL, der Assay der Firma Roche auf einem Cobas e 411 und die Tests der 

Firmen Epitope, Euroimmun, Mikrogen, Viramed und Virion-Serion mit dem BEP-2000-System 

durchgeführt (Siemens Healthcare GmbH, Erlangen, Deutschland). Für die Auswertung des 

ViraChip®-Tests stand ein ViraChip®-Lesegerät zur Verfügung, die Auswertung erfolgte über 

die ViraChip®-Software. 

2.4.2 Serumbank von COVID-19-Patienten und präpandemischen Proben 

Insgesamt wurden 37 Serumproben von 26 ambulanten COVID-19-Patienten ausgewählt, die 

im Labor Dr. Krause und Kollegen MVZ für diagnostische Zwecke vorrätig waren. Bei den 

Patienten wurde eine SARS-CoV-2-Infektion durch die bereits beschriebene Triplex-RT-PCR 

entweder auf das E- oder das N-Gen anhand respiratorischer Proben nachgewiesen. Seren 

von Patienten wurden ausgewählt, bei denen das Signal der Atemwegsprobe im Ct-Wert unter 

35 lag (Median 26,8). Die Blutentnahme erfolgte zwischen vier und 60 d nach positivem Test-

ergebnis, der Median lag hier bei 19 d. Anschließend wurde Serum aus den gewonnenen 

Proben hergestellt und bei -20 °C gelagert. Für diese Rekonvaleszenzseren war anzunehmen, 

dass SARS-CoV-2-IgG bzw. Gesamtantikörper nachzuweisen sind, sodass sie sich zur Be-

stimmung der Empfindlichkeit der serologischen Assays eignen (Kellam und Barclay, 2020). 

Zur Bestimmung der Spezifität der Tests wurden 50 archivierte Seren aus dem Sommer 2018 

sowie 50 aus dem Winter 2018/2019 verwendet, in denen SARS-CoV-2-Antikörper nicht zu 

erwarten sind. Damit wurden präpandemische Seren zur Bestimmung der Spezifität genutzt, 

wie schon von Kellam und Barclay (2020) vorgeschlagen. 

2.4.3 Auswertung 

Neben den eindeutig positiven Testergebnissen wurden ebenfalls alle im Grenzbereich ange-

gebenen Ergebnisse als positiv ausgewertet. Mit dem Ziel einer besseren Vergleichbarkeit 

wurden aus den Rohdaten der Experimente gemäß der Entscheidungsgrenzen relative Indizes 

erstellt. Hierzu wurde nach Vorbild von Krüttgen et al. (2020) ein Signal(S)/Cut-Off(CO)-Wert 

bestimmt, der als negativ bewertet wurde, sobald er unter eins lag, und als positiv galt, sofern 

er größer oder gleich eins war (grenzwertige Ergebnisse eingeschlossen). Das Erstellen eines 

solchen Index war bei dem SARS-CoV-2-ViraChip®-IgG-Test nicht möglich. Die Ergebnisse 
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wurden in diesem Fall lediglich qualitativ bewertet und als IgG-positiv bzw. IgG-negativ ver-

merkt. Die Assay-Genauigkeit wurde ermittelt, indem der Anteil der korrekt identifizierten Pro-

ben je Assay relativ zur gewählten Referenzmethode berechnet wurde. 

2.4.4 Bestimmung der IgG-Avidität 

Die Avidität beschreibt die Bindungsstärke zwischen Antikörper und Antigen (Gressner und 

Arndt, 2007). Zur Bestimmung der Avidität der IgG-Antikörper wurden zwei Versionen eines 

IgG-Lineassays (Mikrogen recomLine Coronavirus IgG [Avidität], Prototyp; recomLine SARS-

CoV-2 IgG [Avidität] / RUO, research use only) verwendet. Hierzu wurden die Rekonvales-

zenzseren in An- und Abwesenheit eines von Mikrogen zur Verfügung gestellten Aviditätsrea-

genz getestet. Die erste Version des Tests beinhaltet das N-Protein der saisonalen humanen 

Coronaviren (HCoVs) 229E, HKU1, NL63 und OC43, das N-Protein des ursprünglichen SARS-

CoV von 2002/2003 sowie das N-Protein von SARS-CoV-2 als separate Antigene. Die zweite 

Version wurde durch den Hersteller um das S1-Antigen und die Rezeptorbindungsdomäne 

(RBD) des S-Proteins als Antigene erweitert (Abb. A5, siehe Anhang). Für die Experimente 

wurde das Dynablot Plus-System genutzt und die Streifen wurden dann mit Hilfe des BLOTrix-

Lesegerätes der recomScan-Software (Fa. Mikrogen) automatisch gelesen und bewertet. 

2.4.5 Kinetik der SARS-CoV-2-IgG-Indizes und IgG-Aviditäten 

Da sie Aufschluss über den Krankheitsverlauf bzw. den Schutz vor Neuinfektionen geben 

könnten, wurden 11 der 26 Patientenproben über einen Zeitraum von bis zu 161 d im Verlauf 

untersucht. Hierzu wurden die N- und S-spezifischen Assays ausgewählt, die zuvor jeweils 

entweder bzgl. Empfindlichkeit, Spezifität oder Genauigkeit die zuverlässigsten Ergebnisse 

gezeigt hatten. Diese Seren wurden ebenfalls auf ihre IgG-Avidität hin untersucht, wobei die 

verbesserte zweite Version des Assays verwendet wurde. In diese Untersuchungen wurden 

Follow-up-Proben von vier Routineproben einbezogen, darunter drei Familienmitglieder eines 

COVID-19-Patienten. 
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3. Ergebnisse 

3.1 SARS-CoV-2-Diagnostik durch den Nachweis viraler RNA 

3.1.1 Experimenteller Aufbau 

Der Grad der Ergebnisübereinstimmung der laboreigenen Triplex-Echtzeit-PCRs für den 

Nachweis des viralen E- bzw. N-Gens wurde bestimmt. Zudem wurde der Einfluss der Zugabe 

von 5-Carboxy-Rhodamin-X (ROX) untersucht. Zusätzlich wurde die Nachweisgrenze anhand 

von SARS-CoV-2-tragenden Proben bestimmt, die in virusfreien Proben verdünnt wurden. Da-

für wurde auf definierte Ringversuchsproben von Instand e.V. zurückgegriffen. Zur Etablierung 

einer effizienten und kostengünstigen Diagnostik wurde untersucht, ob auch die Testung ge-

poolter Patientenproben möglich ist. Ebenso wurde untersucht, inwieweit die RT-PCRs auf 

verschiedenen Geräteplattformen wie dem Roche LightCycler2.0 und dem 96-Well-Plat-

tencycler ABI750 von ThermoFisher Scientific durchgeführt werden können und ob die so er-

zielten Ergebnisse vergleichbar sind. 

3.1.2 Nachweis der Spezifität der SARS-CoV-2-Triplex-PCR 

Zum Ausschluss, dass die verwendete Triplex-PCR neben SARS-CoV-2-RNA weitere hCoV 

bzw. andere relevante respiratorische Viren nachweist, wurden Proben aus dem Instand-Ring-

versuchsprogramm eingesetzt. Für keine dieser Proben ergab sich ein positives Testergebnis 

(Tab. 3). 

Tab. 3: Instand-Ringversuchsproben, die zum Test herangezogen wurden, um die Eignung der Protokolle  
nachzuweisen. Weder Kreuzreaktionen zu schon bekannten menschlichen Coronaviren noch zu anderen gängi-
gen Atemwegsviren traten auf (abgeändert nach Strömer et al., 2020b). Die Ringversuchs- und Quantifizierungs-
Proben stammten von Instand e.V. 

Virus Ringversuchs-
probe 

SARS-CoV-2 
Kopien/ml 

Ct-Wert 

E-Gen N-Gen 

Coronaviren 

MERS-CoV 340051/19 0 neg neg 

MERS-CoV 340067/20 0 neg neg 

HCoV 229E 340052/19 0 neg neg 

HCoV 229E 340065/20 0 neg neg 

HCoV 229E 340068/20 0 neg neg 

HCoV NL63 340047/19 0 neg neg 

HCoV NL63 340072/20 0 neg neg 

HCoV OC43 340050/19 0 neg neg 

HCoV OC43 340060/20 0 neg neg 

HCoV OC43 340074/20 0 neg neg 

Coronavirus negativ 340062/20 0 neg neg 

Coronavirus negativ 340070/20 0 neg neg 
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Virus Ringversuchs-
probe 

SARS-CoV-2 
Kopien/ml 

Ct-Wert 

E-Gen N-Gen 

Andere respiratorische Viren und Enteroviren     

Enterovirus (Coxackievirus A21) 372077/19 0 neg neg 

Influenza-A-Virus (A(H1N1)pdm09) 370120/20 0 neg neg 

Influenza-B-Virus (B/Victoria-Linie) 370119/20 0 neg neg 

Metapneumovirus (Typ A) 385047/19 0 neg neg 

Parainfluenzavirus (PIV-2) 388052/20 0 neg neg 

Respiratorisches Synzytial-Virus (RSV A) 359057/19 0 neg neg 

Rhinovirus (HRV A Type 30) 393035/19 0 neg neg 

 

3.1.3 Vergleich der E- und N-Gen-PCR 

Ein Set von für SARS-CoV-2 hoch positiven, niedrig positiven und negativen Proben wurde 

sowohl in der E- als auch in der N-Gen-PCR sowie auf dem LightCycler2.0 und dem ABI7500 

getestet. Die Ergebnisse zeigten eine höhere Empfindlichkeit der E-Gen-PCR. Der durch-

schnittliche Ct-Wert variierte um 4,2 (durchschnittlicher Ct-Wert E-Gen-PCR: 25,8; N-Gen-

PCR: 30,1) auf dem LightCycler und um 1,7 (durchschnittlicher CT-Wert E-Gen-PCR: 26,4; N-

Gen-PCR: 28,1) auf dem ABI7500 (Abb. 9). Zum Nachweis der korrekten Probennahme aus 

dem Respirationstrakt, der Nukleinsäure-Extraktion und der Umschreibung der RNA in cDNA 

sowie deren Amplifikation wurden die Ct-Werte des GAPDH-Nachweises und des Φ6-Phagen 

dokumentiert. In unserer Untersuchung lagen die Ct-Werte des GAPDH Signals im Mittel bei 

32,6, streuten aber zwischen 28 und 43,2. Diese Variabilität spiegelt am Ehesten Unterschiede 

in der Abnahmetechnik wider. Demgegenüber waren die Ct-Werte des Phagensignals sehr 

homogen und lagen alle im Mittel um 26 ± 1,5 (Standardabweichung E-Gen) und ± 0,8 (Stan-

dardabweichung N-Gen) (Abb. 10 A und B). 

 

Abb. 9: Vergleich der E- und N-Gen-basierten Triplex-RT-PCRs. Getestet wurden zehn Proben, von denen fünf 
zuvor in der E-Gen-PCR auf dem LightCycler2.0 einen Ct-Wert zwischen 20 und 30 und fünf einen Ct-Wert über 
30 gezeigt hatten. Zunächst wurde die E-Gen-PCR auch auf einem ABI7500 durchgeführt. Anschließend wurden 
dieselben Proben in einer N-Gen PCR sowohl auf dem LightCycler2.0 als auch auf dem ABI7500 getestet und die 
Ergebnisse einander gegenübergestellt. Die E-Gen-PCR weist die virale RNA circa drei Ct-Werte früher nach als 
die N-Gen-PCR. Außerdem erscheinen die virusspezifischen Signale auf dem ABI7500-System circa einen Ct-Wert 
früher als auf dem LightCycler2.0. 
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Abb. 10: Streuung der Ct-Werte für das Glycerinaldehyd-3-Phosphat-Dehydrogenase-(GAPDH)-Signal und das 
Φ6-Phagen-Signal in der E- und N-Gen-spezifischen Triplex-PCR untersucht anhand von zehn Beispielproben. (A) 
Dargestellt sind die in der Triplex-PCR ermittelten Werte der menschlichen GAPDH, die als Kontrolle für die korrekte 
Probenentnahme diente. (B) Durch die Testung des Φ6-Phagen wurde die erfolgreiche PCR-Durchführung nach-
gewiesen werden. Der Wert liegt bei einem Ct von circa 26. 

3.1.4 Linearität und Nachweisgrenze 

Zur Ermittlung, bis zu welcher Viruskonzentration die im Labor entwickelten Protokolle eine 

SARS-CoV-2-Infektion nachweisen können, wurden mehrere Ringversuchsproben aus dem 

Instand-Ringversuchsprogramm (siehe Tab. 4) herangezogen. Die Proben 340059/20, 

340063/20 und 340064/20 wurden in einer zuvor negativ auf SARS-CoV-2 getesteten Patien-

tenprobe auf eine definierte Anzahl an Viruskopien pro µl eingestellt und jede Verdünnung 

wurde jeweils fünfmal (Probe 340059/20, 340063/20) bzw. sechsmal (Probe 340064/20) auf 

mindestens drei verschiedenen Geräten getestet. 

