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1 Einleitung 

Die Leptospirose ist eine weltweit vorkommende Zoonose. Es wird geschätzt, dass jährlich über eine 

Million Menschen daran erkranken (COSTA et al. 2015). Der Krankheitsverlauf beim Menschen ist 

häufig unspezifisch mit grippeähnlichen Symptomen, aber schwere Krankheitsverläufe mit Fieber, 

Ikterus, Nierenversagen und Lungenblutungen können auftreten. Die Sterblichkeit liegt bei 5% aller 

bestätigten Leptospirosefälle (COSTA et al. 2015, MUNOZ-ZANZI et al. 2020). Aufgrund des häufig 

unspezifischen Krankheitsverlaufes und einem geringen Bewusstsein für die Erkrankung, wird die 

Leptospirose meist nicht diagnostiziert, weshalb von einer hohen Dunkelziffer an Patienten 

auszugehen ist (BROCKMANN et al. 2016, ELLIS et al. 2008). 

Die Leptospirose des Menschen ist in Süd-, Lateinamerika und Asien endemisch. Extreme 

Wetterereignisse wie Starkregen und Überflutungen, sowie schlechte Hygieneverhältnisse sind oft der 

Grund für Krankheitsausbrüche (LAU et al. 2018, MUNOZ-ZANZI et al. 2020). Die Ansteckung des 

Menschen erfolgt über den direkten Kontakt zu infizierten Tieren oder durch Kontakt zu 

kontaminiertem Wasser oder Schlamm. Eintrittspforten sind hierbei Verletzungen und die serösen 

Schleimhäute (BHARTI et al. 2003).  

Jedes Säugetier kann an Leptospirose erkranken und ein potentieller Überträger sein (ELLIS. 2015). 

Eine besondere Rolle nehmen jedoch Kleinsäuger ein. Nach der Ansteckung sind Kleinsäuger persistent 

infiziert und scheiden Leptospiren lebenslang über den Urin aus. Aufgrund ihrer weiten Verbreitung 

und teilweise engen Kontaktes zu Menschen, sind sie eine wichtige Infektionsquelle (BHARTI et al. 

2003). Vorangegangene Studien zeigen eine weite Verbreitung von Leptospira spp. in Kleinsäugern 

verschiedener Spezies mit einer Prävalenz von 6% bis 21,3% in Deutschland (FISCHER et al. 2018, JESKE 

et al. 2021b, MAYER-SCHOLL et al. 2014, OBIEGALA et al. 2017, OBIEGALA et al. 2016). Die Rötelmaus 

(Clethrionomys glareolus) ist eine in Deutschland und Europa weit verbreitete Kleinsäugerspezies. Sie 

besiedelt Wälder, Heiden und Gebüschlandschaften. Neben ländlichen Regionen werden auch urbane 

Gebiete wie Parks, Industriegebiete und Gärten bewohnt (AULAGNIER et al. 2009). Es ist bekannt, dass 

es alle zwei bis drei Jahre zu einer Massenvermehrung aufgrund der Buchenmast kommen kann 

(IMHOLT et al. 2017). Trotz der weiten Verbreitung und dem potentiell engen Kontakt zu Menschen 

gibt es bisher nur wenige Studien zur Verbreitung von Leptospiren in Rötelmäusen. In 

vorangegangenen Studien wurden vordergründig die Prävalenz und die Verbreitung verschiedener 

Leptospirenspezies untersucht. Der Einfluss von Populationsdichte, Saison und individueller Faktoren 

auf die Prävalenz in Rötelmäusen wurde bisher wenig untersucht. Ziel dieser Studie war es daher die 

Verbreitung von Leptospira spp. in Rötelmäusen in einem zusammenhängenden Gebiet in Teilen 

Nordrhein-Westfalens und Niedersachsens zu analysieren. Neben der Prävalenz sollten die 

Speziesverteilung und die vorkommenden Sequenztypen bestimmt werden. Um einen detaillierten 
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Einblick in die Infektionsdynamik von Leptospira spp. zu erhalten, sollte zusätzlich der Einfluss 

individueller Faktoren wie Gewicht und Geschlecht, sowie von Jahreszeit und Abundanz auf die 

Prävalenz von Leptospira spp. in Rötelmäusen untersucht werden. 
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2 Literaturübersicht 

2.1 Leptospira spp. 

2.1.1 Taxonomie und Morphologie von Leptospira spp. 

Die Leptospirose wird nach ihrem Erstbeschreiber Adolf Weil (1848 – 1916) auch Weilsche Krankheit 

genannt. Die Bakterien wurden 1907 erstmals in der Niere eines verstorbenen Patienten beschrieben 

und konnten 1914 von japanischen Wissenschaftlern isoliert und angezüchtet werden (ADLER. 2015, 

STIMSON. 1907, INADA et al. 1915). In antiken Berichten aus Asien wird das Krankheitsbild des 

„Reisfiebers“ mit Symptomen ähnlich der Leptospirose beschrieben. In anderen Regionen der Welt 

gibt es ebenfalls Berichte über Herbstfieber, Schlammfieber oder die Schweinehüterkrankheit. Es ist 

daher zu vermuten, dass das Krankheitsbild der Leptospirose schon vor der Erstbeschreibung bekannt 

war (ADLER. 2015). 

Leptospiren sind spiralig gebogene Bakterien mit hakenförmigen Enden, die zur Gruppe der 

Spirochäten gehört. Der Erreger ist circa 6-20 µm lang und 0,1 µm im Durchmesser breit (CAMERON. 

2015). Im Periplasma befinden sich Endoflagellen. Diese geben dem Bakterium seine spiralige Form 

und ermöglichen eine eigenständige Fortbewegung (CHARON und GOLDSTEIN. 2002). 

Innerhalb der Gattung Leptospira erfolgt eine Unterscheidung in 66 Spezies, die entsprechend ihrer 

Virulenz in pathogen und saprophytisch unterschieden werden. Zusätzlich erfolgt eine Einteilung in 

jeweils zwei Untergruppen (P1, P2, S1, S2) (PICARDEAU. 2020, CAIMI und RUYBAL. 2020). Mittels 

serologischer Untersuchung werden Leptospirenspezies in Serogruppen und in über 300 Serovare 

unterteilt. Mehrere Serovare können hierbei mehreren Serogruppen zugeordnet werden (CAIMI und 

RUYBAL. 2020). Auf molekularbiologischer Ebene kann weiterhin der Sequenztyp ermittelt werden. 

Der Sequenztyp kann einer Spezies und einem oder mehrerer Serovare und Serogruppen zugeordnet 

werden (CAIMI und RUYBAL. 2020, BOONSILP et al. 2013). 

 

2.1.2 Verbreitung von Leptospira spp. 

Leptospirose ist eine weltweit vorkommende zoonotische Erkrankung, mit über 1,03 Millionen 

humanen Fällen jährlich (COSTA et al. 2015). In tropischen und subtropischen Regionen kommt es vor 

allem in Folge starker Regenfälle und Überflutungen zu regelmäßigen Ausbrüchen (LAU et al. 2018, 

MUNOZ-ZANZI et al. 2020). 

Besonders betroffen sind Entwicklungsländer mit niedrigen Hygienestandards und extensiver 

Landwirtschaft (BHARTI et al. 2003). Sowohl urbane als auch ländliche Regionen können 

gleichermaßen betroffen sein (BHARTI et al. 2003). In einer retrospektiven Studie zu Leptospirose-

Ausbrüchen im Zeitraum 1970 – 2012 wurde ermittelt, dass die häufigsten Ausbrüche in Lateinamerika 



 

4 
 

und der Karibik (35,8%) gemeldet wurden, gefolgt von Südasien (12,9%) und Nordamerika (10,7%) 

(MUNOZ-ZANZI et al. 2020).  

Feld-, Forst-, Minenarbeiter, Landwirte, Fleischer und Tierärzte sind aufgrund ihres engen Kontaktes 

zu Wild- und Nutztieren einem besonders hohen Infektionsrisiko mit Leptospira spp. ausgesetzt 

(LEVETT. 2001, BHARTI et al. 2003).  

Weiterhin sind Outdoor- und Wassersportler einem erhöhten Risiko ausgesetzt. Zum Beispiel 

infizierten sich 80 Triathleten mit Leptospirose bei der Teilnahme am „Eco-Challenge multisport race“ 

2000 in Malaysia (SEJVAR et al. 2003). Die private Haltung von Haustieren, insbesondere Ratten, erhöht 

ebenfalls das Risiko einer Infektion (BROCKMANN et al. 2016, MORI et al. 2017). 