Bei einer Viruslast von 107 Kopien/ml zeigte sich in der N-Gen-PCR ein Ct-Wert von 27 und in 

der E-Gen-PCR ein Ct von 24, eine Viruslast von 103 Kopien/ml ergab einen Ct-Wert von circa 

37 in der N-Gen-PCR und 35 in der E-Gen-PCR. Je Zehnerpotenz Viruslastabnahme stieg der 

Ct-Wert um durchschnittlich 2,6 Werte in der N-Gen-PCR und um 2,7 in der E-Gen-PCR. Im 

Weiteren wurden die Nukleinsäuren aus diesen Proben auf drei unterschiedlichen LightCyc-

ler2.0-Maschinen sowie mit dem ABI7500-System getestet. Ein Unterschied von circa 2,6 Ct-

Werten zwischen der E- und N-Gen-Triplex-PCR zeigte sich erneut. In Abb. 11 ist die Viruslast 

in Kopien/ml gegen den Ct-Wert aufgezeichnet (A). Die Übereinstimmung der Methoden wurde 

im Bland-Altman-Diagramm graphisch dargestellt (Bland und Altman, 1986) (B). Ein Beispiel 

für einen Kurvenverlauf in der N-Gen-Triplex-RT-PCR ist in Abb. A4 dargestellt (siehe An-

hang). Beide im Labor entwickelten Assays konnten eine SARS-CoV-2-positive Patienten-

probe also zuverlässig nachweisen (Abb. A4, siehe Anhang). 
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Tab. 4: Instand-Ringversuchsproben, die zur Eignungsprüfung der RT-Triplex-PCR genutzt wurden. Ange-
geben sind die eingesetzten Viruskopien/ml (eingestellt anhand der Angaben von Instand e.V.) sowie die erzielten 
Ergebnisse der E- und N-Gen PCR (nach Strömer et al., 2020b). 

Virus Ringversuchsprobe 
(Instand e.V.) 

SARS-CoV-2 
Kopien/ml 

(Instand e.V.) 

                     Ct-Wert 

E-Gen N-Gen 

SARS-CoV-2 340059/20 17.071.604 22,8 25,7 

SARS-CoV-2 340063/20 2.198.982 25,6 28,7 

SARS-CoV-2 340069/20 268.471 28,5 31,8 

SARS-CoV-2 340064/20 220.046 28,8 32,4 

SARS-CoV-2 340061/20 25.978 32,4 36,2 

SARS-CoV-2 340073/20 25.002 32,6 35,7 

SARS-CoV-2 340066/20 2.943 35,6 38,3 

SARS-CoV-2 340071/20 294 38,1 neg 

 

 
Abb. 11: Linearität der E- und N-Gen-PCR. (A) Linearität des SARS-CoV-2-Signals in der E- und der N-Gen 
Triplex-RT-PCR. Zwei Instand-Ringversuchsproben wurden mit Hilfe SARS-CoV-2-negativer Proben auf eine defi-
nierte Konzentration eingestellt. Diese wurden sowohl in der N-Gen- als auch in der E-Gen-PCR getestet. Sechs 
PCRs wurden durchgeführt und daraus die mittleren Ct-Werte sowie die Standardabweichung bestimmt. (B) Bland-
Altman-Diagramm, in dem die Abweichung, errechnet aus der Differenz der Ct-Werte der unterschiedlichen Metho-
den durch den Mittelwert beider Methoden (schwarze Linie), und die 95-prozentige Übereinstimmung (blaue Linien) 
dargestellt sind (nach Strömer et al., 2020b). 

3.1.5 Vergleich der N-Gen-Triplex-RT-PCR zu einer zugelassenen PCR 

Zur besseren Einschätzung der Leistungsfähigkeit der laboreigenen Methode wurde diese mit 

einer In-vitro-Diagnostik-lizenzierten, kommerziellen Methode (RealAccurate® Quadruplex 

SARS-CoV-2 PCR Kit) verglichen. Die Ct-Werte des N-Signals korrelierten in hohem Maße, 

wobei das Fluoreszenzsignal der kommerziellen Methode etwa 2,3 Zyklen vor dem der labor-

eigenen Methode als positiv zu bewerten war. Im Bland-Altman-Diagramm (Bland und Altman, 

1986) zeigte sich das Ausmaß der Übereinstimmung beider Methoden (Abb. 12). 
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Abb. 12: Vergleich der hauseigenen N-Gen-Triplex-PCR mit einer kommerziellen RT-PCR. In Teil A der Abb. 
werden die Ct-Werte von 14 SARS-CoV-2-positiven Proben gegenübergestellt. Diese wurden vergleichend sowohl 
in der laboreigenen N-Gen-Triplex-RT-PCR als auch in einer kommerziellen RT-PCR für den N-Gen-Nachweis 
getestet. Das Bland-Altman-Diagramm in Teil B zeigt die Abweichung der beiden Methoden (schwarze Linie) sowie 
die 95-prozentigen Übereinstimmungsgrenzen (blaue Linien) (nach Strömer et al., 2020b). 

3.1.6 Einfluss des 5-Carboxy-Rhodamin-X auf die Triplex-RT-PCR 

5-Carboxy-Rhodamin-X (ROX) ist ein zur Normalisierung nicht-PCR-bedingter Schwankungen 

des Fluoreszenzsignals verwendeter Farbstoff (SignaGen, 2019). In Anbetracht möglicher Lie-

ferschwierigkeiten der Hersteller von Laborchemikalien wurde ein alternativer PCR-Mastermix 

ohne Zugabe von ROX getestet. Unabhängig von der verwendeten Geräteplattform (LightCyc-

ler2.0 oder ABI7500) zeigte sich eine gute Korrelation der E-Gen-spezifischen Ct-Werte, die 

entweder mit oder ohne Zusatz von ROX im Mastermix ermittelt wurden (Abb. 13). 

 
Abb. 13: Korrelation der E-Gen-spezifischen Ct-Werte von zehn Patientenproben mit und ohne Zugabe von 
5-Carboxy-Rhodamin-X (ROX) im Mastermix. Die Proben wurden vergleichend auf den Geräteplattformen 
LightCycler2.0 und ABI7500 mit und ohne Zusatz von 5-Carboxy-Rhodamin-X (ROX) im Mastermix getestet. 
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3.1.7 Vergleich von individuellen und Pool-Testungen verschiedenen Umfangs 

Pooltestungen können einen Beitrag zur rationellen Diagnostik leisten, wenn in der zu unter-

suchenden Kohorte eine niedrige Virusprävalenz vorliegt (Hanel und Thurner, 2020). Die ge-

wählte Poolgröße hat wahrscheinlich einen Einfluss auf die Sensitivität der PCR. Daher wur-

den die virusspezifischen Ct-Werte dreier verschiedener Poolgrößen (zusammengesetzt aus 

acht, 16 und 30 Proben) mit den Ct-Werten der Einzeltestung dieser Proben verglichen. 

Für die Erstellung eines definierten Achterpools wurden sieben vorab negativ getestete Pati-

entenproben mit einer vorab SARS-CoV-2-positiven Probe vermischt und diese Proben ge-

meinsam analysiert. Der Ct-Wert erhöhte sich im Achterpool im Median von 3,7 (Abb. 14). Des 

Weiteren wurden 16 Proben mit verschiedenen Ct-Werten sowohl in einem 16er- als auch in 

einem 30er-Pool in negativer Probenmatrix getestet (Tab. 5). Hierbei war festzustellen, dass 

in einem Pool aus 16 Proben nur die Hälfte der Proben als viruspositiv erkannt werden konnte. 

Proben mit einem Ct-Wert > 30 in der Individualtestung konnten im Pool nur in zwei von zehn 

Fällen nachgewiesen werden. Proben mit einem Original-Ct < 30 konnten zuverlässig nach-

gewiesen werden. Der mittlere Ct-Wert stieg von 27,5 auf 32,7. Auch von in 30er-Pools getes-

teten Proben konnten solche mit in der Individualtestung Ct < 30 verlässlich nachgewiesen 

werden. Allerdings wurden von den Proben mit einem Ct > 30 nur noch eine von zehn Proben 

als positiv detektiert. Der mittlere Ct stieg hier von 27 auf 34,5 (Abb. 15). Auffällig war eine 

größere Streuung der Ct-Werte mit zunehmender Poolgröße (Abb. 14 und 15). 

Abb. 14: Testung von Proben in Achterpools in der N-Gen-PCR. Die Abb. zeigt die Ct-Werte von 13 sowohl 

singulär als auch in einer Matrix aus sieben anderen, allerdings im Voraus als SARS-CoV-2 negativ getesteten 

Patientenproben. Durch das Poolen steigt der Median der Ct-Werte um 3,7. 
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Tab. 5: Aufstellung der Ct-Werte der 16 einzeln, in 16er- und in 30er-Pools getesteten SARS-CoV-2-Proben. 

Probe Original-Ct Ct 16er-Pool verdünnt in einer Matrix 
aus 15 negativ getesteten Patienten-
proben 

Ct 30er-Pool verdünnt in einer Matrix 
aus 29 negativ getesteten Patienten-
proben 

M073059 22 26,2 26,9 

M074218 24 29,6 30,4 

M074079 25 32,0 30,8 

M070008 28 28,0 29,2 

M070969 29 33,9 44,1 

M074216 29 34,9 44,0 

M063653 31 39,0 neg 

M073055 31 neg neg 

M072071 31 neg neg 

M073748 32 neg neg 

M072650 32 neg neg 

M072549 32 38,0 36,4 

M072013 32 neg neg 

M072555 33 neg neg 

M067727 34 neg neg 

M068836 36 neg neg 

 

 

 
Abb. 15: Vergleich der Ct-Werte von Proben in 16er- und 30er-Pools in der N-Gen-PCR. Dargestellt sind die 
Ct-Werte von 16 sowohl im Einzelverfahren als auch in einem Pool aus 15 bzw. 29 anderen, im Voraus negativ auf 
SARS-CoV-2 getesteten Patientenproben. Im Vergleich zur Individualtestung steigen die Ct-Werte der Proben in 
16er-Pools um circa 5 und in 30er-Pools um 7,5. 

3.1.8 Vergleich verschiedener Methoden der Nukleinsäuren-Extraktion 

Zur Beurteilung, ob die Anwendung unterschiedlicher Methoden zur Extraktion der Nuklein-

säuren einen nennenswerten Unterschied in Bezug auf die Ergebnisse der RT-PCR ausma-

chen kann, wurden Proben sowohl mit dem Qiagen Viral RNA Mini Kit (manuelle Aufberei-

tung), dem MagNA-Pure-Compact-Instrument, als auch im KingFisher-Flex-System (beide 
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letzteren automatisiert) extrahiert und die Ergebnisse über das PCR-Verfahren getestet. Die 

manuelle Extraktion mittels des Qiagen Viral RNA Mini Kit wurde mit dem maschinellen Sys-

tem auf dem MagNA-Pure-Compact-Instrument verglichen, indem dieselbe Probe (Ringver-

suchsprobe 340066, siehe Tab. 4) im Mehrfachansatz sowohl in der E- als auch in der N-Gen-

PCR getestet wurde. Hier zeigte sich eine leichte Überlegenheit der manuellen Extraktion 

(Abb. 16). 

 

Abb. 16: Vergleich der manuellen und maschinellen Extraktion von Nukleinsäuren. Die Ringversuchsprobe 
340066 wurde durch Verdünnung auf 1500 bzw. 750 Kopien/ml eingestellt. Danach erfolgte die manuelle bzw. 
maschinelle Extraktion. Im Anschluss wurden die Proben beider Konzentrationen 14-mal (1500 Kopien/ml) und 
zwölfmal (750 Kopien/ml) auf dem LightCycler2.0 in der E- und N-Gen-PCR getestet. Die E-Gen-PCR war etwas 
sensitiver, die manuelle Extraktion erzielte in dieser Variante der PCR sowohl bei einer Viruslast von 1500 Ko-
pien/ml als auch bei 750 Kopien/ml eine Nachweisrate von 100 %. Die maschinelle Aufbereitung zeigte für 1500 
Kopien/ml eine Nachweisrate von 100 %. Diese fällt bei einer Konzentration von 750 Kopien/ml auf 83 %. Die N-
Gen-PCR zeigte generell eine etwas schlechtere Sensitivität als die E-Gen-PCR. In diesem Versuch wurde mit der 
manuellen Extraktion bei 1500 Kopien/ml noch eine 100-%-ige Nachweisrate erzielt, die Ergebnisse der maschi-
nellen Extraktion fielen jedoch bei dieser Konzentration mit einer Nachweisrate von 43 % recht gering aus. Interes-
santerweise konnte in der N-Gen-PCR mit maschineller Nukleinsäure-Extraktion bei einer Konzentration von 750 
Kopien/ml wieder eine Nachweisrate von 66 % beobachtet werden. In der E-Gen-PCR wurde unter diesen Kondi-
tionen eine Nachweisrate von 50 % beobachtet. 

Zudem wurden zwei automatisierte Extraktionsverfahren verglichen, indem Verdünnungsrei-

hen angefertigt und die Proben in der N-Gen-PCR getestet wurden. Hier zeigte sich, dass 

Proben, die mit dem KingFisher Flex System extrahiert wurden, um etwa 2 Ct-Werte niedrigere 

Viruslasten zeigten als Proben, die mit dem MagNa-Pure-Compact-Gerät bearbeitet wurden 

(Abb. 17). 
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Abb. 17: Vergleich zweier maschineller Extraktionsverfahren. Dargestellt ist die Verdünnungsreihe einer Pati-
entenprobe, die durch Mischung mit negativer Probenmatrix jeweils 1:10, 1:100, 1:1 .000 1:10.000 und 1:100.000 
verdünnt und im Folgenden durch beide Systeme in der N-Gen-PCR getestet wurde. Leicht niedrigere Ct-Werte 
der via KingFisher-Flex-System extrahierten Probensind zu erkennen, was für eine leichte Überlegenheit dieses 
Extraktionsverfahrens gegenüber Extraktionen mit dem MagNa-Pure-Instrument spricht. 

3.1.9 Vergleichende Untersuchung von SARS-CoV-2-Antigen-Schnelltests 

Im Antigen-Schnelltest (Ag-Test) Standard Q COVID19 Ag von SD Biosensor wurden die in 

Tab. 6 aufgeführten, vorab durch PCR charakterisierten Proben getestet. Hier zeigte sich, dass 

der Schnelltest Proben mit einem Ct ≤ 23 als positiv erkennen (8 von 8 getesteten Proben), 

Proben mit einem Ct ≥ 24 (E-Gen-PCR) jedoch nicht mehr zuverlässig nachweisen konnte. 

Nur in zwei Fällen (M035491: CT 31 und M038281: CT 28) erwies sich der Schnelltest als 

positiv. In einem Fall konnte mit diesem Test selbst eine Probe mit einem Ct von 24 (E-Gen) 

nicht nachgewiesen werden. Für Proben mit Ct-Werten ≤ 24 ergab sich eine Sensitivität von 

88,9 %, für Proben mit einem Ct ≤ 31 eine Sensitivität von 83,3 %. 

Außerdem wurde der NADAL® COVID-19 Ag-Test mit 134 Patientenproben durchgeführt. 

Diese wurden vorher durch die N-Gen-Triplex-RT-PCR als positiv (124 Proben Ct 17-37) oder 

negativ (zehn Proben) bestimmt. Proben mit einer hohen Viruslast konnten von dem Test zu-

verlässig erkannt werden. Eine Empfindlichkeit von 100 % wurde bei einem Ct < 25 beobach-

tet. Zu dieser Kategorie gehörten 32 Patientenproben. Die Erkennungsrate des POCT wurde 

mit steigendem Ct-Wert niedriger. Bei einem Ct von 25 erkannte der Schnelltest 14 von 18 

getesteten Proben, die Sensitivität lag also bei 77,8 %. Die Empfindlichkeit für Proben mit 

einem Ct von 29 ergab 41,7 %, von zwölf getesteten Proben wurden fünf als positiv erkannt. 

Keine der 16 Proben mit einem Ct > 30 konnte in diesem Antigen-Schnelltest als positiv er-

kannt werden. Eine Gesamtsensitivität von 73,1 % wurde für Proben mit einem Ct ≤ 30 ermittelt 

(Abb. 18). 

Mittels des Rapid-Slice-Scanners (nal von Minden) konnte die Intensität der Antigen-Test-

bande automatisch bestimmt werden. Dies stellt einen deutlichen Vorteil im Vergleich zu der 
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Auswertung durch Personal dar, da die Maschine nicht zu interpretationsbedingten Fehlern 

neigt. Die Ergebnisse zeigten eine deutliche Abnahme der mittleren Intensitäten im Bereich 

zwischen Ct 17 und 24 (N-Gen-PCR). Im weiteren Verlauf zwischen den Ct-Werten 25 bis 30 

bildete sich ein niedriges Plateau, da die Intensitäten einen gleichbleibenden Wert erreichten. 

Über Ct 30 erreichten die Intensitäten die Nulllinie (Abb. 19). Zur Beurteilung der Spezifität 

wurden zehn SARS-CoV-2-PCR-negative Proben getestet. Diese zeigten alle ein negatives 

Ergebnis. Auf detaillierte Untersuchungen der Spezifität wurde in dieser Studie verzichtet, da 

diese seitens des Herstellers zur Verfügung standen. 

Zum Vergleich wurde auch der Panbio™ COVID-19 Antigen-Schnelltest (Abbott GmbH, 

Wiesbaden, Deutschland) untersucht. Insgesamt wurden 21 Proben mit einem Ct von 19 bis 

32 (N-Gen) bewertet, die zuvor schon mit dem NADAL® COVID-19 Ag-Test getestet worden 

waren. Qualitativ vergleichbare Ergebnisse wurden erzielt (Abb. 20, Tab. 7). In Tab. 8 ist die 

Leistungsfähigkeit aller getesteten POCTs in Zusammenhang mit der Viruslast der Proben 

dargestellt. 

Tab. 6: Die im SD Biosensor Ag-Test untersuchten Patientenproben sind inklusive der mit E-Gen-PCR er-
mittelten Ct-Werte dargestellt. 

Probe Ct PCR Ergebnis Schnelltest 

M023963 18 E-Gen positiv 

M023963 1:10 20 E-Gen schwach positiv 

M024305 20 E-Gen positiv 

M024797 21 E-Gen positiv 

M023963 1:100 22 E-Gen schwach positiv 

M023981 22 E-Gen positiv 

M024379 23 E-Gen positiv 

M029484 23 E-Gen schwach positiv 

M023957 24 E-Gen negativ 

M031218 28 E-Gen positiv 

M037212 30 E-Gen negativ 

M035491 31 E-Gen positiv 

M035173 32 E-Gen negativ 

M037232 32 E-Gen negativ 

M025745 33 E-Gen negativ 

M036662 35 E-Gen negativ 

M035503 36 E-Gen negativ 

M036282 37 E-Gen negativ 

M038648 37 E-Gen negativ 

M025533 Neg E-Gen negativ 

PCR pos. neg.  PCR ≤ 24 pos. neg.  PCR ≤ 31 pos. neg. 

pos. 10 0  pos. 8 0  pos. 10 0 

neg. 9 1  neg. 1 0  neg. 2 0 
 

19 1   9 0   12 0 
 

Sensitivität 52,6 %   Sensitivität 88,9 %   Sensitivität 83,3 % 
 

Spezifität 100,0 %   Spezifität 100,0 %   Spezifität 100,0 % 

 



Ergebnisse 

40 

 

Ct (N-Gen) 17 19 20 21 22 23 24 25 26 27 28 29 30 31 32 33 34 35 37 ∑ 

N 3 5 2 3 6 5 8 18 11 14 15 12 6 4 4 2 3 2 1 124 

Ag pos 3 5 2 3 6 5 8 14 8 10 7 5 3 0 0 0 0 0 0 79 

Abb. 18: Nachweisrate des NADAL® COVID-19 Ag-Tests (nal von Minden). Ergebnisse angegeben in Prozent 
in Abhängigkeit vom Ct-Wert der untersuchten Probe, der vorher durch eine N-Gen-Triplex-RT-PCR bestimmt wor-
den war. Der Tab. sind die zugrundeliegenden Daten zu entnehmen (nach Strömer et al ., 2020b). 

Abb. 19: Ergebnisse der automatischen Bestimmung der Intensität der Antigen-Banden im NADAL® COVID-
19 Ag-Test (nal von Minden). Die Ergebnisse wurden anhand der N-Gen-basierten Ct-Werte analysiert. Im Dia-
gramm sind mittlere Intensitäten sowie die Standardabweichungen zu erkennen. Die Proben entsprechen denjeni-
gen aus Abb. 18 (nach Strömer et al., 2020b). 
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Ct (N-Gen) 19 22 23 24 25 26 27 28 30 31 32 ∑ 

N 1 2 1 3 3 4 2 2 1 1 1 21 

Ag pos (nal von Minden) 1 2 1 3 3 3 1 0 1 0 0 15 
Ag pos (Abbott) 1 2 1 2 2 3 1 0 0 0 0 12 

Abb. 20: Vergleichende Testung von 21 Proben im NADAL® COVID-19 Ag-Test (nal von Minden) und im 
Panbio™ COVID-19 Antigen-Schnelltest (Abbott). Die zugrundeliegenden Rohdaten sind in der Tab. aufgeführt 
(nach Strömer et al., 2020b). 

Tab. 7: Zusammenfassung des direkten Vergleichs zweier Antigen-Schnelltests (nach Strömer et al., 2020b). 
Die Gleichwertigkeit der beiden Tests wurde statistisch mit Hilfe des zweiseitigen Fischer-Tests gezeigt, der P-Wert 
betrug 0,5204 (bestimmt auf https://www.graphpad.com/quickcalcs/contingency1/, zuletzt aufgerufen am 
19.11.2020). 
 

nal von Minden (NADAL® COVID-19 Ag Test) 

pos neg n 

Abbott (Panbio™ COVID-19 Antigen rapid 
test) 

pos 12 0 12 

neg 3 6 9 
 

n 15 6 21 

Tab. 8: Getestete POCTs mit ihren Ergebnissen in Zusammenhang mit den zugehörigen Viruslasten in 
Bezug zu einem Standard (Instand e.V.). 

Test PCR Ct Viruslast in Ko-
pien/ml 
(näherungsweise) 

Ergebnis  Bilanz 

NADAL® COVID-19 Ag-Test N-Gen 19 1010,2 positiv 1von1 

N-Gen 22 109 positiv 2von2 

N-Gen 23 108,6 positiv 1von1 

N-Gen 24 108,2 positiv 3von3 

N-Gen 25 107,8 positiv 3von3 

N-Gen 26 107,4 positiv 3von4 

N-Gen 27 107 positiv 1von2 

N-Gen 28 106,6 negativ 0von2 

N-Gen 30 105,8 positiv 1von1 

N-Gen 31 105,4 negativ 0von1 

N-Gen 32 105 negativ 0von1 

      

      

      

      

0

10

20

30

40

50

60

70

80

90

100

19 20 21 22 23 24 25 26 27 28 29 30 31 32

E
rk

e
n

n
u

n
g

s
ra

te
 (
%

)

Ct (N-Gen-Triplex-RT-PCR)

Nal von Minden Abbott



Ergebnisse 

42 

Test PCR Ct Viruslast in Ko-
pien/ml 
(näherungsweise) 

Ergebnis  Bilanz 

      

Panbio™ COVID-19 Antigen-Schnell-
test 

N-Gen 19 1010,2 positiv 1von1 

N-Gen 22 109 positiv 2von2 

N-Gen 23 108,6 positiv 1von1 

N-Gen 24 108,2 negativ 2von3 

N-Gen 25 107,8 positiv 2von3 

N-Gen 26 107,4 negativ 3von4 

N-Gen 27 107 positiv 1von2 

N-Gen 28 106,6 negativ 0von2 

N-Gen 30 105,8 negativ 0von1 

N-Gen 31 105,4 negativ 0von1 

N-Gen 32 105 negativ 0von1 

Standard Q COVID19 Ag E-Gen 18 109,3 positiv 1von1 

E-Gen 20 108,9 positiv 2von2 

E-Gen 21 108,5 positiv 1von1 

E-Gen 22 108,1 positiv 2von2 

E-Gen 23 107,7 positiv 2von2 

E-Gen 24 107,3 negativ 0von1 

E-Gen 28 105,7 positiv 1von1 

E-Gen 30 104,9 negativ 0von1 

E-Gen 31 104,6 positiv 1von1 

E-Gen 32 104,2 negativ 0von2 

E-Gen 33 103,8 negativ 0von1 

E-Gen 35 103 negativ 0von1 

E-Gen 36 102,6 negativ 0von1 

E-Gen 37 102,4 negativ 0von2 

E-Gen neg   negativ   

 

3.2 Validierung von Verfahren zum indirekten Virusnachweis 

3.2.1 Sensitivität von acht SARS-CoV-2-IgG- bzw. Gesamtantikörpertests 

Die Sensitivität eines Tests beschreibt die Wahrscheinlichkeit, mit der kranke Individuen einer 

Gruppe durch den Test erfolgreich als krank identifiziert werden können (Eusebi 2013). Für 

die vergleichende Untersuchung der Antikörpertests wurden 37 Seren herangezogen. Sie 

stammen von 26 COVID-19-Patienten, die eine positive N-Gen-Triplex-RT-PCR aus respira-

torischem Material aufwiesen. Bei Probe Nr. 1, Nr. 7 und Nr. 9 zeigte sich in allen Assays ein 

negatives Ergebnis. Die Blutentnahme bei diesen Patienten erfolgte 9 d vor bis 4 d nach der 

PCR. Da bei all diesen Proben im Verlauf eine Serokonversion zu beobachten war, wurden 

sie nicht in die Berechnung der Empfindlichkeit einbezogen. 33 der restlichen 34 Proben zeig-

ten sich in mindestens einem der Assays reaktiv, lediglich die Probe Nr. 20, die 10 d nach der 

positiven PCR entnommen wurde, konnte von keinem der Assays als positiv erkannt werden. 

Die Ig-recomLine-Assays wiesen eine Sensitivität von 92,3 % auf, da 24 der 26 Seren positiv 
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getestet wurden. Die Testergebnisse der ersten und der verbesserten zweiten Version dieses 

Immunblots unterschieden sich bei drei Proben (Abb. 21). 