Leptospirose ist nicht nur eine Gefahr in tropischen Ländern, sondern stellt ebenfalls in gemäßigten 

Klimazonen eine Gefahr für die Öffentliche Gesundheit dar. In Deutschland schwankt die humane 

Inzidenz seit dem Beginn der Meldepflicht 2001 zwischen 0,06 und 0,24 Fällen pro 100.000 Einwohnern 

(RKI, SurvStat@RKI 2.0, https://survstat.rki.de/, Abrufdatum: 18.08.2021). Lokale Ausbrüche unter 

Erntehelfern wurden 2007 in Nordrhein-Westfalen und 2014 in Niedersachsen dokumentiert (DESAI 

et al. 2009, FIECEK et al. 2017, RKI. 2015b). Weiterhin erkrankten 2007 in Deutschland 5 Sportler nach 

Teilnahme an einem Triathlon bei Heidelberg. Infektionsquelle war die Schwimmdisziplin im Fluss 

Neckar (BROCKMANN et al. 2010). 

Im Jahr 2019 wurde eine hohe Anzahl an gemeldeten Krankheitsfällen (n=159) dokumentiert. Die 

Ansteckung erfolgte bei über 64% der Fälle vermutlich in Deutschland und konnte keinem lokalen 

Ausbruch zugeordnet werden (RKI. 2020). Ein leichter Rückgang humaner Leptospirosefälle (n=118) 

wurde im Jahr 2020 verzeichnet, aber 83% der Erkrankungen wurden wahrscheinlich in Deutschland 

erworben (RKI. 2021). Die geografische Verbreitung stellte sich 2020 unterschiedlich dar. Die meisten 

Fälle wurden in Süd- und Westdeutschland festgestellt (Baden-Württemberg: 26 Fälle, Bayern: 25 

Fälle, Nordrhein-Westfalen: 18 Fälle). Es wurde aber in jedem Bundesland mindestens ein Fall humaner 

Leptospirose verzeichnet (RKI, SurvStat@RKI 2.0, https://survstat.rki.de/, Abrufdatum 07.12.2021). 

Der hohe Anteil an in Deutschland erworbener Infektionen und die weite geografische Verbreitung 

zeigen, dass Leptospiren in Deutschland eine potentielle Gefahr für die Öffentliche Gesundheit 

darstellen.  

2.1.3 Übertragungszyklus von Leptospira spp. 

2.1.3.1 Transmission 

Nach Infektion mit Leptospiren persistieren die Erreger im proximalen Nierentubulus von Tieren und 

Menschen. Die Bakterien werden über den Urin ausgeschieden und in der Umwelt verbreitet (BHARTI 

et al. 2003). Das Überleben von Leptospira spp. ist außerhalb des Wirtes abhängig von Feuchtigkeit der 

Umgebung, Temperatur, pH-Wert und UV-Strahlung (BIERQUE et al. 2020, NAU et al. 2020). In 
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verdünntem Tierurin überleben Leptospiren bis zu drei Tage nach der Ausscheidung. In stehenden und 

langsam fließenden Gewässern können sich die Bakterien ausbreiten (NAU et al. 2020).  

Die Ansteckung erfolgt durch direkten Kontakt zu Urin infizierter Tiere, oder indirekt durch Kontakt zu 

kontaminiertem Wasser oder Schlamm (BHARTI et al. 2003). Mögliche Eintrittspforten sind hierbei die 

Schleimhäute der Augen, Mund, Nase und Genitaltrakt, Verletzungen der Haut und orale Aufnahme 

(STERN et al. 2010, BHARTI et al. 2003, HAAKE und LEVETT. 2015). Zusätzlich ermöglicht die Persistenz 

auf genitalen Schleimhäuten eine horizontale und vertikale Übertragung innerhalb einer 

Wirtspopulation (ELLIS. 2015). 

2.1.3.2 Haupt- und Nebenwirt 

Die verschiedenen Serovare von Leptospira spp. haben sich an verschiedene Spezies als Haupt- und 

Nebenwirt angepasst und unterscheiden sich im Krankheitsbild teils erheblich. Nahezu jedes Säugetier 

kann sich mit Leptospira spp. infizieren und als Haupt- oder Nebenwirt fungieren (ELLIS. 2015). 

Die Adaptation von Leptospiren an den Hauptwirt ist sehr eng, sodass kaum klinische Veränderungen 

auftreten. Der Hauptwirt dient als Reservoir und ist hoch empfänglich für eine Infektion.  

Nebenwirte hingegen entwickeln teilweise schwere Krankheitsverläufe, die durch Fieber, Ikterus, 

verminderte Fruchtbarkeit und Multiorganversagen gekennzeichnet sind. 

In Tabelle 1 sind die wichtigsten Leptospira Serovare mit ihren Haupt- und Nebenwirten dargestellt. 

Tabelle 1 Leptospira Serovare und assozierte Haupt- und Nebenwirte  

Serovar Hauptwirt Nebenwirt 

Icterohaemorrhagiae Ratten Menschen, Haustiere 

Grippotyphosa Nagetiere Rinder, Schweine, Pferde, 

Hunde 

Hardjo Rinder, Schafe Menschen 

Canicola Hunde Schweine, Rinder 

Pomona Schweine, Rinder Schafe, Pferde, Hunde 

Bratislava Schweine, Igel, Pferde Hunde 

Mozdok Brandmäuse Rinder, Schweine, Schafe, 

Ziegen, Pferde 

(STRAUBINGER. 2015, BHARTI et al. 2003, LEVETT. 2001, QUINN et al. 2011, ATXAERANDIO et al. 2005, 

BOLIN et al. 1991) 

 

2.1.3.3 Kleinsäuger als Reservoir 

Eine große Bedeutung im Übertragungszyklus von Leptospiren haben Kleinsäuger, da sie Wirt vieler 

Leptospirenspezies sind und somit das natürliche Reservoir von Leptospiren bilden. Aufgrund ihrer 
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weiten Verbreitung und ihrem potentiell engen Kontakt zu Menschen und Nutztieren, sind sie eine 

wichtige Infektionsquelle (BHARTI et al. 2003, THIERMANN. 1981, KOIZUMI et al. 2009). Es konnte 

nachgewiesen werden, dass Leptospiren in den Nieren infizierter Kleinsäuger persistieren. Die 

Infektion führt zu geringgradigen Veränderungen des Epithels und einer diffusen interstitiellen 

Nephritis (STERLING und THIERMANN. 1981). Es wird jedoch davon ausgegangen, dass Kleinsäuger 

symptomlos sind und die Infektion mit Leptospiren keinen Einfluss auf die Gesundheit der Tiere hat. In 

mehreren Studien konnte gezeigt werden, dass humane Fälle auf den Kontakt zu infizierten Nagetieren 

und deren Urin zurück zu führen sind (DESAI et al. 2009, AVIAT et al. 2009, MASUZAWA et al. 2006). 

Weltweit schwankt die Prävalenz in Kleinsäugern je nach Region und Spezies. In der Wanderratte 

(Rattus norvergicus) konnten Prävalenzen von 1,7% bis zu über 70% nachgewiesen werden (BOEY et 

al. 2019). In Europa zeigten Untersuchungen verschiedener Kleinsäugerspezies unterschiedliche 

Prävalenzen: 5,3% in den Niederlanden (KRIJGER et al. 2020), 7,3% in Österreich (SCHMIDT et al. 2014), 

10,4% in Korsika, Frankreich (IZQUIERDO-RODRÍGUEZ et al. 2020), 3,1% - 12% in der Tschechischen 

Republik (BALÁŽOVÁ et al. 2021), 7,9% - 12% in Spanien (MILLÁN et al. 2018, JESKE et al. 2021a) und 

bis zu 21,5% in Kroatien (TADIN et al. 2016). Mehrere Studien in Deutschland dokumentierten eine 

Prävalenz von 6% bis 21,3% in Kleinsäugern (OBIEGALA et al. 2017, JESKE et al. 2021b, FISCHER et al. 

2018, OBIEGALA et al. 2016, MAYER-SCHOLL et al. 2014, RUNGE et al. 2013, HEUSER et al. 2017, 

KOCIANOVÁ et al. 1993).  

Bestimmte Spezies und Serovare von Leptospira spp. können einer bestimmten Wirtsspezies 

zugeordnet werden, zum Beispiel ist L. kirschneri Serovar Grippotyphosa in Feldmäusen (Microtus 

arvalis) verbreitet und L. interrogans Serovar Icterohaemorrhagiae in Wanderratten (FISCHER et al. 

2018, JESKE et al. 2021b, HEUSER et al. 2017, BOEY et al. 2019). Im Gegensatz dazu wurden in 

Rötelmäusen, Waldmäusen (Apodemus sylvaticus), Gelbhalsmäusen (Apodemus flavicollis) und 

Spitzmäusen unterschiedliche Leptospirenspezies gefunden: L. interrogans, L. kirschneri und L. 

borgpetersenii (FISCHER et al. 2018, JESKE et al. 2021a, JESKE et al. 2021b, MAYER-SCHOLL et al. 2014, 

OBIEGALA et al. 2016).  