 

Patient 1 1 1 1 1 1 2 2 3 3 4 5 6 7 8 9 9 10 11 

Probe 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 17 18 19 

d nach PCR 4 6 8 11 15 26 -9 19 0 29 16 15 3 24 24 10 16 13 19 

VM n p p p p p n p n p p n p p p p p p p 

blot V1 nd p nd p nd p nd p nd p n p p p p p p p p 

blot V2  n n p p p p n p n p p p p p p p p p p 

                    

Patient 12 13 14 15 16 17 18 18 19 19 20 21 22 22 23 24 25 26  

Probe 20 21 22 23 24 25 26 27 28 29 30 31 32 33 34 35 36 37  

d nach PCR 10 14 22 31 16 38 26 46 27 47 31 19 43 60 12 20 17 35  

VM n p p p p p p p p p p P n n p p p p  

blot V1 nd p p p p p p p p p p P nd n n p p p  

blot V2  n p p p p p p p p p p P n n p p p p  

Abb. 21: Ergebnisse der IgG- oder Gesamtantikörpertests für 37 Individualseren, die von 26 Patienten stam-
men. Der Probenmesswert wurde durch den vom Hersteller vorgegebenen Cut-Off dividiert. Grenzwertige Ergeb-
nisse wurden generell als positiv bewertet. Ein Sample/Cut-Off-Index > 1 ist als antikörperpositiv anzusehen. Den 
Tab.n können die Anzahl der Tage nach der PCR, die Ergebnisse des ViraChip® IgG-Test (Viramed; VM) sowie die 
Resultate der recomLine-ImmunoBlots (Blot v1 und v2) entnommen werden. P steht hier für positiv, n für negativ 
und nd für nicht durchgeführt (nach Strömer et al., 2020a). 
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3.2.2 Nachweis der Spezifität der untersuchten Antikörper-Tests 

Die Spezifität beschreibt die Anzahl der durch einen Test erfolgreich als nicht erkrankt erkann-

ten gesunden Testpersonen (Eusebi, 2013). Einhundert Seren, die vor Ausbruch der Pande-

mie archiviert wurden und daher keine SARS-CoV-2-Antikörper beinhalten sollten, wurden zur 

Bestimmung der Spezifität der untersuchten Assays verwendet. Zehn Seren wurden von min-

destens einem Antikörper-Test als reaktiv bewertet (Tab. 9). Probe 7 wurde sowohl im Test 

der Firma Mikrogen mit einem S/CO von 1,33 und der Firma Roche mit einem S/CO von 3,46 

als auch im Assay der Firma Viramed mit einem Ergebnis von 125 ViraChip®-Einheiten als 

positiv bewertet. Außerdem zeigte sich diese Probe auch in der ersten Version des Immunblots 

reaktiv, in der zweiten, verbesserten Version allerdings nicht mehr (Tab. 9). 

Tab. 9: Ergebnisse der Testung 100 archivierter Seren aus dem Sommer 2018 und Winter 2018/2019, in 
denen keine SARS-CoV-2-Antikörper enthalten sein sollten, von denen zehn jedoch in einem oder mehreren As-
says Reaktivität zeigten. Auch in diesem Versuch wird ein S/CO-Wert von ≥ 1 als positiv gewertet. 

Patienten-Nr. Euroimmun Epitope Mikrogen Abbott Diasorin 
 

S/CO <0,8/>1,0 Extinkt. 0,358 U/ml (<=20/>24) Index (<1,4) AU/ml (<12/>15) 
 

x1,25 x2.79 x0.05 /1.4 /12 
 

S/CO = 1,0 S/CO = 1,0 S/CO = 1,0 S/CO = 1,0 S/CO = 1,0 

1 0,20 0,47 0,25 0,02 1,02 

2 0,85 0,72 1,54 0,04 0,32 

3 0,20 0,20 0,09 0,01 1,01 

4 0,25 0,53 0,35 1,64 0,32 

5 1,11 0,28 0,61 0,05 0,83 

6 0,28 0,22 0,09 0,05 1,59 

7 0,23 0,47 1,33 0,02 0,32 

8 1,36 0,28 0,19 0,04 0,48 

9 0,63 0,47 0,12 0,01 2,26 

10 1,01 0,20 0,14 0,01 0,41 

 

Patienten-Nr. Roche Viramed Virion Serion Mikrogen Blot Mikrogen Blot 
 

COI<1/>=1 
 

  V1 recom line V2 recom Line 
 

S/CO = 1,0   Wert/10 
  

1 0,08 negativ 0,30 negativ negativ 

2 0,17 negativ 0,30 negativ negativ 

3 0,06 negativ 0,30 negativ negativ 

4 0,07 negativ 0,30 negativ negativ 

5 0,07 negativ 0,30 negativ negativ 

6 0,06 negativ 0,30 negativ negativ 

7 3,46 positiv 0,30 positiv negativ 

8 0,07 negativ 0,30 negativ negativ 

9 0,06 negativ 0,30 negativ negativ 

10 0,07 negativ 0,30 negativ negativ 
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3.2.3 Diagnostische Qualität der untersuchten Antikörper-Tests 

Die diagnostische Genauigkeit lässt sich berechnen, indem alle korrekt als positiv erkannten 

Proben mit allen korrekt als negativ erkannten Proben addiert werden und deren Summe an-

schließend durch die Gesamtheit aller getesteten Proben geteilt wird (Eusebi, 2013). In unse-

rer Studie ergeben sich Genauigkeiten von 93,7 % (DiaSorin und Euroimmun) bis 99,2 % für 

VirionSerion (Tab. 10). 

Tab. 10: Auflistung der Sensitivitäten, Spezifitäten und Genauigkeiten der acht getesteten Antikörpertests 
auf SARS-CoV-2-IgG- oder Gesamtantikörper. Die höchsten Werte sind grün, die niedrigsten Werte rot darge-
stellt (abgeändert nach Strömer et al., 2020a). 

Referenztest Sensitivität (%) Spezifität (%) Genauigkeit (%) 
 

N-Gen-PCR 

Test / n 26 100 126 

Abbott 96,2 99,0 98,4 

Diasorin 84,6 96,0 93,7 

Epitope 80,8 100,0 96,0 

Euroimmun 80,8 97,0 93,7 

Mikrogen 88,5 98,0 96,0 

Roche 88,5 99,0 96,8 

Viramed 88,5 99,0 96,8 

Virion-Serion 96,2 100,0 99,2 

 

3.2.4 Nachweis der Eignung der Verfahren für die Routinetestung 

Des Weiteren wurden zwölf Routineproben von an ihrem SARS-CoV-2-Antikörperstatus inte-

ressierten Patienten in allen acht Tests nachgetestet. Unter diesen befanden sich ebenfalls 

drei Proben von Familienmitgliedern (Nr. 4 bis Nr. 6) eines bestätigten COVID-19-Falls (Nr.14, 

Abb. 21). Sechs dieser Proben, darunter auch die Seren der drei Familienmitglieder, zeigten 

sich in der Mehrheit der Tests als reaktiv. Bei den Proben 2, 7 und 10 ließ sich eine isolierte 

Reaktivität in einzelnen Tests feststellen, wobei Serum 1 und 10 im Test der Firma DiaSorin 

und Serum 7 im Test der Firma Euroimmun als positiv bewertet wurden. 

Im ViraChip®-Assay wurden fünf der sechs in der Mehrheit der IgG- bzw. Gesamtantikörper-

tests als positiv identifizierten Patientenproben positiv bestätigt. Lediglich Probe 8 konnte 

durch diesen Test nicht als reaktiv bewertet werden. Neun der zwölf Proben wurden durch die 

erste Version, alle zwölf durch die zweite Version des Immunblots getestet, auch hier bestä-

tigten sich die vorausgehenden Ergebnisse. Die achte Probe konnte in der ersten Version zwar 

nicht als positiv bestätigt werden, dafür allerdings in der zweiten, verbesserten Version (Abb. 

22). 
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Probe 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 

VM n n n p p p n n p n p n 

blot V1 nd n nd p p p n n p n p nd 

blot V2 n n n p p p n p p n p n 

Abb. 22: Ergebnisse der Testung von zwölf Routineproben in allen acht SARS-CoV-2-IgG- bzw. Gesamtan-
tikörpertests. Ein S/CO-Wert größer gleich eins wurde als positiv festgelegt. In der Tab. unterhalb sind die Ergeb-
nisse des ViraChip® IgG-Tests und der recomLine-Immunoblots dargestellt. N steht für negativ, p für positiv und nd 
für nicht durchgeführt. Die positiven Ergebnisse sind rot gekennzeichnet (abgeändert nach Strömer et al., 2020a). 

3.2.5 Kinetik der SARS-CoV-2-IgG-Antikörper im Zeitverlauf 

Da in den zuvor getesteten Assays der auf dem N-Protein-basierende Test der Firma Abbot 

und der auf dem S-Protein als Antigen beruhende Test der Firma Virion-Serion die höchste 

Sensitivität und eine sehr hohe Spezifität zeigten (Tab. 9), wurden beide Tests zur Untersu-

chung der Kinetik der SARS-CoV-2-spezifischen IgG verwendet. Von insgesamt 16 Patienten 

wurde hierzu zu unterschiedlichen Zeitpunkten Blut entnommen und im Verlauf getestet. Elf 

dieser Patienten hatten eine COVID-19-Erkrankung, vier waren Familienmitglieder des CO-

VID-19-Patienten Nr. 14 und die Routineprobe Nr. 8 wurde ebenfalls in die Untersuchung ein-

bezogen. Die Entnahme der letzten Probe lag in einem Bereich zwischen 80 und 161 d, der 

Median betrug 148 d nach der PCR. In der Beurteilung auf die Entwicklung der N-spezifischen 

IgG-Antikörper, die durch den Assay der Firma Abbott untersucht wurde, entstanden zwei un-

terschiedliche Gruppen von Testpersonen. Die erste Gruppe zeigte im Verlauf einen recht 

stabilen IgG-Spiegel. Sie bestand aus sechs der 16 getesteten Proben. In der zweiten Gruppe 

zeigte sich eine deutliche Abnahme der IgG-Antikörper (Abb. 23 A). 

Die durch den Test der Firma Virion-Serion analysierte S-Protein-spezifische IgG-Reaktion 

wurde bei nahezu allen Testpersonen nachgewiesen und zeigte sich bei zehn Proben (91,0 

%) stabil. Lediglich das Serum des COVID-19-Patienten Nr. 22 wies einen IgG-Verlust auf 
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(Abb. 23 B). Drei von 16 Patienten (ca. 19 %) entwickelten in einem Zeitraum von 65 bis 130 

d nach der Infektion virusspezifisches IgG mit hoher Antigenbindungsstärke (Avidität) (Abb. 

A5, siehe Anhang). 

 

 

Abb. 23: Zeitverläufe von SARS-CoV-2-IgG bei elf COVID-19-Patienten sowie fünf Routinepatienten (mit R 
gekennzeichnet), zu denen vier Proben der Familienmitglieder eines bestätigten COVID-19-Patienten gehören. Ein 
S/CO-Wert >1 wird als IgG-positiv angesehen. Teil A der Abb. zeigt die Ergebnisse des auf dem N-Protein als 
Antigen basierenden Assays der Firma Abbott, in Teil B sind die Resultate des S-Protein-spezifischen Virion-Se-
rion-Tests dargestellt (nach Strömer et al., 2020a). 
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4. Diskussion 

4.1 SARS-CoV-2-Diagnostik durch PCR-Nachweis der viralen RNA 

Zum Nachweis von SARS-CoV-2 wurden seit Beginn der Pandemie mehrere Protokolle für 

Echtzeit-RT-PCRs veröffentlicht (Jayamohan et al., 2021). Für die vorgelegte Arbeit wurden 

die von der Arbeitsgruppe Prof. Drosten/Dr. Corman im Januar 2020 veröffentlichten Primer- 

und Sondensequenzen zum Nachweis des E- bzw. N-Gens von SARS-CoV-2 (Corman et al., 

2020) genutzt. Zusätzlich wurden diese um ein Primerpaar sowie Sonden für den Nachweis 

des menschlichen GAPDH-Gens (Verreault et al., 2015) ergänzt, sodass eine korrekte Pro-

benentnahme demonstriert werden konnte. Ein weiteres Primerpaar und Sonden (Payan et 

al., 2007) dienten dem RNA-Nachweis des behüllten RNA-Phagen Φ6, der zu den Patienten-

proben gegeben wurde. Dadurch konnte sowohl die erfolgreiche Nukleinsäure-Extraktion als 

auch die reverse Transkription der RNA in cDNA und deren anschließende RCR-Amplifikation 

überprüft werden. Beide Triplex-Protokolle (E-Gen/GAPDH/Phi6 bzw. N-Gen/GAPDH/ Phi6) 

wurden vergleichend untersucht. Dabei zeigte sich, dass sie in der Lage sind, eine SARS-

CoV-2-Infektion sicher und spezifisch nachzuweisen. Die E-Gen-Triplex-PCR zeigt etwas bes-

sere Resultate, der Ct-Wert liegt im Mittel circa 2,6 unter dem der N-Gen-PCR. 

Innerhalb einer PCR können mehrere SARS-CoV-2-Gene gleichzeitig nachgewiesen werden. 

Diese sogenannten dual- oder triple-target-Strategien könnten die Qualität der Ergebnisse be-

einflussen (Colton et al., 2021). Allerdings wurde berichtet, dass die Leistung unterschiedlicher 

Kits nicht unbedingt mit der Anzahl der Targets korreliert (Hu et al., 2020). Daher kann eine 

Monotarget-Strategie mit der E-Gen-PCR verbunden mit dem Nachweis von GAPDH und dem 

Phagen Φ6 zur Sicherung der Prozessqualität ebenfalls in der Routinediagnostik genutzt wer-

den, zumal die E-Gen-Region ausreichend konserviert ist (Okamaoto et al., 2020). Die Primer- 

und Sondensequenzen sollten jedoch regelmäßig überprüft und gegebenenfalls aktualisiert 

werden. Dies kann unter anderem durch die externe Qualitätssicherung gewährleistet werden, 

die im Rahmen von Ringversuchen regelmäßig erfolgt. 