 

2.1.4 Klinik der Leptospirose 

2.1.4.1 Leptospirose des Menschen 

Die humane Leptospirose verläuft häufig subklinisch oder mit nur milden, erkältungsähnlichen 

Symptomen (BHARTI et al. 2003). Aber auch schwere Verlaufsformen mit einer durchschnittlichen 

Sterblichkeitsrate von 5% bis 6,9% sind möglich (MUNOZ-ZANZI et al. 2020, COSTA et al. 2015). 

Nach Eindringen in den Körper und Übertritt in den Blutstrom folgt eine unspezifische Phase mit 

plötzlich einsetzendem Fieber, Schüttelfrost, Kopfschmerz, unproduktivem Husten und 
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Muskelschmerz. In den ersten 7 Tagen kann eine Bakteriämie nachgewiesen werden, die nach 10 

Tagen von Antikörpern neutralisiert wird (KARPAGAM und GANESH. 2020, HAAKE und LEVETT. 2015). 

Der Patient kann, auch ohne Therapie, nach dieser Phase vollständig genesen. An die initiale Phase 

kann sich eine zweite Phase mit schwerwiegender Organmanifestation schließen. Bei schweren 

Verlaufsformen kommt es zu Meningitis, Pankreatitis, reduzierter Leber- und Nierenfunktion mit 

einhergehenden abdominalen Beschwerden, Ikterus und Hämorrhagien (KARPAGAM und GANESH. 

2020, HAAKE und LEVETT. 2015). Eine sehr schlechte Prognose haben Patienten im Endstadium mit 

Multiorganversagen und Hämorrhagien der Lunge (HAAKE und LEVETT. 2015). 

Aufgrund ähnlicher Symptome ist die Unterscheidung zu anderen Infektionskrankheiten wie Malaria, 

Dengue Fieber oder Influenza schwierig (COSTA et al. 2015, ELLIS et al. 2008). Typisch für Leptospirose 

sind stark dilatierte Konjunktivalgefäße und Hämorrhagien sowie Ikterus (HAAKE und LEVETT. 2015). 

Eine sofortige Behandlung mit Antibiotika wird nach Diagnose der Leptospirose empfohlen. Zum 

Einsatz kommen je nach Schweregrad Penicillin, Amoxicillin, Ampicillin, Doxycyclin, Erythromycin und 

Cephalosporine der dritten Generation (WHO. 2003). 

Spätfolgen sind in Form von Uveitis, chronischer Müdigkeit und kardialen Veränderungen möglich 

(HAAKE und LEVETT. 2015). 

Die humane Leptospirose ist laut §7 Infektionsschutzgesetz in Deutschland meldepflichtig. Eine 

Impfung für den Menschen ist in Deutschland nicht zugelassen (RKI. 2015a). 

2.1.4.2 Leptospirose der Nutz- und Haustiere 

Neben dem Menschen können auch Haus-, Nutz- und Wildtiere klinische Symptome einer Leptospirose 

entwickeln (ELLIS. 2015, ŽELE-VENGUŠT et al. 2021). In der folgenden Tabelle 2 sind die Symptome der 

wichtigsten Haus- und Nutztiere dargestellt.  

Wie in Tabelle 2 ersichtlich, verläuft die Erkrankung in Nutztieren meist mit geringer Klinik. Durch die 

persistente Ausscheidung kommt es unbemerkt zur gegenseitigen Ansteckung der Tiere. Dadurch 

besteht ein erhöhter Infektionsdruck bei Haltung großer Herden und verschiedener Spezies auf 

gleichen Weideflächen (ELLIS. 2015, RYAN et al. 2012). 

Aufgrund von reduzierter Milchleistung, Fruchtbarkeit und Geburt lebensschwacher Kälber und 

Ferkeln, steht die Leptospirose vor allem als wirtschaftlicher Verlust im Vordergrund. Persistent 

infizierte Nutztiere bilden aber immer ein potentielles Reservoir und sollten deshalb auch als mögliche 

Ansteckungsquelle für den Menschen betrachtet werden. 
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Tabelle 2 Klinisches Erscheinungsbild der Leptospirose in Nutz- und Haustieren 

Tierart Symptome Quelle 

Rind • Selten akute Erkrankung mit Fieber, Ikterus, Hämoglobinurie und 

Anämie 

• Meist chronischer Verlauf, gekennzeichnet durch Milchrückgang, 

Abort und Geburt lebensschwacher Kälber 

• Bis zu 20 Monate Persistenz möglich 

(ELLIS. 2015, 

LILENBAUM 

und MARTINS. 

2014, 

STRAUBINGER. 

2015) 

Schaf • In Deutschland meldepflichtig laut §1TKrMeldpflV 

• Selten akute Erkrankung mit Hämaturie, Hämoglobinurie, 

Ikterus, Abort 

• Chronische Erkrankung mit reduzierter Milchleistung und 

Fruchtbarkeit 

• Meist subklinische Infektion mit persistierender Ausscheidung 

(ELLIS. 2015, 

MARTINS et al. 

2012) 

Schwein • In Deutschland meldepflichtig laut §1TKrMeldpflV 

• Subklinischer bis fataler Verlauf möglich 

• Adult: meist subklinisch mit chronischer Minderung der 

Fruchtbarkeit, Abort und Geburt lebensschwacher Ferkel 

• Jungtiere: schwere Verlaufsformen mit Hämorrhagien, Ikterus 

und Nierenversagen möglich 

(STRAUBINGER. 

2015) 

(ELLIS. 2015) 

Pferd • Meist subklinischer Verlauf  

• Selten akuter Verlauf mit Ikterus, Hämoglobinurie und 

Nierenversagen, Abort und Geburt lebensschwacher Fohlen 

• Chronisch wird die Leptospirose als Ursache der Equinen 

Rezidivierenden Uveitis (ERU) diskutiert 

(ELLIS. 2015, 

CIBULSKI und 

WOLLANKE. 

2016, 

STRAUBINGER. 

2015) 

Hund • Akute Erkrankung mit Anorexie, Vomitus, gastrointestinalen 

Symptomen, Fieber, Ikterus, Pankreatitis, Niereninsuffizienz, 

Polyurie, Polydipsie, Schwäche und Muskelschmerz 

• Impfung gegen Leptospira interrogans Serovar Canicola, 

Icterohaemorrhagiae, Australis und Grippotyphosa vorhanden 

(SCHULLER et 

al. 2015, RKI. 

2015a) 

Katze • Meist subklinisch, aber persistenter Träger (WEIS et al. 

2017) 
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2.1.5 Diagnostik von Leptospira spp. 

Leptospiren können abhängig vom Probenmaterial und Zweck der Untersuchung direkt oder indirekt 

nachgewiesen werden. 

In den ersten 10 Tagen nach Infektion kann in Folge der Bakteriämie der Erreger direkt im Blut 

nachgewiesen werden. 5-7 Tage nach Beginn der Symptome können Antikörper mittels 

Mikroagglutinationstest (MAT) nachgewiesen werden. Dies gilt als Goldstandard in der 

humanmedizinischen Diagnostik (CAMERON. 2015). Weiterhin möglich ist der Nachweis von 

spezifischem Immunglobulin M (IgM) mittels Enzyme-linked Immuno-Sorbent Assay (ELISA) (ADLER et 

al. 1980). 

Ein direkter Erregernachweis kann aus Blut, Urin und Organgewebe (post mortem) des Patienten 

durchgeführt werden. Nach Anzucht im Spezialmedium (EMJH-Medium) kann Leptospira unter dem 

Dunkelfeldmikroskop oder durch Silberimprägnation sichtbar gemacht werden. Eine Anzucht aus 

Probenmaterial ist sehr anspruchsvoll und zeitintensiv und eignet sich deshalb nicht zur 

Schnelldiagnose am Patienten (CAMERON. 2015). 

Molekularbiologisch können Leptospiren mittels Polymerase-Kettenreaktion (PCR) nachgewiesen 

werden. Hierbei wird zuerst auf das partielle lipl32 Gen mittels real-time PCR untersucht (GRAVEKAMP 

et al. 1993, STODDARD et al. 2009). Im nächsten Schritt kann durch Single-Lokus-Sequenztypisierung 

(SLST) des secY Abschnitts oder gyrB Abschnitts eine Unterscheidung der Spezies erfolgen (VICTORIA 

et al. 2008, SLACK et al. 2006). Zur Bestimmung des Sequenztypes (ST) werden in einer Multi-Lokus-

Sequenztypisierung (MLST) sieben spezifische Genabschnitte sequenziert (BOONSILP et al. 2013, 

AHMED et al. 2006). Die Sequenztypen können anschließend den Serogruppen und Serovaren 

zugeordnet werden. 
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2.2 Die Rötelmaus (Clethrionomys glareolus) 

2.2.1 Taxonomie und Morphologie der Rötelmaus 

In der Ordnung Rodentia ist die Superfamilie der Muroidea (Unterordnung Myomorpha) die größte 

Teilgruppe. Sie ist weltweit mit über 1500 Arten verbreitet (HUTTERER und MAIER. 2010). Die in der 

Studie untersuchten Rötelmäuse gehören zur Unterfamilie Arvicolinae (Wühlmäuse) der Familie 

Cricetidae (Hamsterartige) (AULAGNIER et al. 2009).  

Mit einer Kopf-Rumpf-Länge von 80 – 120 mm und einem Körpergewicht von 15 – 40 g ist die 

Rötelmaus ein kleiner Vertreter dieser Unterfamilie. Der Schwanz ist mäßig lang (Schwanzlänge 35 – 

60 mm, 50% der Kopf-Rumpf-Länge), stark behaart und endet mit einem kleinen Pinsel. Das Fell von 

Rücken und Seiten ist rötlich-braun, die Unterseite ist deutlich abgesetzt silbrig-grau (AULAGNIER et 

al. 2009). Die Rötelmaus ist ein Pflanzenfresser und ernährt sich vorwiegend von Samen, Früchten und 

Knospen, gelegentlich werden auch kleine Wirbellosetiere verzehrt (AULAGNIER et al. 2009). 

 

2.2.2 Verbreitung der Rötelmaus 

Das größtenteils dämmerungsaktive Tier kommt in Laub-, Misch- und Nadelwäldern vor, kann aber alle 

Biotope Mittel-, Nord- und Osteuropas bis zu einer Höhe von 2600m ü. NN besiedeln. Voraussetzung 

sind ausreichend Buschwuchs und Hochstauden mit vereinzelten Bäumen (AULAGNIER et al. 2009). 

Aufgrund der Isolation einzelner Rötelmauspopulationen während der letzten Eiszeit, kam es zur 

Ausbildung verschiedener genetischer Linien (Karpatische Linie, Westliche Linie, Östliche Linie, 

Spanische Linie, Italienische Linie, Balkan-Linie, Kalabrische Linie und Ural-Linie). Aufgrund der 

unterschiedlichen Genetik können Rückschlüsse über die Wiederbesiedlung nach der Eiszeit gezogen 

werden (FILIPI et al. 2015). Phänotypisch unterscheiden sich die Linien jedoch nur in der Ausprägung 

der molaren Backenzähne (LEDEVIN et al. 2010). In Deutschland ist vor allem die Westliche Linie 

vertreten. Im Nordosten von Deutschland kann auch die Östliche und die Karpatische Linie gefunden 

werden (Abbildung 1). 

Bei ausreichender Krautschicht besiedeln Rötelmäuse auch urbane Gebiete wie Parks, Gartenanlagen, 

Neubaugebiete und Industriegebiete. Im Winter kann es zum Eindringen in Häuser kommen (WOLF. 

2009). Ein enger Kontakt des Menschen zu Rötelmäusen und deren Exkrementen ist dadurch 

wahrscheinlich.  
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Abbildung 1 Verbreitung der Rötelmaus in Europa und Vorderasien und farblich markiert die 

Verbreitung der genetischen Linien (mtDNA Clade), Abbildung nach FILIPI et al. (2015)  

 

2.2.3 Populationsdynamik der Rötelmaus 

Die Populationsdichte der Rötelmaus unterliegt in Europa starken Schwankungen. Das Überleben von 

Rötelmäusen ist abhängig von Klima, Vegetation, Nahrungsangebot und Anzahl der Prädatoren. 

Extreme Wetterereignisse können zu einer erhöhten Mortalität führen, aber auch durch günstige 

Bedingungen das Nahrungsangebot steigern und die Reproduktion fördern (IMHOLT et al. 2015, 

JACOB. 2008). 

In regelmäßigen Abständen kommt es zu einer Massenvermehrung der Rötelmaus, mit einem Anstieg 

der Population um bis zu das Fünffache im Vergleich zu Jahren mit niedriger Abundanz (REIL et al. 

2018). Die Abundanzschwankungen treten regional unterschiedlich stark ausgeprägt auf und werden 

in Mitteleuropa alle 2 – 3 Jahre beobachtet (IMHOLT et al. 2017, CLEMENT et al. 2009, BINDER et al. 

2020).  

In Deutschland ist die Populationsdichte der Rötelmaus stark an das vorhandene Nahrungsangebot 

geknüpft und weniger von der Anzahl der Prädatoren beeinflusst (REIL et al. 2018). Die Rötelmaus lebt 

vorwiegend in Wäldern und ernährt sich pflanzlich von Knospen, Samen und Früchten (AULAGNIER et 

al. 2009, WOLF. 2009). Die in deutschen Wäldern am häufigsten vertretene Laubbaumspezies ist mit 

15% die Buche (TI, https://bwi.info.de, Abrufdatum: 20.10.2021). In regelmäßigen Abständen kommt 

es zu einer gesteigerten Samenproduktion der Buche, der sogenannten Buchenmast (IMHOLT et al. 

2017). Die Ausprägung der Buchenmast ist regional unterschiedlich stark und abhängig von 

Klimabedingungen und der Verfügbarkeit von Ressourcen, wie Wasser und Stickstoff (SMAILL et al. 
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2011, BINDER et al. 2020). Das gesteigerte Nahrungsangebot führt zu einer erhöhten Überlebensrate 

im Winter und einer vermehrten Reproduktion. Milde Temperaturen im Winter verstärken diesen 

Effekt zusätzlich und ermöglichen die Fortpflanzung auch im Winter (CLEMENT et al. 2009, IMHOLT et 

al. 2017). Im darauffolgenden Jahr kann eine überdurchschnittliche Vermehrung der Rötelmaus 

beobachtet werden. Beispielsweise dokumentierten Reil et al. (2015) im Jahr 2011 eine um 65% 

erhöhte Buchenmastintensität als im Vorjahr 2010, was zu einer Steigerung der Rötelmausabundanz 

um das Fünffache im Folgejahr 2012 führte. In den Jahren ohne vorherige Buchenmast, war die 

Abundanz auf einem niedrigen Niveau (Abbildung 2). 

 

Abbildung 2 Zusammenhang von Buchenmastintensität, Rötelmausabundanz und humaner PUUV 

Inzidenz, Abbildung modifiziert nach REIL et al. (2015) 

In mehreren Studien konnte der Zusammenhang zwischen der Intensität der Buchenmast und der 

Vermehrung der Rötelmaus statistisch belegt werden (BINDER et al. 2020, REIL et al. 2015, IMHOLT et 

al. 2017). Eine Vorhersage der Massenvermehrung wird dadurch ermöglicht (REIL et al. 2018). 

Aufgrund des Klimawandels, und damit einhergehenden milderen Temperaturen, könnte es in Zukunft 

häufiger zu Jahren mit Massenvermehrung der Rötelmaus kommen (IMHOLT et al. 2015). Dies ist 
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problematisch, da das massenhafte Auftreten von Rötelmäusen zu Schäden in der Forstwirtschaft 

führt. Zusätzlich erhöht sich die Gefahr der Übertragung zoonotischer Erreger auf den Menschen 

(IMHOLT et al. 2017, REIL et al. 2017). Beispielsweise steigt die Inzidenz humaner Puumala-

Orthohantavirus-Fälle mit steigender Rötelmausabundanz (Abbildung 2). Ursache hierfür ist die hohe 

Durchseuchung der Population, die erhöhte Viruslast und die erhöhte Wahrscheinlichkeit mit dem 

Menschen in Kontakt zu kommen (REIL et al. 2015, REIL et al. 2017). 

 

2.2.4 Die Rötelmaus als Reservoir und Überträger von Zoonosen 

Die Rötelmaus ist empfänglich für eine Vielzahl zoonotischer Erreger und bildet somit eine potentielle 

Ansteckungsquelle für den Menschen, sowie Haus- und Nutztiere. In mehreren Studien wurden 

folgende Zoonoseerreger in Rötelmäusen nachgewiesen: Puumala Orthohantavirus (PUUV), 

Frühsommer-Meningoenzephalitis-Virus (FSMEV), Borrelia spp., Bartonella spp., Rickettsia spp., 

Francisella tularensis, Campylobacter jejunii, Cowpoxvirus und Arenavirus (JESKE et al. 2019, GRZYBEK 

et al. 2019, ECKE et al. 2020, WILLIAMS et al. 2010, BUFFET et al. 2012, GALFSKY et al. 2019, 

MICHELITSCH et al. 2019, DREWES et al. 2017, BINDER et al. 2020). Das zoonotische Potential von 

Ljunganvirus und Hepatozoon spp. ist nicht abschließend geklärt. Beide Erreger wurden aber ebenfalls 

bereits in der Rötelmaus nachgewiesen (RIGÓ et al. 2016, FEVOLA et al. 2020). 