Die minimale Viruslast, die für den Virusnachweis in den PCRs ausreicht, schwankt zwischen 

200 und 1000 Kopien/ml (E-Gen-PCR) und 2000 und 10.000 Kopien/ml (N-Gen-PCR). Gesi-

chert positive Ergebnisse können bei einer Viruslast von 2000 Kopien/ml für die E-Gen-PCR 

und 22.000 Kopien/ml für die N-Gen-PCR erwartet werden. Dies zeigt, dass die Echtzeit-RT-

PCR das Genom des SARS-CoV-2-Virus auch bei geringer Viruskonzentration in der Patien-

tenprobe nachweisen kann. 
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Betrachtet man die Infektiosität immungesunder COVID-19-Patienten im Zeitverlauf, so wird 

zu Beginn der Symptomatik eine sehr hohe Viruslast gemessen. Am 21. d fällt diese unter die 

Nachweisgrenze. Der Höhepunkt der Infektiosität zeigt sich um den Zeitpunkt des Symptom-

beginns herum, danach nimmt die Infektiosität innerhalb von 7 d rasch ab (He et al., 2020). In 

einer Studie wurde die höchste Viruslast mit 108 Kopien/ml circa 4,3 d nach Beginn der Virus-

ausscheidung geschätzt (Jones et al., 2021). Neben der Bestimmung der Viruslast kann über 

die erfolgreiche Anzucht des Virus in Zellkulturen die Infektiosität abgeschätzt werden. Die 

mittlere Kulturisolations-Wahrscheinlichkeit sinkt 5 d nach Messung der höchsten Viruskon-

zentration deutlich (Jones et al., 2021). 

Im Vergleich zu einem kommerziellen PCR-Kit, das auf den Nachweis des viralen N-Gens 

abzielt, schnitt die im Labor entwickelte N-Gen-PCR gut ab. Der Unterschied in der Leistungs-

fähigkeit zwischen beiden Methoden war zu vernachlässigen. Der besondere Vorteil der im 

Labor entwickelten PCR ist die Verwendung der thermolabilen UDG in dem Präamplifikations-

schritt, wodurch amplifikationsbedingte Kontaminationen vermieden werden und der Entste-

hung falsch-positiver PCR-Ergebnisse vorgebeugt werden kann, die durch Verschleppungen 

von Amplifikationsprodukten vorausgegangener Experimente verursacht wird (Kwok und 

Higuchi, 1989; Longo et al., 1990). Das eingesetzte Enzym UDG entfernt Uracil, einen RNA-

Baustein, der statt Thymidin in den Nukleotidmix der PCR gegeben wird, aus PCR-Amplifika-

ten. Daher entstehen freies Uracil und apyrimidische Stellen in der DNA (Schormann et al., 

2014; Dianov und Lindahl, 1994). Ab 55 °C wird die thermolabile UDG allerdings vollständig 

inaktiviert, sodass die Reverse Transkriptase in ihrer Funktion nicht beeinträchtigt wird (Bei et 

al., 2021). Ein robustes PCR-Protokoll, das wenig anfällig für Kontaminationen ist, eignet sich 

besonders gut für den Hochdurchsatz im Routinelabor. 

Diagnostische Labors spielen gerade zu Beginn von Pandemien durch die Entwicklung und 

Anwendung molekularer Diagnosetechniken eine tragende Rolle im Hinblick auf den schnellen 

und sicheren Nachweis neu aufgetretener Mikroorgansimen (Younes et al., 2020; Song et al., 

2019; Parreira, 2018). Das Know-How zur eigenen Testentwicklung in den Routinelabors zu 

erhalten ist wesentlich, damit auf das Auftreten neuartiger Erreger rasch reagiert werden kann. 

Die vermehrte bis ausschließliche Anwendung kommerzieller In-Vitro-Diagnostika in medizini-

schen Laboren, wie vom Gesetzgeber gefordert (Europäisches Parlament und Rat der EU, 

2017), könnte zu einem Verlust derartiger Expertise führen, sodass zu befürchten ist, dass 

zukünftigen Pandemien schlechter begegnet werden kann. 

Gegebenenfalls könnte durch weitere Anpassungen, zum Beispiel durch Variationen des PCR-

Temperaturprofils oder der Primer-Sonden-Konzentrationen, die N-Gen-PCR an die Leis-

tungsfähigkeit der E-Gen-basierten Triplex-PCR weiter angenähert werden. Minimale 



Diskussion 

50 

Unterschiede in der Leistungsfähigkeit verschiedener SARS-CoV-2-RT-RCRs sind auch von 

anderen Autoren beschrieben worden (Jayamohan et al., 2021; Tahamtan und Ardebili, 2020; 

Corman et al., 2012b), spielen aber für die Diagnostik symptomatischer Patienten mit hohen 

und mittleren Viruslasten keine Rolle. 

Relativ früh im Verlauf der Pandemie wurde über Lieferengpässe berichtet, welche die SARS-

CoV-2-Diagnostik und somit einen wichtigen Grundpfeiler in der Pandemiebekämpfung ge-

fährdeten (Benham et al., 2020; Hagen, 2020; Sarata und Siddalingaiah, 2021). Im Hinblick 

hierauf bietet das In-house-Verfahren eine sehr hohe Flexibilität, da beispielsweise nachge-

wiesene Zielregionen im viralen Genom, Aufarbeitungsmethoden, die verwendete PCR-Platt-

form und PCR-Zusätze variabel an die vorhandenen Möglichkeiten angepasst und somit 

Schwierigkeiten in der Beschaffung umgangen werden können. 

Rhodamine gehören zu den lumineszierenden Verbindungen (Valeur und Berberan-Santos, 

2012). Rhodamin-Farbstoffe zeichnen sich durch günstige photochemische und photophysi-

kalische Eigenschaften aus (He et al., 2003; Georgi et al., 1990). Sie eignen sich unter ande-

rem zur Fluoreszenzmarkierung und Einzelmoleküldetektion (Uddin und Marnett, 2008; 

Johnson et al., 1980; Belmont et al., 1990). ROX ist ein passiver Fluoreszenzfarbstoff, der in 

der PCR zur Signalnormalisierung verwendet wird (SignaGen, 2019). Unterschiede im Fluo-

reszenzsignal, die zum Beispiel durch variierende Volumina in den einzelnen Wells der Platte 

aufgrund von Pippetierfehlern entstehen und das Ergebnis der PCR verfälschen können, wer-

den durch Zugabe dieser Substanz ausgeglichen (SignaGen, 2019). Die Ergebnisse, die durch 

Verwendung eines Mastermixes mit bzw. ohne ROX erzielt wurden, stimmten weitgehend 

überein. Im Falle eines Liefermangels könnte die PCR ohne ROX zuverlässig durchgeführt 

werden. 

Niedrige SARS-CoV-2-Prävalenzen vorausgesetzt, kann das Testen gepoolter Proben die Ab-

läufe der Routinediagnostik verbessern, da durch diese Technik Zeit, Reagenzien und Ver-

brauchsmaterial gespart werden können. Die Differenz des Ct-Werts von 3,73 in einem Pool 

von acht Patientenproben würde ein positives Ergebnis von Proben mit einem einzelnen Ct-

Wert um 36 ermöglichen. Das entspricht einer Viruslast von ungefähr 550 Kopien/ml (E-Gen) 

bzw. 5500 Kopien/ml (N-Gen). Pools aus 16 oder 30 Proben jedoch eignen sich nicht mehr 

bedenkenlos zur Routinetestung, da der Nachweis hier bereits ab einem Ct-Wert von 30 unsi-

cher wird. Somit würden Proben mit einer Viruslast von circa 100.000 Kopien/ml (E-Gen) bzw. 

1.000.000 Kopien/ml (N-Gen) nicht erfasst werden. Da sich große Anteile der getesteten Per-

sonen als SARS-CoV-2-negativ erweisen, können Pooltestungen ein probates Mittel sein, die 

diagnostischen Kapazitäten zu erweitern (Costa et al., 2021). Bei einer COVID-19-Prävalenz 
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von 10 % könnten laut einer Studie durch das Testen von Proben in 4er-Pools bis zu 42 % der 

Reagenzien eingespart werden (Aragón-Caqueo et al., 2020). 

Zudem können durch diese Art der Testung die Kosten reduziert und auch den Bevölkerungs-

gruppen mit niedrigem Einkommen, die ansonsten Schwierigkeiten hätten, eine Testung zu 

finanzieren, Untersuchungsmöglichkeiten eröffnet werden (Hengel et al., 2021; Peeling et al., 

2020). Gerade im Bereich der Kinderbetreuung konnten sich im Laufe der Pandemie soge-

nannte „Lolli-Tests“ etablieren. Hier lutschten die Kinder für 30 s an einem Tupfer, als wäre 

dieser ein „Lolli“. Diese Tupfer wurden in einem einzelnen Röhrchen gesammelt und gemein-

sam mittels PCR getestet. Ein weiterer „Lolli“-Test, der im Falle eines positiven Pools neu 

durchgeführt und einzeln ausgewertet werden konnte, wurde dem Kind mit nach Hause gege-

ben (Robert-Koch-Institut, 2021). Die Grundlage dieser Teststrategie setzt voraus, dass 

SARS-CoV-2 auch im Speichel nachgewiesen werden kann (Wyllie et al., 2020). 

Der Einfluss verschiedener Methoden der Nukleinsäure-Extraktion auf das Ergebnis der 

SARS-CoV-2-PCR wurde beispielhaft durch den Vergleich der manuellen Extraktion mithilfe 

des Qiagen Viral RNA Mini Kit mit der maschinellen Extraktion mit dem MagNA-Pure-Com-

pact-Instrument untersucht. Des Weiteren wurde die maschinelle Aufbereitung via MagNA-

Pure-Compact-Instrument mit dem KingFisher-Flex-System verglichen. Die Ergebnisse der 

manuellen Extraktion waren größtenteils denen der maschinellen überlegen. Allerdings kann 

die größere Fehleranfälligkeit zu weniger zuverlässigen Resultaten führen. Zudem werden bei 

der manuellen Extraktion mehr Laborpersonal und Verbrauchsmaterialien benötigt, sodass die 

automatisierte Nukleinsäure-Extraktion für die Routinediagnostik besser geeignet zu sein 

scheint. Im Vergleich der beiden maschinellen Systeme schnitt das KingFisher-Flex-System 

besser ab als die Extraktion durch das MagNA-Pure-Compact-Instrument. Die Ct-Werte der 

durch die KingFisher-Methode aufbereiteten Proben waren circa zwei Werte geringer als die-

jenigen der via MagNA-Pure-Compact-Instrument extrahierten Proben. In einer Studie konnte 

ermittelt werden, dass die Effizienz der manuellen und automatisierten Verfahren sich zwar 

ähnelt, die maschinelle Methode jedoch zu besser reproduzierbaren Ergebnissen führte 

(Barrio et al., 2021). Bei der Nukleinsäure-Extraktion mittels Silica-Beads konnte keine quali-

tative Verbesserung oder Verschlechterung festgestellt werden. Neben der erhöhten Effizienz 

zeigte sich jedoch ein zeitlicher Vorteil dieses Systems (Yamaguchi et al., 2016). 
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4.2 SARS-CoV-2-Diagnostik durch Antigen-Schnelltests 

Für die Bewältigung der SARS-CoV-2-Pandemie ist eine einfache und schnelle Diagnostik, 

am besten unabhängig von geschultem Personal, speziellen Geräten und sowohl teuren als 

auch knappen Reagenzien von hohem Wert (Mina et al., 2020; Krüger et al., 2020; Liotti et al., 

2021). Für diese Anforderung stellen immunchromatische Kassettentests, die durch eine so-

genannte Lateral-Flow-Technik eine Infektion mit SARS-CoV-2 nachweisen können, eine po-

tentielle Lösung dar. Da sie keinen Amplifikationsschritt beinhalten, können diese Verfahren 

SARS-CoV-2-Infektionen nur dann nachweisen, wenn die Viruslast in der Probe ausreichend 

hoch ist (Mina et al., 2020; Krüger et al., 2020; Liotti et al., 2021; van Beek et al., 2020; Hirotsu 

et al., 2020; Porte et al., 2020). In mehreren Studien wurde festgestellt, dass die Viruslast im 

oberen Respirationstrakt zu Beginn der Infektion hoch ist (Cevik et al., 2021; Byrne et al., 2020; 

He et al., 2020; Lauer et al., 2020; Walsh et al., 2020; Wölfel et al., 2020; Zou et al., 2020) und 

in der Regel mit dem Auftreten der ersten Krankheitssymptome korreliert (He et al., 2020; Zou 

et al., 2020; Walsh et al., 2020). Eine Diagnostik durch einen antigenbasierten Schnelltest 

kann also zu diesem Zeitpunkt der Erkrankung zuverlässig angewendet und deren Verbreitung 

durch rasche, gezielte Isolation verhindert werden (Igloi et al., 2021; van Beek et al., 2020; 

Krüger et al., 2020; Corman et al., 2021; Berger et al., 2021; Mina et al., 2020). Zudem könnte 

das recht kleine diagnostische Fenster durch häufiges Testen ausgeglichen werden (Mina et 

al., 2020). 