Leptospiren konnten bereits in mehreren Studien in Rötelmäusen mit einer Prävalenz von 4,1% bis 

11,4% dokumentiert werden (FISCHER et al. 2018, MAYER-SCHOLL et al. 2014, OBIEGALA et al. 2016, 

OBIEGALA et al. 2017, JESKE et al. 2021b). Es wurde beobachtet, dass die Prävalenz je nach Jahr, 

Jahreszeit und Region schwankt (FISCHER et al. 2018, JESKE et al. 2021b). Der Einfluss der 

Populationsdichte wurde jedoch nicht betrachtet. Im Gegensatz zur Feldmaus (Microtus arvalis), die 

vor allem mit L. kirschneri infiziert ist, wurden in der Rötelmaus sowohl L. kirschneri, L. interrogans als 

auch L. borgpetersenii nachgewiesen (FISCHER et al. 2018, MAYER-SCHOLL et al. 2014, OBIEGALA et al. 

2016).   
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4 Diskussion und Schlussfolgerung 

In der durchgeführten Studie konnten, über einen Zeitraum von 3 aufeinanderfolgenden Jahren, 

Rötelmäuse in Nordwest-Deutschland untersucht werden. Das untersuchte Gebiet erstreckte sich 

entlang eines festgelegten Transekts über Teile von Nordrhein-Westfalen und Niedersachen. An sechs 

Lokalisationen wurden die Fänge im Frühjahr, Sommer und Herbst mit Schlag- und Lebendfallen an bis 

zu 13 Fangorten pro Lokalisation durchgeführt. Alle Lokalisationen befanden sich in Buchenwäldern. 

Die regelmäßige Durchführung der Fänge unter ähnlichen Bedingungen ermöglichte einen 

aussagekräftigen Vergleich zwischen den Fangjahren und Jahreszeiten. Vergleiche zu anderen 

Habitaten als dem Buchenwald waren jedoch nicht möglich. 

Das untersuchte Gebiet wurde aufgrund hoher humaner Hantavirus-Infektionen von der 

Arbeitsgruppe „Rodent-borne Pathogens and Public Health“ ausgewählt. Ziel der Arbeitsgruppe war 

die Untersuchung des Puumala Orthohantavirus (PUUV). Da die Rötelmaus das Reservoir von PUUV 

ist, wurden ausschließlich gefangene Rötelmäuse einer Sektion unterzogen und konnten dieser Studie 

hier zur Verfügung gestellt werden. 

Es ist bekannt, dass die Rötelmauspopulation je nach Nahrungsangebot schwankt. In Europa kommt 

es alle zwei bis drei Jahre zu einer Massenvermehrung mit anschließender Reduktion der Population 

(IMHOLT et al. 2017). In der durchgeführten Studie konnte dieses Phänomen eindrücklich beobachtet 

werden. Im Jahr 2018 wurde eine intensive Fruchtbildung der Buchen in Nordrhein-Westfalen und 

Niedersachsen beobachtet (BINDER et al. 2020, MULNV. 2018, NW-FWA. 2018). Das gesteigerte 

Nahrungsangebot und der milde Winter 2018, mit durchschnittlich 4°C in Nordrhein-Westfalen und 

Niedersachen (DWD. 2019), boten gute Voraussetzungen für eine erhöhte Überlebensrate und 

gesteigerte Reproduktion der Rötelmaus. Die daraus folgende Massenvermehrung spiegelte sich im 

Jahr 2019 wider. In diesem Jahr wurde die höchste Anzahl an gefangenen Tieren dokumentiert 

(n=1116). Im Vergleich zum Vorjahr 2018 (n=263) hatte sich die Anzahl fast verfünffacht und im 

darauffolgendem Jahr 2020 hatte sich die Anzahl gefangener Tiere mehr als halbiert (n=438). Diese 

Beobachtung stimmt mit dem Ergebnis einer vorangegangenen Studie überein. Die Autoren kamen 

ebenfalls zu dem Schluss, dass 2019 eine Massenvermehrung der Rötelmaus in Nordwest-Deutschland 

auftrat (BINDER et al. 2020). Weiterhin stellten Binder et al. (2020) fest, dass im selben Jahr die 

Buchenmast in Thüringen deutlich geringer ausgeprägt war und es nicht zu einer Massenvermehrung 

der Rötelmaus kam. Die Massenvermehrung der Rötelmaus ist somit ein regional begrenztes 

Geschehen und stark abhängig von der Intensität der Buchenmast (BINDER et al. 2020). 

Im Verzeichnis der „Roten Liste“ wird die Rötelmaus als ungefährdete und sehr häufig auftretende Art 

aufgeführt (MEINIG et al. 2020). Durch ihr zahlreiches Auftreten können sie Pflanzen und Bäume im 

forstwirtschaftlichen Betrieb schädigen (IMHOLT et al. 2017, NW-FVA. 2007). Wie in Kapitel 2.3.4 
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gezeigt, sind Rötelmäuse zudem Reservoir und Überträger einer Vielzahl von pathogenen Erregern, 

zum Beispiel PUUV, FSMEV, Borrelien und Bartonellen (BINDER et al. 2020, MICHELITSCH et al. 2019, 

GALFSKY et al. 2019). Die Verbreitung von PUUV in Rötelmäusen ist besonders gut untersucht. Es 

konnte beobachtet werden, dass es in Jahren mit Massenvermehrung der Rötelmaus zu einem Anstieg 

der humanen Hantavirus-Fälle kam. Als Ursache wurde die gestiegene Durchseuchung und höhere 

Viruslast der Tiere, sowie die erhöhte Wahrscheinlichkeit des Kontakts zum Menschen genannt (REIL 

et al. 2015, REIL et al. 2017). Basierend auf dieser Beobachtung und der Kopplung der 

Massenvermehrung an die Buchenmast, war es möglich ein Vorhersagemodel für humane Hantavirus-

Fälle zu entwickeln (REIL et al. 2018). 

Ein weiterer, in Rötelmäusen verbreiteter, zoonotischer Erreger sind Leptospira spp. (FISCHER et al. 

2018). Das Bakterium kann schwere klinische Verläufe bei Menschen, Nutz- und Haustieren auslösen 

(KARPAGAM und GANESH. 2020, ELLIS. 2015). Die humane Leptospirose ist vor allem in tropischen 

Ländern endemisch und ist häufig mit Reiseaktivitäten in diese Länder verbunden (RKI. 2019). Der 

Anteil an in Deutschland erworbener Infektionen mit Leptospira spp. steigt aber seit 2019 an. Im Jahr 

2020 wurden 83% der gemeldeten humanen Leptospirosefälle in Deutschland erworben(RKI. 2021). 

Dies lässt auf eine weite Verbreitung des Erregers auch in Deutschland schließen.  

Menschen, Nutz- und Haustiere infizieren sich durch direkten Kontakt mit Urin von infizierten Tieren 

und orale Aufnahme oder indirekt durch Kontakt zu kontaminiertem Wasser oder Schlamm. Eine 

horizontale Übertragung ist ebenfalls möglich (KARPAGAM und GANESH. 2020, ELLIS. 2015). 

Kleinsäuger spielen eine wichtige Rolle im Übertragungszyklus von Leptospiren, da sie persistent 

infiziert sind und somit lebenslang Leptospiren in die Umwelt ausscheiden können (BHARTI et al. 2003). 

In mehreren Studien konnte gezeigt werden, dass die Infektion von Menschen mit Leptospira spp. in 

direktem Zusammenhang mit dem Kontakt zu infizierten Kleinsäugern oder deren Urin steht (DESAI et 

al. 2009, HOLT et al. 2006, SANCHEZ FERNANDEZ et al. 2020, KOIZUMI et al. 2009, MASUZAWA et al. 

2006). 

In Europa wurde in mehreren Studien gezeigt, dass die Rötelmaus Wirt von Leptospira spp. ist (FISCHER 

et al. 2018, JESKE et al. 2021b, MAYER-SCHOLL et al. 2014, OBIEGALA et al. 2017, BALÁŽOVÁ et al. 

2021, SCHMIDT et al. 2014, TADIN et al. 2016). Bisher ist jedoch nur wenig bekannt über den Einfluss 

von Saison, Populationsdichte und individueller Faktoren (Gewicht, Geschlecht) auf die Prävalenz von 

Leptospira spp. in Rötelmäusen.  

In dieser Studie wurden über 1800 Rötelmäuse auf Leptospira spp. untersucht. Es wurde eine 

Gesamtprävalenz von 7,5% (95% KI: 6,4 – 8,9), mit Schwankungen je nach Standort und Saison von 0% 

bis 23%, ermittelt. Vorangegangene Studien zeigten eine ähnliche Leptospira-spp.-Prävalenz von 4,1% 

bis 12 % in Rötelmäusen (FISCHER et al. 2018, JESKE et al. 2021b, MAYER-SCHOLL et al. 2014, OBIEGALA 

et al. 2016, BALÁŽOVÁ et al. 2021). Regional gab es jedoch starke Unterschiede. In einer 



 

36 
 

deutschlandweit durchgeführten Studie, die Kleinsäuger verschiedener Spezies an unterschiedlichen 

Standorten untersuchte, wurde eine geringfügig geringere Gesamtprävalenz von 6% in Rötelmäusen 

ermittelt (MAYER-SCHOLL et al. 2014). In zwei weiteren Studien, die in Baden-Württemberg, Bayern 

und Thüringen durchgeführt wurden, wurden ebenfalls niedrigere Gesamtprävalenzen von 4,1% bis 

5,3% in Rötelmäusen nachgewiesen (OBIEGALA et al. 2017, OBIEGALA et al. 2016). Eine ähnliche 

Gesamtprävalenz von 7,8% wurde in einer Studie ermittelt, die an vier Standorten in Deutschland von 

2010 bis 2014 Kleinsäuger auf Leptospiren untersuchte (FISCHER et al. 2018). Interessanterweise war 

ein Standort der vorherigen Studie in Nordrhein-Westfalen in enger räumlicher Nähe zu Fangort NW1 

der durchgeführten Studie und zeigte eine höhere Prävalenz (20,4%) in Rötelmäusen als NW1 (15,7%) 

(FISCHER et al. 2018). Höhere Prävalenzen von Leptospira spp. in Rötelmäusen wurden ebenfalls in 

einer Studie in Thüringen (11,4%) und in der Tschechischen Republik (12%) dokumentiert (JESKE et al. 

2021b, BALÁŽOVÁ et al. 2021). 

Ursache für die unterschiedlichen Prävalenzen können unter anderem klimatische und geografische 

Bedingungen sein, die je nach Standort variierten. Das Überleben von Leptospira spp. ist außerhalb des 

Wirtes abhängig von direkter Verdünnung des ausgeschiedenen Urins in Wasser oder Boden. 

Trockenheit und hohe Temperaturen reduzieren die Überlebensdauer stark (BIERQUE et al. 2020). In 

einer vorrangegangenen Studie wurde gezeigt, dass sich die Überlebenszeit von Leptospiren bei hohen 

Temperaturen (37°C) signifikant verkürzt im Vergleich zu niedrigen Temperaturen (15°C). Nach 

vollständiger Trocknung war eine Rekultivierung nicht mehr möglich (NAU et al. 2020). Die extreme 

Dürre in Deutschland in den Jahren 2018 bis 2020, mit Bodentrockenheit und hohen Temperaturen 

(DWD, https://cdc.dwd.de/portal/, Abrufdatum: 31.05.2021), bot schlechte Voraussetzungen für das 

Überleben von Leptospira spp. in der Umwelt. Der Infektionszyklus von Leptospiren, bestehend aus 

Ausscheidung in die Umwelt und Bildung von Infektionsquellen in Wasser oder feuchtem Boden 

(KARPAGAM und GANESH. 2020), war durch die Dürre unterbrochen. Das Risiko der Rötelmaus sich 

indirekt, durch Kontakt der mukosalen Schleimhäute zu kontaminiertem Wasser oder Schlamm, mit 

Leptospira spp. anzustecken war reduziert. Dies führte zu einer geringeren Gesamtprävalenz in der 

Rötelmauspopulation. Die direkte Übertragung von Leptospiren war durch die Dürre vermutlich 

weniger stark beeinflusst, wodurch sich die Persistenz von Leptospira spp. in der Rötelauspopulation 

während der Dürre erklären lässt. Die völlige Abwesenheit von Leptospira spp. an Standort LS6 ist 

möglicherweise durch natürliche Barrieren zu erklären. Der Eintrag des Erregers durch infizierte 

Artgenossen in die Rötelmauspopulation von LS6 könnte durch die angrenzende Bundesstraße 239 

verhindert worden sein. Auch klimatische und geografische Unterschiede könnten eine Rolle spielen. 

Exakte Daten zu Bodenfeuchte und Wetter lagen für die Standorte dieser Studie nicht vor. Ein direkter 

Vergleich von Trockenheit, Bodenfeuchte und Temperatur war dadurch nicht möglich. Zukünftige 

Studien sollten Umweltproben in ihr Studiendesign einbeziehen, um exakte Daten über den Einfluss 
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von Wetter und Umweltbedingungen auf die Ausbreitung von Leptospira spp. in Rötelmäusen zu 

erhalten. 

Neben dem Klima scheint auch die Wirtsspezies eine Rolle bei Prävalenz und Speziesverteilung von 

Leptospira spp. zu spielen. Theoretisch kann jedes Säugetier Träger von Leptospiren sein (ELLIS. 2015). 

Es hat sich jedoch gezeigt, dass einzelne Serovare regional oder in der Population von bestimmten 

Tieren zirkulieren. Zum Beispiel ist in Europa das Serovar Hardjo in Rindern, Serovar Pomona in 

Schweinen und das Serovar Icterohaemorrhagiae in der Wanderratte verbreitet (ELLIS. 2015, HEUSER 

et al. 2017, STRUTZBERG-MINDER und KREIENBROCK. 2011). Es wird allgemein angenommen, dass 

Kleinsäuger Hauptwirt von Leptospiren sind. Sie zeigen kaum klinische Veränderungen und scheiden 

den Erreger nach Infektion lebenslang aus (BHARTI et al. 2003). Aber auch in der Kleinsäugerpopulation 

gibt es Unterschiede zwischen den Gattungen. Es stellt sich die Frage, ob die Rötelmaus der Hauptwirt 

für eine bestimmte Leptospirenspezies oder ein bestimmtes Leptospirenserovar ist. 

In früheren Studien wurde eine unterschiedliche Verteilung von Leptospiren in Kleinsäugern in 

Deutschland festgestellt. In Feldmäusen, die ihr Habitat auf Feldern und Grünland haben, wurden 

Leptospira spp. Prävalenzen von bis zu über 30% dokumentiert. Die Prävalenz bei Feldmäusen war 

signifikant höher als bei Kleinsäugern, die ihr Habitat im Wald haben (JESKE et al. 2021b, FISCHER et 

al. 2018). Neben höheren Prävalenzen wurde auch eine andere Verteilung der Leptospirenspezies 

festgestellt. In Feldmäusen wurde fast ausschließlich L. kirschneri ST110 nachgewiesen (FISCHER et al. 

2018, JESKE et al. 2021b, MAYER-SCHOLL et al. 2014). Es wird davon ausgegangen, dass die Feldmaus 

der Hauptwirt von L. kirschneri ist (FISCHER et al. 2018, MAYER-SCHOLL et al. 2014). Im Gegensatz dazu 

wurden in Mäusen, die ihr Habitat vornehmlich in Wäldern haben (Waldmaus, Gelbhalsmaus, 

Rötelmaus) (HAUER et al. 2009), Infektionen mit L. interrogans ST24, L. kirschneri ST110 und ST117 und 

L. borgpetersenii ST197 und ST146 nachgewiesen (FISCHER et al. 2018, JESKE et al. 2021b, OBIEGALA 

et al. 2016).  

Diese Beobachtung konnte in der durchgeführten Studie bestätigt werden. In den untersuchten 

Rötelmäusen wurden sowohl L. interrogans ST24, L. kirschneri ST110, als auch L. borgpetersenii ST197 

nachgewiesen. Die Spezies L. interrogans wurde als häufigste Art bei den real-time PCR-positiven 

Proben identifiziert (p<0,0001). Dieses Ergebnis unterscheidet sich von früheren Studien, in denen 

Rötelmäuse häufiger mit L. kirschneri, als mit L. interrogans infiziert waren (MAYER-SCHOLL et al. 2014, 

JESKE et al. 2021b, OBIEGALA et al. 2016). Es lässt sich schlussfolgern, dass in der Rötelmauspopulation 

mehrere Leptospirenspezies zirkulieren. Die Rötelmaus ist nicht Hauptwirt einer bestimmten Spezies 

oder eines Sequenztypes. Die gefundenen Leptospirenspezies und Sequenztypen wurden ebenfalls in 

einer Vielzahl anderer Kleinsäuger nachgewiesen: ST24 in Gelbhalsmaus, Waldmaus und dem 

Eurasischen Bieber (Castor fiber), ST110 in Gelbhalsmaus, Feldmaus und Waldspitzmaus (Sorex 
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araneus) und ST197 in Waldspitzmaus und Schabrackenspitzmaus (Sorex coronatus) (FISCHER et al. 

2018, OBIEGALA et al. 2016, WOLL et al. 2012).  