Mittlerweile ist bekannt, dass auch asymptomatische Personen hohe Viruslasten in ihrem Re-

spirationstrakt aufweisen können, die mit denen von COVID-19-Patienten vergleichbar sind 

(Walsh et al., 2020; van Kampen et al., 2021). Da sich Personen ohne Krankheitsgefühl des 

Übertragungsrisikos nicht bewusst sind, können sie viele Mitmenschen anstecken. Durch eine 

engmaschige Testung könnte dieses Risiko minimiert werden (Igloi et al., 2021). Da eine hohe 

Infektiosität mit einer hohen Viruslast einhergeht, könnten POCTs ebenfalls helfen, nicht mehr 

ansteckende Personen zu identifizieren und diese aus der Isolation zu entlassen (Corman et 

al., 2021; Mina et al., 2020). Die Leistung dieser Tests, die mittlerweile in großer Zahl auf dem 

Markt erschienen sind, wurde in einigen Studien untersucht (Berger et al., 2021; Igloi et al., 

2021; Krüger et al., 2020; Liotti et al., 2021; van Beek et al., 2020; Corman et al., 2021; 

Scheiblauer et al., 2021). 

In unserer Studie wurden drei POCTs zum direkten Nachweis von SARS-CoV-2-Antigen ver-

glichen. Alle drei Assays konnten hoch positive Proben zuverlässig nachweisen. Der NADAL® 

COVID-19 Ag-Test konnte alle 32 getesteten Proben mit einem Ct < 25 nachweisen, im Pan-

bio™ COVID-19-Antigen-Schnelltest konnten acht von neun getesteten Proben mit einem 

Wert < 25 als positiv erkannt werden. Dieser Ct-Wert entspricht, abgeleitet von unseren 
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Untersuchungen zur Linearität der verschiedenen PCRs, einer Viruslast von ca. ≥ 108 Ko-

pien/ml in der N-Gen-Triplex-RT-PCR, durch die diese Proben vorab getestet wurden (siehe 

Abb. 11). Der Standard Q COVID19 Ag von SD Biosensor konnte acht von neun getesteten 

Proben mit einem Ct-Wert < 25 erkennen. Diese waren jedoch vorher durch die E-Gen-Triplex-

PCR charakterisiert worden, sodass dieser Ct einer Viruslast von ca. ≥ 107 Kopien/ml ent-

spricht.  

Mit steigendem Ct-Wert sinkt die Nachweisrate der untersuchten POCTs deutlich. Der 

NADAL® COVID-19 Ag-Test konnte noch 47 von 76 Proben (61,8 %) mit einer Viruslast von 

ca. 106-8 Kopien/ml nachweisen (Ct-Werte 25 - 30 in der N-Gen-Triplex-PCR), der Panbio™ 

COVID-19-Antigen-Schnelltest konnte sechs von zwölf Proben (50 %) erkennen, der Standard 

Q COVID19 Ag-Test erkannte eine von zwei (50 %) in dem Bereich einer Viruslast von ca. 105-

7 Kopien/ml liegenden Proben (CT-Werte 25 - 30 in der E-Gen PCR). Bei einem Ct > 30, also 

einer Viruslast < 106 Kopien/ml in der N-Gen-Triplex-PCR, konnten der NADAL® COVID-19 

Ag-Test und der Panbio™ COVID-19-Antigen-Schnelltest keine der getesteten Proben mehr 

nachweisen. Der Standard Q COVID19 Ag-Test konnte eine von acht getesteten Proben mit 

einem Ct > 30, also einer Viruslast von ≤ 105 Kopien/ml in der E-Gen-Triplex-PCR, als positiv 

detektieren. Daher lässt sich schlussfolgern, dass Viruslasten < 106 Kopien/ml nicht mehr zu-

verlässig nachzuweisen sind. Aus der Literatur und Versuchen der Arbeitsgruppe Profs. Krum-

bholz/Fickenscher ist bekannt, dass eine erfolgreiche Anzucht des Virus in der Zellkultur eine 

ausreichende Viruslast voraussetzt (Cevik et al., 2021) und eine Million Kopien/ml als unge-

fähre Grenze für die Anzüchtbarkeit gelten (Strömer et al., 2020a). Eine erfolgreiche Anzucht 

des Virus ist nach mehr als 10 d nach Symptombeginn unwahrscheinlich (Arons et al., 2020; 

Bullard et al., 2020; The COVID-19 Investigation Team, 2020), selbst wenn die Patienten in 

der RT-PCR über einen längeren Zeitraum geringere Ct-Werte, also hohe Viruslasten aufwie-

sen (Cevik et al., 2021). Allerdings konnte bei Patienten mit starken Symptomen bis zu 20 d 

nach Beginn der Symptome noch eine erfolgreiche Anzucht durchgeführt werden (van 

Kampen et al., 2021). Bemerkenswert ist, dass auch bei präsymptomatischen Patienten in 

einigen Fällen eine Virusanzucht 6 d bis in seltenen Fällen sogar 10 d vor Ausbruch der Symp-

tome gelang (Singanayagam et al., 2020; Arons et al., 2020). 

Die Aussagekraft der hier vorgelegten Ergebnisse der Evaluation des Schnelltests von SD 

Biosensor ist durch den vergleichsweise geringen Stichprobenumfang von 20 bzw. 21 respi-

ratorischen Materialien eingeschränkt. In einer größer angelegten Studie mit einem Proben-

umfang von 330 zeigt sich eine Sensitivität von 70,6 % (Cerutti et al., 2020), die unsere Schät-

zung von 52 % deutlich übersteigt. Der NADAL® COVID-19 Ag-Test zeigte in unserer Studie 

eine Sensitivität von 73,1 %, die in einer weiteren Studie bestätigt wurde (Ifko et al., 2021). In 
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einer anderen Untersuchung wurde eine Sensitivität von 50 % berichtet (Kohmer et al., 2021). 

Die Auswertung des Panbio™ COVID-19-Antigen-Schnelltests in zwei weiteren Studien ergab 

eine Gesamtsensitivität von circa 48 % (Farfour et al., 2021; Torres et al., 2021), die mit unse-

rer Schätzung von 57 % gut übereinstimmt. In einer anderen Untersuchung wurde für diesen 

Test eine Sensitivität von knapp 80 % festgestellt (Albert et al., 2021). Eine weitere Studie, in 

der 122 Tests untersucht wurden, konnte bei 79 % eine Sensitivität von > 75 % für Proben mit 

einem Ct-Wert ≤ 25 festgestellt werden. Bei Ct-Werten zwischen 20 und 30 konnten noch 

knapp 21 % der einbezogenen Antigen-Schnelltests die Proben als positiv erkennen 

(Scheiblauer et al., 2021). Als Ursachen für diese doch stark schwankenden Schätzungen der 

Testsensitivitäten ist u.a. die fehlende Standardisierung der Untersuchungsbedingungen zu 

nennen. Zudem sind Ct-Werte, die mit verschiedenen PCR-Methoden ermittelt wurden, nicht 

unmittelbar vergleichbar. Das zeigt sich schon am Beispiel der hier angewandten laboreigenen 

E- und N-Gen-basierten Verfahren, die um einen mittleren Ct-Wert von ca. 3 voneinander ab-

weichen.  

Für die Ermittlung der Sensitivitäten der POCTs sind Viruskonzentrationen heranzuziehen, 

von deren klinischer Relevanz ausgegangen werden kann. Eine Viruskonzentration von 106 

Genomkopien/ml wird als Schwellenwert für die In-Vitro-Anzucht in der Zellkultur und daher 

als bedeutsam angesehen (Néant et al., 2021; van Kampen et al., 2021; Jones et al., 2021; 

Mollan et al., 2021). Orientierend kann zur Einschätzung der Sensitivität der POCTs auch eine 

laboreigene kategoriale Einteilung der untersuchten Proben in „hoch positiv“, „schwach positiv“ 

und „negativ“ genutzt werden. Die POCTs sind meist in der Lage „hoch positive“ Proben zu-

verlässig nachzuweisen (Igloi et al., 2021; Krüger et al., 2020; van Beek et al., 2020; Corman 

et al., 2021; Liotti et al., 2021; Berger et al., 2021; Porte et al., 2020; Hirotsu et al., 2020). 

Die von uns untersuchten Tests erzielen in ihrer klinischen Anwendung mutmaßlich sogar 

noch etwas bessere Ergebnisse. So war für die nachträgliche Untersuchung der vorab in der 

PCR getesteten und im Kühlschrank zwischengelagerten Proben eine Verdünnung in Phos-

phat-gepufferter Salzlösung nötig. Eine direkte Testung eines parallel zum PCR-Abstrich ent-

nommenen Zweitabstrichs für die unmittelbare Untersuchung im POCT hätte vermutlich zu 

besser vergleichbaren Ergebnissen geführt. So könnten auch die Diskrepanzen zwischen den 

von uns ermittelten Sensitivitäten und den Herstellerangaben erklärt werden, die im Bereich 

von 93 % (Panbio (Masuga, 2020)) über 94 % (Fa. nal von Minden, verfügbar unter 

https://www.covid-selbst-testen.de/, zuletzt aufgerufen am 03.11.2022) bis zu 97 % lagen (SD 

Biosensor, 2022). 

Der Rapid-Slice-Scanner der Firma nal von Minden könnte die Diagnostik der Antigen-Tests 

erleichtern, da bisher nur eine subjektive Bewertung des Tests durch das menschliche Auge 
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möglich war (Igloi et al., 2021). Bei Untersuchungen der Empfindlichkeit der Antigen-Schnell-

tests für die VOC ließ sich beobachten, dass sowohl die VOC B.1.1.7 (Alpha) (Kontogianni et 

al., 2021; Jungnick et al., 2021) als auch die VOC B.1.351 (Beta), VOC P.1 (Gamma) und VOC 

B.1.617.2 (Delta) zuverlässig erkannt wurden. Allerdings gibt es Hinweise darauf, dass 

B.1.1.529-(Omikron)-positive Patientenproben im Vergleich zu B.1.617.2-(Delta)-positiven 

Proben eine zehnfach höhere Viruskonzentration aufweisen müssen, damit sie in Antigen-

Schnelltests ausreichend sicher erkannt werden können (Osterman et al., 2022). Das liegt 

allerdings nicht in Unterschieden der viralen Antigene begründet (Osterman et al., 2022; 

Meiners et al., 2022), sondern wahrscheinlich in der Tatsache, dass bei Geimpften oder Re-

konvaleszenten die Immunantwort und damit die Symptomatik früher einsetzt, sodass noch 

nicht ausreichend Antigen im Nasenrachenraum vorhanden ist, wenn sich die Patienten testen 

(Meiners et al., 2022). 

Da insbesondere bei einer niedrigen Krankheitsprävalenz Fehlbestimmungen wahrscheinli-

cher werden, sollten positive Ergebnisse der Antigen-Schnelltests über eine RT-PCR bestätigt 

werden (Krüger et al., 2020). Im Labor Dr. Krause und Kollegen MVZ GmbH hatten 508 der 

761 Proben (66,8 %), die in dem Zeitraum von August 2020 bis Oktober 2020 analysiert wur-

den, einen Ct-Wert > 24 und 193 Proben (25,4 %) einen Ct-Wert > 30 (vorwiegend N-Gen-

PCR, Abb. A6, siehe Anhang). Daher ist eine Routinediagnostik mit einem Antigen-Test für 

ein medizinisches Labor als zu ungenau zu bewerten; zu viele Proben würden nicht als virus-

positiv erkannt werden. 

Da diese Tests jedoch sehr einfach durchzuführen und kostengünstig sind, können sie durch-

aus von Bedeutung sein. Insbesondere im Hinblick auf das Entlassmanagement sind diese Art 

der Tests interessant, da nicht mehr infektiöse Patienten, obwohl in der PCR möglicherweise 

noch positiv, in den POCTs bereits als negativ klassifiziert werden können und somit die Iso-

lation der Betroffenen frühzeitiger beendet werden kann (Mina et al., 2020; Corman et al., 

2021). 

4.3 Indirekter, serologischer Nachweis einer SARS-CoV-2-Infektion 

Neben der Akutdiagnostik mit dem RNA- oder Antigen-Nachweis kann eine stattgehabte 

SARS-CoV-2-Infektion über die Anwesenheit virusspezifischer Antikörper nachgewiesen wer-

den. Dafür wurden rasch viele Tests entwickelt und auf den Markt gebracht. Diese wurden 

schon frühzeitig in einigen Studien analysiert (Kontou et al., 2020; Okba et al., 2020; Kohmer 

et al., 2020; Krüttgen et al., 2020; Lassaunière et al., 2020). In einer weiteren Untersuchung 

wurden die Empfindlichkeiten von sieben Antikörpertests ermittelt, die Spezifitäten jedoch nicht 

untersucht (Schnurra et al., 2020). 
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In dieser Studie wurden acht kommerziell erhältliche Tests auf ihre Eignung zur Diagnostik 

von SARS-CoV-2 geprüft. Zwei Versionen eines Immunblots wurden durchgeführt, wobei 

ebenfalls eine Aviditätsbestimmung der SARS-CoV-2-Antikörper integriert wurde. Durch die 

maschinelle Ausführung konnten die Assays der Firmen Abbott, DiaSorin und Roche in Bezug 

auf die Anwendungszeit überzeugen. Anhand von Rekonvaleszenzseren von 26 Patienten 

wurden die Sensitivitäten der Tests ermittelt. Alle genutzten Proben wurden durch die Durch-

führung einer RT-PCR auf SARS-CoV-2 schon vorher charakterisiert. 