Die drei nachgewiesenen Leptospirenspezies kommen weltweit vor und sind als pathogen einzustufen 

(CAIMI und RUYBAL. 2020). Auf Grundlage der nachgewiesenen ST lassen sich zusätzlich verschiedene 

Serogruppen und Serovare zuordnen. 

Leptospira interrogans ST24 wird der Serogruppe Australis Serovar Bratislava, Jalna, Lora und 

Muenchen zugeordnet (PubMLST, https://pubmlst.org, Abrufdatum: 27.04.2021) In Polen konnte die 

Serogruppe Australis in Ziegen nachgewiesen werden. Die untersuchten Tiere zeigten zum Zeitpunkt 

der Untersuchung keine klinischen Veränderungen. In den Betrieben wurden jedoch Aborte 

dokumentiert, die möglicherweise auf die Leptospira-Infektion zurückzuführen waren (CZOPOWICZ et 

al. 2011). Schweine zeigen bei Infektion mit der Serogruppe Australis Serovar Bratislava eine reduzierte 

Fruchtbarkeit und Aborte. Durch eine lange Persistenz des Erregers kann es unbemerkt zur 

Durchseuchung des Betriebes kommen, wodurch vor allem wirtschaftliche Verluste entstehen 

(HAMOND et al. 2015, ELLIS et al. 1986). In Italien konnte auch in Wildschweinen L. interrogans Serovar 

Bratislava nachgewiesen werden (CILIA et al. 2020). Hunde erkranken nach Infektion mit Leptospiren 

der Serogruppe Australis schwer. Zum Krankheitsbild gehören Nierenversagen, systemische 

Entzündung und Organversagen (BALBONI et al. 2020). In Katzen wurde ebenfalls die Serovar 

Bratislava festgestellt. Im Gegensatz zum Hund zeigen Katzen jedoch keine klinischen Veränderungen 

(WEIS et al. 2017). 

Leptospira kirschneri ST110 gehört zur Serogruppe Grippotyphosa, Serovar Grippotyphosa, 

Vanderhoedeni, Valbuzzi (PubMLST, https://pubmlst.org, Abrufdatum: 27.04.2021). Die Serogruppe 

Grippotyphosa kann bei Schafen vereinzelt schwere klinische Verläufe mit Hämaturie, Ikterus und Tod 

führen (ELLIS. 2015). Bei Pferden führt die Infektion mit dem Serovar Grippotyphosa zu schweren 

Krankheitsverläufen mit Fieber, Ikterus, Nierenversagen, Aborten und Geburt lebensschwacher 

Fohlen. Die Infektion mit Leptospiren wird weiterhin als Ursache der Equinen Rezidivierenden Uveitis 

diskutiert (DIVERS et al. 2019, HAMOND et al. 2016). Hunde können nach Infektion mit dem Serovar 

Grippotyphosa ebenfalls schwere klinische Veränderungen, wie Lethargie, Gewichtsverlust, Ikterus, 

Dehydratation und rot-braunen Urin ausbilden (GEISEN et al. 2007). Die Serogruppe Grippothyphosa 

kann auch beim Menschen zur Erkrankung führen. Im Jahr 2007 infizierten sich 13 Erdbeerpflücker in 

Deutschland mit Leptospiren der Serogruppe Grippotyphosa. Die Patienten litten an Kopfschmerzen, 

Gliederschmerzen, gastrointestinalen Symptomen, respiratorischen Symptomen, Konjunktivitis, 

Ikterus und Nierenversagen. Ansteckungsursache war der Kontakt zu mit Nagerurin-kontaminiertem 

Wasser (DESAI et al. 2009).  

Die Leptospirenspezies L. borgpetersenii mit dem ST197 wird der Serogruppe Sejroe zugeordnet 

(PubMLST, https://pubmlst.org, Abrufdatum: 27.04.2021). Vor allem Rinder sind für diese Serogruppe 
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empfänglich. Die bovine Leptospirose ist verantwortlich für reduzierte Fruchtbarkeit und verringerte 

Milchleistung. Die Tiere sind persistent infiziert und verbreiten die Leptospiren in der Umwelt, somit 

stellen sie eine Infektionsquelle für andere Tiere und den Menschen dar (PINNA et al. 2018, ELLIS. 

2015). 

Die Vielzahl unterschiedlicher Serogruppen und Serovare, die in der vorliegenden Studie in der 

Rötelmaus gefunden wurden, sind für ein breites Spektrum von Wirten pathogen. Schwere klinische 

Verläufe bei Menschen und Tieren, sowie wirtschaftliche Verluste sind möglich. Dies unterstreicht die 

große Bedeutung der Rötelmaus als Überträger von Leptospira spp. und die potentielle Gefahr für den 

Menschen. 

Ein weiteres Ziel der durchgeführten Studie war die Untersuchung des Einflusses von individuellen 

Faktoren, der Saison und der Populationsdichte auf die Prävalenz von Leptospira spp. in Rötelmäusen. 

In mehreren Studien wurde gezeigt, dass mit zunehmendem Alter von Kleinsäugern die 

Infektionswahrscheinlichkeit steigt (FISCHER et al. 2018, MAYER-SCHOLL et al. 2014, IVANOVA et al. 

2012, KRØJGAARD et al. 2009, HIMSWORTH et al. 2013). Diese Beobachtung konnte für Rötelmäuse 

bestätigt werden. In allen drei untersuchten Jahren nahm die individuelle Infektionswahrscheinlichkeit 

mit steigendem Körpergewicht zu. Der Zusammenhang stellte sich am deutlichsten im Jahr 2020 

(p<0,001) dar und weniger deutlich in den Jahren 2019 (p=0,045) und 2018 (p=0,071). Ursache für die 

geringere Infektionswahrscheinlichkeit in Jungtieren waren möglicherweise maternale Antikörper, die 

von den infizierten Muttertieren auf den Nachwuchs übertragen wurden (BIRNBAUM et al. 1972). Mit 

zunehmendem Alter und Beginn der Geschlechtsreife, kam es zu vermehrtem Kontakt zur Umwelt 

(TAMARIN et al. 1990, MARCHLEWSKA-KOJ et al. 1989). Die indirekte Ansteckung durch Kontakt zu mit 

Leptospiren kontaminiertem Wasser oder Schlamm war erhöht. Zusätzlich wurde durch engen Kontakt 

zu Artgenossen bei Revierkämpfen und während der Paarung (TAMARIN et al. 1990) die direkte 

Übertragung verstärkt. Ein weiterer Grund für die höhere Prävalenz in älteren Tieren ist die 

lebenslange Persistenz von Leptospiren im Nierenepithel (BHARTI et al. 2003). Bei der Betrachtung des 

Alters muss berücksichtigt werden, dass das Körpergewicht kein optimales Mittel zur exakten 

Bestimmung des individuellen Alters eines Tieres ist. Je nach Nahrungsangebot und Jahreszeit kann 

das Gewicht unabhängig vom Alter schwanken (MORRIS. 1972). Die Tiere können mit Hilfe des 

Gewichts jedoch in Altersgruppen eingeteilt werden und eine Vergleichbarkeit innerhalb einer 

Population ist möglich (BAJER et al. 2002). 

Neben dem Gewicht hatte auch das Geschlecht Einfluss auf die Prävalenz von Leptospira spp. in 

Rötelmäusen, jedoch nur in Jahren mit erhöhter Reproduktion. Im Jahr 2019 waren männliche 

Rötelmäuse signifikant häufiger mit Leptospiren infiziert als weibliche (p=0,015). Die bereits 

beschriebene Massenvermehrung 2019 führte zu einer erhöhten Abundanz. Mit steigendem 

Populationsdruck können vermehrt aggressiven Auseinandersetzungen zwischen Artgenossen 
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beobachtet werden. Zusätzlich kommt es zu vermehrten Kontakt mit unterschiedlichen 

Sexualpartnern (TAMARIN et al. 1990, MARCHLEWSKA-KOJ et al. 1989). Die Wahrscheinlichkeit, direkt 

oder indirekt mit Leptospiren in Kontakt zu kommen, war somit erhöht. Im Unterschied dazu wurden 

in den Jahren ohne Massenvermehrung (2018 und 2020) keine signifikanten Unterschiede zwischen 

den Geschlechtern festgestellt. In früheren Studien wurden unterschiedliche Ergebnisse zum Einfluss 

des Geschlechtes dokumentiert. In einer Studie in Deutschland waren männliche Rötelmäuse 

signifikant häufiger mit Leptospiren infiziert als weibliche (FISCHER et al. 2018). Auch in anderen 

Studien wurden Unterschiede zwischen den Geschlechtern bei Ratten und experimentell infizierten 

Hamstern dokumentiert (GOMES et al. 2018, KRIJGER et al. 2019). Andere Studien in Europa zeigten 

jedoch keinen Einfluss des Geschlechtes auf die Prävalenz in Kleinsäugern verschiedener Spezies 

(IZQUIERDO-RODRÍGUEZ et al. 2020, KRIJGER et al. 2020, HEUSER et al. 2017). Der Einfluss des 

Geschlechts auf die Infektionswahrscheinlichkeit konnte in dieser Studie nicht abschließend geklärt 

werden.  