Die Leistung der Assays wurde im Vergleich zu den Ergebnissen der SARS-CoV-2-PCR be-

wertet, die aufgrund ihrer hohen Präzision als Referenz (Kellam und Barclay, 2020) genutzt 

wurde. Die Empfindlichkeiten lagen zwischen 80,0 % bei den Tests von Euroimmun und 

Epitope und 96,2 % bei den Tests von Abbott und Virion-Serion (Tab. 9), was auch in anderen 

Untersuchungen (Kohmer et al., 2020; Krüttgen et al., 2020; Lassaunière et al., 2020; Schnurra 

et al., 2020; Peterhoff et al., 2021) und in einer Metaanalyse (Kontou et al., 2020) berichtet 

wurde. Die Spezifität der Tests lag zwischen 96,0 % und 100,0 % (Tab. 9). Diese Ergebnisse 

stimmen mit Resultaten anderer Forschungsgruppen überein (Kohmer et al., 2020; Krüttgen 

et al., 2020; Lassaunière et al., 2020; Peterhoff et al., 2021). 

In unserer Studie wurde wie auch von anderen Autoren (Wu et al., 2020) eine nicht regelhafte 

Ausbildung virusneutralisierender Antikörper bei ambulanten COVID-19-Patienten beobachtet 

(Strömer et al., 2020b). Ein möglicher Grund hierfür könnte u.a. ein mutmaßlich milder, ambu-

lant zu beherrschender Krankheitsverlauf sein, in dessen Folge sich verhältnismäßig wenig 

Antikörper bilden. 

Einige Studien zeigen, dass sich nach einer überstandenen Infektion mit COVID-19 ein stabiler 

Antikörperschutz für mindestens zehn Monate einstellt (Schiffner et al., 2021). Allerdings exis-

tieren einige Untersuchungen, die eine rasche Abnahme der Antikörper bei asymptomatischen 

Personen beschreiben (Long et al., 2020b), bei Patienten mit mildem Verlauf (Ibarrondo et al., 

2020), jedoch auch bei hospitalisierten Patienten mit signifikanten Symptomen (Seow et al., 

2020). 

Zudem wurden Unterschiede in der Kinetik zwischen N- und S-spezifischen Antikörpern fest-

gestellt. Die vorhandenen N-spezifischen Immunglobuline zeigten in einer Untersuchung in-

nerhalb der Testgruppe Schwankungen und fielen rasch ab, die Reaktion auf das S-Protein 

und dessen Rezeptorbindungsdomäne hingegen zeigte sich als stabiler (Ripperger et al., 

2020; Iyer et al., 2020). Hierbei sind jedoch die S-Protein-spezifischen IgM- und IgG-Antikörper 

zu unterscheiden. Während sich IgG in einer Untersuchung nach einer Rückgangsphase über 

sechs Monate relativ stabil hielt, konnte IgM nach zwölf Wochen bereits nicht mehr 
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nachgewiesen werden (Wu et al., 2021). Daher lässt sich schlussfolgern, dass eine dauerhafte 

Anwesenheit von SARS-CoV-2-Antikörpern in sämtlichen Patientenseren als eher selten ein-

zustufen ist. Dies wurde ebenfalls bei der Infektion mit dem ersten SARS-CoV sowie mit 

MERS-CoV beobachtet (Sariol und Perlman, 2020). 

Beide Versionen des von uns getesteten Immunblots konnten den Großteil der mit SARS-CoV-

2 infizierten Patientenseren erkennen (Abb. 21). Sie sind also geeignet, die Reaktivität spezi-

fischer SARS-CoV-2-IgG-Antikörper zu beurteilen. Eines der Seren, das im Winter 2018/2019 

entnommen wurde und zur Bestimmung der Spezifität dienen sollte, zeigte sich im Mikrogen-

Assay als positiv. Allerdings wurde dies in den Assays von Roche und Viramed sowie in der 

ersten Version des Immunblots nicht bestätigt. Daher kann geschlussfolgert werden, dass die 

Kreuzreaktivität mit bereits zirkulierenden humanen CoV kein bedeutendes Problem in der 

Diagnostik darstellt, obgleich die Ergebnisse der Immunblots zeigten, dass in annähernd allen 

getesteten Seren auch Antikörper gegen Antigene der humanen CoV 229E, HKU1, NL63, 

OC43 und SARS-CoV-2 nachgewiesen zu finden waren (Abb. A5, siehe Anhang). 

Die Assays, die in unseren Untersuchungen die höchsten diagnostischen Genauigkeiten auf-

wiesen, wurden für die Analyse die Kinetik der SARS-CoV-2-Antikörper verwendet (Tab. 9). 

Dafür wurden aufeinanderfolgende Seren von elf SARS-COV-2-Patienten und fünf Routine-

proben, von denen vier von Familienmitgliedern eines bestätigten COVID-19-Falls stammten, 

mit einem Abstand von bis zu 165 d im Assay von Abbott, der das N-Antigen nachweist, und 

im Assay von Virion-Serion, der auf die Gesamtheit der S-Antigene abzielt, wiederholt getestet. 

Der S-Protein-basierte Test lieferte stabilere Ergebnisse als der N-Protein-basierte Test, bei 

dem einige Probanden einen raschen Abfall der IgG-Antikörper zeigten (Abb. 23). Diese Be-

obachtung steht in Einklang mit einer anderen Studie (Ripperger, 2020). S-Protein-basierte 

Assays sollten daher bevorzugt für seroepidemiologische Fragestellungen verwendet werden. 

Diese Assays können aber nicht zwischen einer infektionsbedingten und einer impfbedingten 

Immunantwort unterscheiden. Diese Differenzierung ist nur durch N-Protein-basierte IgG-As-

says möglich, da nur nach einer Infektion Antikörper gegen das N-Protein gebildet werden. 

Insofern haben diese Tests aufgrund der bereits hohen Impfquote in der Bevölkerung (76,2 % 

Grundimmunisierte in Deutschland (Bundesministerium für Gesundheit, 2022)) zum Nachweis 

einer abgelaufenen Infektion an Bedeutung gewonnen. Dies sollte dann jedoch innerhalb we-

niger Monate nach der Infektion geschehen. Außerdem ist der Antikörper-Nachweis nützlich 

zur Überprüfung, ob Impfungen bei immunkompromittierten Personen Aussicht auf Erfolg ha-

ben. 

Alle in der vorgelegten Arbeit verwendeten Antikörper-Tests basieren auf Antigenen, die am 

ehesten dem im Jahr 2020 zirkulierenden Wuhan-Stamm entsprechen. Wünschenswert wäre 
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die Entwicklung und breitere Anwendung von Antikörpertests, die auch das S-Gen aktueller 

Virusvarianten als Antigene beinhalten. 

Die Bindungsstärke zwischen Antikörper und Antigen, die davon abhängig ist, wie gut das 

Antigen zu der Bindungsstelle des Antikörpers passt (Schlüssel-Schloss-Prinzip), wird als Avi-

dität bezeichnet (Gressner und Arndt, 2007). In kommerziellen Immunassays zum Nachweis 

von Antikörpern oder Antigenen werden bevorzugt hochavide Antiköper eingesetzt, da sie 

durch die hohe Stabilität des Antikörper-Antigen-Komplexes zuverlässigere Ergebnisse her-

vorrufen (Gressner und Arndt, 2007). Obgleich die Mehrzahl (ca. 89 %) der in unserer Studie 

untersuchten Seren von COVID-19-Patienten neutralisierende Antikörper gegen einen SARS-

CoV-2-Stamm von 2020 aufwiesen (Strömer et al., 2020a) zeigten lediglich drei Proben (ca. 

19 %) eine Erhöhung der IgG-Avidität im Verlauf (Abb. A5, siehe Anhang). Die kleine Stich-

probengröße schränkt allerdings die Aussagekraft dieser Beobachtung ein. 

Das Vorliegen neutralisierender Antikörper kann vor einer erneuten Infektion mit dem gleichen 

SARS-CoV-2-Typ schützen (Addetia et al., 2020). Da aber die Konzentration der SARS-CoV-

2-spezifischen Antikörper schon nach wenigen Monaten abnimmt, ist eine Reinfektion mit dem 

gleichen Virustyp durchaus denkbar. Jedoch wurden Reinfektionen mit COVID-19 beobachtet, 

die mit deutlich milderen Symptomen einhergingen (West et al., 2021) oder sogar völlig asymp-

tomatisch waren (Bongiovanni, 2021), was auf ein gewisses Maß an adaptiver Immunantwort 

hindeutet (Sewell et al., 2020) und dadurch wahrscheinlich ein schwerer Krankheitsverlauf 

verhindert werden kann. Zudem spielt auch die zelluläre Immunität eine sehr wichtige Rolle 

bei der Abwehr von Reinfektionen (Havervall et al., 2022; Fergie und Srivastava, 2021; Whe-

atley, et al. 2021). Diese wurde in unseren Untersuchungen nicht betrachtet. Auch nach einer 

Infektion durch andere hCoV sind abnehmende Antikörperkonzentrationen und Reinfektionen 

beobachtet worden (Sariol und Perlman, 2020; Edridge et al., 2020; Kissler et al., 2020). 

Neue Daten zeigen nach einer Erstinfektion auch für SARS-CoV-2 erneute Infektionen, darun-

ter auch asymptomatische Verläufe (To et al., 2021). Besonders bei der VOC B.1.1.529 wurde 

infolge zahlreicher Mutationen im S-Gen über Reinfektionen mit SARS-CoV-2 nach der Infek-

tion mit einer anderen Variante (Kannan et al., 2021; Araf et al., 2022; Pulliam et al., 2022) 

und über Impfdurchbrüche berichtet (Servellita et al., 2022; Chen et al., 2022). 

Generell ist die seit Ende 2020 verfügbare SARS-CoV-2-Impfung von herausragender Bedeu-

tung für die Pandemiebekämpfung (Sariol und Perlman, 2020). Eine Untersuchung der Impf-

antworten aus unserer Arbeitsgruppe ergab, dass nach der ersten Impfung die IgG-Prävalenz 

bei den zwei mRNA-Impstoffen der Firmen BioNTech/Pfizer und Moderna und dem Vektor-

impfstoff der Firma AstraZeneca AB von 55-100 % variierte, wobei der Vektorimpfstoff am 
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schwächsten und der mRNA-Impfstoff der Firma BioNTech Pfizer am besten abschnitt. Nach 

der Auffrischungsimpfung konnte in dieser Studie jedoch in allen Fällen eine Serokonversion 

beobachtet werden. Bei den Geimpften waren neutralisierende Antikörper gegen VOC B.1.1.7 

(Alpha) messbar, während die neutralisierenden Antikörpertiter gegen die VOC B.1.671.2 

(Delta) signifikant niedriger waren (Rose et al., 2022a). 

In einer Untersuchung aus Israel wurde festgestellt, dass der mRNA-Impfstoff der Firma BioN-

Tech/Pfizer die symptomatischen Infektionen, Krankenhauseinweisungen und Todesfälle bei 

der VOC B.1.1.7 um über 95 % senkt (Haas et al., 2021). Zudem wurde beobachtet, dass nach 

der Impfung eine Hemmung der RBD-ACE2-Bindung bei 80-100 % schon nach Erstimpfung 

auftrat. Die Avidität des IgG steigt wenige Wochen nach der Auffrischungsimpfung auf ein 

hohes Niveau (Neumann et al., 2021). Nach der dritten Impfung gegen SARS-CoV-2 konnten 

Antikörper gegen die S1-Untereinheit und die RBD mit sehr hoher Avidität nachgewiesen wer-

den (Rose et al., 2022a). Bei immunsupprimierten Impflingen wurde eine deutlich geringere 

Avidität beobachtet, weswegen solche Patienten engmaschig überwacht werden sollten, damit 

eine Infektion rasch erkannt werden kann. Zudem bedürfen insbesondere Immunsupprimierte 

weiterer Auffrischungsimpfungen (Geisen et al., 2022). Auch eine SARS-CoV-2-Infektion bei 

nicht geimpften Personen führt nicht regelhaft zur Entwicklung von hochaviden IgG-Antikör-

pern im Zeitverlauf (Bauer et al., 2020; Strömer et al., 2020a; Neumann et al., 2021; Bauer, 

2021), sodass von einer rasch absinkenden humoralen Immunität nach Infektion ausgegangen 

wird. Diese Unterschiede in der Aviditätsreifung bei immungesunden Geimpften im Vergleich 

zu ausschließlich Infizierten sind ein weiterer Beleg für die hohe Immunogenität der SARS-

CoV-2-Impfstoffe. 

Betrachtet man die Impfeffektivität in Bezug auf die Omikron-Variante, so tritt eine deutlich 

höhere Anzahl an Durchbruchsinfektionen auf (Rose et al., 2022b). Dies kann darauf zurück-

geführt werden, dass diese VOC ein eigener Serotyp ist und daher der Schutz durch Impfung 

und Infektion mit anderen Varianten deutlich geringer ausfällt (Simon-Loriere und Schwartz, 

2022). Dem wurde durch die Entwicklung von Impfstoffen begegnet, die an verschiedene O-

mikron-Linien (BA.1, BA.4, BA.5) angepasst und sind seit Spätsommer/Herbst 2022 in 

Deutschland zur Anwendung kommen (Paul-Ehrlich-Institut, 2022; Kannan et al., 2021; Euro-

pean Medicines Agency, 2022). 

Die vorgelegte Arbeit zeigt, dass die Fähigkeit zur raschen Entwicklung und Anpassung von 

insbesondere molekulardiagnostischen Verfahren zum Nachweis von Krankheitserregern in 

Hinblick auf künftig zu erwartende Pandemien von großer Bedeutung ist. Das zeigt sich erneut 

auch an einem seit Frühjahr 2022 in Deutschland und weiteren Ländern zu beobachtenden 
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Mpox-Ausbruch (Robert-Koch-Institut, 2022), für dessen Diagnostik zunächst auf laborentwi-

ckelte Verfahren zurückgegriffen werden musste. 

Die gewonnenen Erkenntnisse dieser Arbeit ließen sich durch weitere Untersuchungen ergän-

zen, die sich beispielsweise mit der Frage beschäftigen könnten, inwiefern die vielfältigen Test-

möglichkeiten standardisiert und vergleichbarer gestaltet werden könnten und wie das Know-

How zur laboreigenen Entwicklung von Nachweisverfahren aufrechterhalten werden kann. Ein 

weiterer interessanter Forschungsansatz wäre die Untersuchung der zellulären Immunantwort 

gegen SARS-CoV2 sowie der möglichen Gründe der rasch sinkenden humoralen Immunant-

wort, die in unserer Untersuchung beobachtet wurde. Die ständige Validierung der Diagnostik 

in Laboren sowie der fachliche Austausch sind von großer Bedeutung in der Bekämpfung von 

Pandemien und muss daher ständig Gegenstand aktueller Forschung bleiben. 
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5. Zusammenfassung 

In der Coronavirus-Pandemie und danach ist der schnelle und zuverlässige Nachweis von 

Infektionen durch das severe-acute-respiratory syndrome coronavirus type 2 (SARS-CoV-2) 

wesentlich. In der vorliegenden Arbeit sollten direkte und indirekte Verfahren für den SARS-

CoV-2-Nachweis validiert und auf ihre Eignung für die Routinediagnostik untersucht werden. 

Die Reverse-Transkriptase-Polymerasekettenreaktion (RT-PCR) in Echtzeit ist der Goldstan-

dard für die Akutdiagnostik. In dieser Arbeit wurden zwei In-house-RT-PCRs für den gleichzei-

tigen Nachweis des Nukleokapsid- und des Envelope-Protein-Gens von SARS-CoV-2, eines 

RNA-Bakteriophagen sowie eines Abschnitts des humanen Glycerinaldehyd-3-phosphat-De-

hydrogenase-Gens unter Verwendung von Uracil-DNA-Glycosylase zur Kontaminationsprä-

vention validiert. Beide Triplex-RT-PCR-Verfahren konnten SARS-CoV-2-RNA sensitiv und 

spezifisch nachweisen. Das E-Gen-basierte Verfahren erwies sich als etwas empfindlicher. 

Die Einbeziehung des zellulären Kontrollgens und des RNA-Phagen stellte sicher, dass die 

Abstriche korrekt entnommen waren und die reverse Transkription und Amplifikation ohne In-

hibition abliefen. Die Verfahren eignen sich für unterschiedliche Geräte zur Extraktion und zur 

Amplifikation. Pools aus acht Patientenproben waren für die PCR-Diagnostik geeignet, wäh-

rend bei größeren Pools die Sensitivität stark abnahm. 

SARS-CoV-2-Antigen-spezifische Schnelltests stellen eine wesentliche methodische Ergän-

zung dar. In dieser Arbeit wurden drei kommerziell erhältliche POCTs untersucht und mit der 

im Labor entwickelten Triplex-RT-PCR verglichen. Die Nachweisrate der POCTs lag im Be-

reich zwischen 100 % für eine Viruslast von ≥ 107 Kopien/ml und 73,1 % für Proben mit einer 

Viruslast von ≤ 106 Kopien/ml. Die untersuchten POCTs konnten COVID-19-Patienten mit ei-

ner Viruslast von > 107 Kopien/ml gut identifizieren. 

Der Nachweis SARS-CoV-2-spezifischer Antikörper erlaubt die Diagnostik einer stattgehabten 

Infektion. In der vorgelegten Arbeit wurden acht vorwiegend IgG-spezifische Antikörpertests 

verglichen. Diese zeigten Sensitivitäten von 80,8-96,3 %, Spezifitäten von 96,0-100 % und 

diagnostische Genauigkeiten von 93,7-99,2 % und sind daher für die Diagnostik geeignet. 

Nach ambulanter COVID-19-Infektion waren IgG-Antikörper gegen das S-Protein länger nach-

weisbar als gegen das N-Protein. COVID-19-Infizierte entwickelten nur sporadisch hochavide 

Antikörper, im Gegensatz zu der hohen IgG-Avidität nach vollständiger Impfung. 

Diese Arbeit unterstreicht den Stellenwert direkter und indirekter Verfahren zum Nachweis von 

SARS-CoV-2-Infektionen. Robuste und flexibel einsetzbare, laboreigene PCR-Verfahren sind 

für den Direktnachweis vorteilhaft. Die Expertise zur Etablierung dieser Verfahren muss in di-

agnostischen Laboren erhalten werden. 
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Summary 

During and after the coronavirus pandemic, the rapid and reliable detection of infections 

caused by severe acute respiratory syndrome coronavirus type 2 (SARS-CoV-2) is essential. 

The aim of this study was to validate direct and indirect methods for SARS-CoV-2 detection 

and to investigate their suitability for routine diagnostics. 

Real-time reverse transcriptase polymerase chain reaction (RT-PCR) is the gold standard for 

acute diagnostics. In this work, two in-house RT-PCRs were validated for the simultaneous 

detection of the nucleocapsid and envelope protein genes of SARS-CoV-2, an RNA bacterio-

phage and a segment of the human glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase gene, using 

uracil DNA glycosylase for prevention of contamination. Both triplex RT-PCR methods were 

able to detect SARS-CoV-2 RNA in sensitive and specific way. The E-gene-based method 

proved to be slightly more sensitive. The inclusion of the cellular control gene and the RNA 

phage ensured that the swabs were taken correctly and that reverse transcription and amplifi-

cation proceeded without inhibition. The methods are suitable for different instruments for 

extraction and amplification. Pools of eight patient samples were suitable for PCR diagnostics, 

while sensitivity decreased significantly with larger pools. 

SARS-CoV-2 antigen-specific rapid tests represent a significant methodological addition. In 

this study, three commercially available POCTs were examined and compared with the triplex 

RT-PCR developed in the laboratory. The detection rate of the POCTs ranged between 100 % 

for a viral load of ≥ 107 copies/ml and 73.1 % for samples with a viral load of ≤ 106 copies/ml. 

The POCTs examined were able to identify COVID-19 patients with a viral load of > 107 co-

pies/ml. 

The detection of SARS-CoV-2-specific antibodies allows the diagnosis of a past infection. In 

this study, eight predominantly IgG-specific antibody tests were compared. These showed 

sensitivities of 80.8-96.3 %, specificities of 96.0-100 % and diagnostic accuracies of 93.7-99.2 

% and are, therefore, suitable for diagnostics. After outpatient COVID-19 infection, IgG antibo-

dies against the S protein were detectable for longer than against the N protein. COVID-19 

infected patients only sporadically developed high-avidity antibodies, in contrast to the high 

IgG avidity after complete vaccination. 

This work underlines the importance of direct and indirect methods for the detection of SARS-

CoV-2 infections. Robust and flexible laboratory PCR methods are advantageous for direct 

detection. The expertise to establish these methods must be maintained in diagnostic labora-

tories. 
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7. Anhang 

 

Abb. A1: SARS-CoV-2-Antigennachweis mit dem Schnelltest-Standard Q COVID19 Ag von SD Biosensor. 
Beispielhaft gezeigt für (A) eine hochpositive Probe (Viruslast Ct 20, E-Gen, entspricht ca. 109 Kopien/ml), (B) eine 
schwächer positive Probe (Viruslast Ct 23, E-Gen, entspricht ca. 108 Kopien/ml) und (C) eine negative Probe. 

 

Abb. A2: SARS-CoV-2-Antigennachweis mit dem NADAL® COVID-19.Ag-Test (nal von Minden GmbH, Moers, 
Deutschland). Beispielhaft gezeigt für eine Probe mit einer (A) hohen Viruslast (Ct 17, N-Gen, entspricht ca. 1011 
Kopien/ml), (B) mit einer mittleren Viruslast (Ct 29, N-Gen, entspricht ca. 106 Kopien/ml) und (C) mit einem negati-
ven PCR-Ergebnis. 
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Abb. A3: SARS-CoV-2-Antigennachweis mit dem Panbio® COVID-19-Antigen-Schnelltest (Abbott GmbH, 
Wiesbaden, Deutschland). Beispielhaft dargestellt für Proben mit einer (A) hohen Viruslast (Ct 19, N-Gen, entspricht 
ca. 1010 Kopien/ml), (B) einer mittleren Viruslast (Ct 22, N-Gen, entspricht ca. 109 Kopien/ml) und (C) einem nega-
tiven PCR-Ergebnis.  
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Tab. A 1: Eingeschlossene Patientenproben aus der Routinediagnostik des Labors Dr. Krause und Kollegen 
MVZ GmbH. Die Ct-Werte sind angegeben, die in der N-Gen-basierten Triplex-RT-PCR ermittelt wurden. 

Probe/Proben-Pool Ct-Wert (N-Gen-PCR)  Probe/Proben-Pool Ct-Wert (N-Gen-PCR) 

M025990 25,45  Pool M044220-44227 32,21 

M024305 23,72  Pool M044228-44235 27,74 

M024379 26,35  Pool M044236-44243 29,38 

M027393 28,69  M0340066 37,07 

M027398 28,16  M0340067 neg 

M025745 37,67  M0340068 neg 

M025841 35,33  M0340069 33,5 

M025855 negativ  M0340070 neg 

M027401 33,35  M0340072 neg 

M030008 31,79  M0340073 36,21 

M031166 negativ  M0340074 neg 

M031167 negativ  M055071  30,04 

M031168 negativ  M055849 34,07 

M031169 negativ  M055853 33,83 

M031170 negativ  M054874 34,33 

M024511 21,32  M055068 31,59 

M024305 18,91  M055055 31,49 

M025990 20,04  M055074 29,77 

M024379 20,75  M05588 25,33 

M027393 23  M054920 27,65 

M024993 34,98  M054918 22,34 

M025745 33,28  M055981 neg 

M025841 31,88  M055982 neg 

M025855 32,62  M055983 neg 

M027401 28,03  M055984 neg 

M025526 negativ  M055985 neg 

M025527 negativ  M073059 22 

M025529 negativ  M074218 24 

M025530 negativ  M074079 25 

M025531 negativ  M070008 28 

Pool M031856-31863  35,62  M070969 29 

Pool M032745-32752 28,91  M074216 29 

Pool M032437-32444 35,62  M063653 31 

Pool M032476-32483 36,59  M073055 31 

Pool M035167-35176 34,36  M072071 31 

Pool M34005-34012 29,92  M073748 32 

Pool M032729-32736 28,74  M072650 32 

Pool M032325-32337 29,41  M072549 32 

Pool M040329-40341 37,39  M072013 32 

Pool M040661-40668 32,84  M072555 33 

Pool M041065-41072 25,77  M067727 34 

Pool M042321-42328 32,81  M068836 36 

Pool M042384-42391 38,42  
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Abb. A4: Beispiele für ein N-Gen-Triplex-RT-PCR-Experiment. Der Abbildungsteil A zeigt die Ergebnisse auf 
dem ABI7500-System. Neben den 93 Patientenproben in diesem Beispiel, die durch Atemwegstupfer entnommen 
und in Phosphat-gepufferter Salzlösung aufgenommen wurden, werden in jedem Experiment sowohl eine Positiv- 
als auch eine Negativkontrolle mitgeführt. In diesem Lauf wurde ein Patient SARS-CoV-2-positiv getestet. Der mitt-
lere Schwellenzyklus (Ct) des RNA-Phagensignals beträgt 26,9 (Standardabweichung, SD = 0,5) und der des 
GAPDH-Signals 28,1 (SD = 1,4). Im Abbildungsteil B ist die Kurve einer SARS-CoV-2-positiven Patientenprobe auf 
dem LightCycler2.0 gezeigt. Die violette Kurve zeigt hier die Patientenprobe, die blaue Kurve die Positivkontrolle 
und die pinke die Negativkontrolle (aus Strömer et al. 2020b).  

SARS-CoV-2 

Phage Phi6 

GAPDH 

SARS-CoV-2 

Phage Phi6 

GAPDH 

A B 
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Abb. A5: Entwicklung hoher SARS-CoV-2-IgG-Aviditäten bei drei SARS-CoV-2-Patienten. d.a.P: Tage nach 
PCR (aus Strömer et al. 2020a).  
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Abb. A6: Ct-Werte (vorwiegend N-Gen) der im Labor Dr. Krause und Kollegen MVZ GmbH Kiel im Zeitraum 
vom 30.08. bis 30.10.2020 untersuchten Patientenproben (abgeändert nach Strömer et al. 2020b). 
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