Eine saisonale Abhängigkeit der Leptospira spp.-Prävalenz in Kleinsäugern konnte bereits in mehreren 

Studien dokumentiert werden. Die untersuchten Kleinsäuger zeigten eine steigende Prävalenz im 

Jahresverlauf, mit der höchsten Prävalenz im Herbst (FISCHER et al. 2018, JESKE et al. 2021b).  

In der durchgeführten Studie wurden unterschiedliche saisonale Verläufe in den drei untersuchten 

Jahren festgestellt. In den Jahren 2018 und 2020 wurden die höchsten Prävalenzen im Frühjahr und 

die niedrigsten Prävalenzen im Sommer verzeichnet. 

Ursache hierfür war die Zusammensetzung der Rötelmauspopulation. Im Frühjahr bestand die 

Population vermehrt aus überwinterten adulten Tieren. Diese persistent infizierten Tiere trugen den 

Erreger in die nächste Generation. Mit Beginn der Fortpflanzungsphase erfolgte eine Verschiebung der 

Population zu vermehrt jungen Tieren, die eine geringere Infektionswahrscheinlichkeit hatten als 

adulte Tiere. Dieser „juvenile dilution effect“ wurde ebenfalls bei PUUV-Infektionen in Rötelmäusen 

beschrieben (MILLS et al. 1999, REIL et al. 2017). Im Herbst stieg das Durchschnittsalter der Tiere 

wieder, da nur adulte Individuen überwintern können (KORSLUND und STEEN. 2006, REIL et al. 2017). 

Wie bereits dargestellt haben ältere Tiere eine höhere Wahrscheinlichkeit mit Leptospiren infiziert zu 

sein, wodurch die Prävalenz zum Jahresende hin stieg. Zusätzlich wurde die geringe Prävalenz im 

Sommer durch die extreme Dürre im Sommer 2018 und 2020 verstärkt. Die Überlebensfähigkeit von 

Leptospiren in der Umwelt war reduziert und dadurch die indirekte Ansteckungswahrscheinlichkeit 

verringert. Ein Zusammenhang zwischen Rötelmaus-Abundanz und Leptospiren-Prävalenz konnte in 

den Jahren 2018 und 2020 nicht festgestellt werden. 

Ein anderer Verlauf stellt sich im Jahr 2019 dar. Die Prävalenz war am niedrigsten im Frühling und 

erreichte den höchsten Wert im Herbst. Ursache hierfür war eine erhöhte Rötelmausabundanz, 

ausgelöst durch die Buchenmast im Jahr 2018 (BINDER et al. 2020). Die statistische Auswertung hat 
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gezeigt, dass im Sommer 2019 die Abundanz noch einen geringen Einfluss auf die Prävalenz hatte 

(p=0,042). Die Prävalenz stieg leicht auf Flächen, auf denen bereits im Frühjahr die 

Rötelmauspopulation hoch war (p=0,038). Im Herbst 2019 nahm die Prävalenz in allen Gebieten mit 

steigender Abundanz zu (p=0,005).  

Eine erhöhte Abundanz führte zu engerem Kontakt zwischen Individuen und erhöhter Konkurrenz um 

Nahrung, Sexualpartner und Lebensraum (MARCHLEWSKA-KOJ et al. 1989, TAMARIN et al. 1990). Die 

direkte Übertragung von Leptospira spp. zwischen den Artgenossen war dadurch erhöht. Weiterhin 

kam es zu einer vermehrten Ausscheidung von Leptospiren in die Umwelt, da Rötelmäuse ihr Revier 

durch Urin markieren (TAMARIN et al. 1990). Die Wahrscheinlichkeit einer indirekten Ansteckung war 

somit zusätzlich erhöht.  

Der Zusammenhang von Abundanz und Prävalenz konnte ebenfalls für die PUUV-Prävalenz in 

Rötelmäusen beschrieben werden. Mit ansteigender Abundanz, aufgrund der Buchenmast, kam es zu 

einem signifikanten Anstieg der PUUV-Prävalenz innerhalb der Rötelmauspopulation (BINDER et al. 

2020). In dieser Studie konnte gezeigt werden, dass die Abundanz ebenfalls Einfluss auf das individuelle 

Infektionsrisiko von Rötelmäusen mit Leptospiren hatte. Dies traf jedoch nur auf Jahre mit erhöhter 

Reproduktion zu. In den Jahren ohne Massenvermehrung 2018 und 2020 konnte kein statistischer 

Zusammenhang zwischen der Abundanz und der Leptospira-Prävalenz in Rötelmäusen festgestellt 

werden. Ein statistischer Schwellenwert ab dem die Abundanz Einfluss auf das Infektionsgeschehen 

von Leptospira spp. in Rötelmäusen zeigt, konnte in dieser Studie leider nicht berechnet werden. 

Weitere Studien sind notwendig um den Einfluss der Abundanz in der Epidemiologie von Leptospira 

spp. abschließend zu klären.  

Trotz der moderaten bis hohen Prävalenzen von Leptospiren in Rötelmäusen in der untersuchten 

Region in Nordwest-Deutschland, waren die dokumentierten humanen Fallzahlen in den 

entsprechenden Landkreisen auf einem niedrigen Niveau (Inzidenz=0,09/100.000 Einwohner (RKI, 

SurvStat@RKI 2.0, https://survstat.rki.de, Abrufdatum: 27.08.2021). Aufgrund der teilweise 

unspezifischen klinischen Präsentation und einem geringen Bewusstsein für die Erkrankung, ist 

Leptospirose eine häufig unterdiagnostizierte Krankheit. Es ist davon auszugehen, dass die 

tatsächlichen Fallzahlen höher sind (BROCKMANN et al. 2016). Mögliche Infektionsquellen für den 

Menschen sind der direkte Kontakt zu infizierten Rötelmäusen oder der indirekte Kontakt zu mit 

Rötelmausurin kontaminiertem Wasser oder Schlamm. Ärzte und Tierärzte sollten die Leptospirose als 

mögliche Differentialdiagnose bei fieberhaften Erkrankungen auch in Deutschland in Betracht ziehen. 

Ein Anstieg der humanen Fallzahlen ist zu befürchten, da der Klimawandel zu vermehrten Starkregen 

und Überflutungen führen kann (MCMICHAEL et al. 2006). Die Flutkatastrophe in Teilen Nordrhein-

Westphalens und Rheinland-Pfalz im Sommer 2021 hat dies eindrücklich gezeigt. Auch die 

zunehmende Beliebtheit von Outdoor-Aktivitäten kann zu einer steigenden Infektionsgefahr in der 
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Bevölkerung führen. Andererseits kann es im Rahmen des Klimawandels auch vermehrt zu Dürren 

kommen (MCMICHAEL et al. 2006). Das Überleben von Leptospira spp. in der Umwelt würde dadurch 

stark reduziert werden und möglicherweise zu einem geringeren Ansteckungsrisiko führen. Die 

Verbreitung von Leptospiren in Rötelmäusen, aber auch anderen Nagetieren, die als Reservoir für 

Leptospiren dienen, sollte weiterhin beobachtet werden. Wie in dieser Studie gezeigt, kann der Erreger 

auch bei Dürre in der Rötelmauspopulation persistieren und eine potentielle Infektionsquelle für den 

Menschen bilden.  
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Einleitung 

Leptospirose ist eine weltweit vorkommende, zoonotische Erkrankung. Ausbrüche humaner 

Leptospirose sind meist mit niedrigen Hygienestandards und extremen Wetterereignissen, wie 

Starkregen und Überschwemmungen, assoziiert. Endemische Gebiete befinden sich in Lateinamerika 

und Asien, aber auch in Gebieten mit moderatem Klima und hohen Hygienestandards treten 

Erkrankungen auf. Das Hauptreservoir von Leptospiren sind Kleinsäuger. Diese sind persistent infiziert 

und scheiden das Bakterium in die Umwelt aus. Menschen infizieren sich durch direkten Kontakt zu 

Urin von infizierten Tieren oder indirekt durch Kontakt zu kontaminiertem Wasser oder Schlamm.  

Ziele der Untersuchungen 

Bisher gibt es nur wenige Studien zum Vorkommen von Leptospiren in Rötelmäusen in Deutschland. 

Derzeit ist unklar, wie die Infektionswahrscheinlichkeit durch individuelle Faktoren und die 

Populationsdichte beeinflusst wird. Ziel der Studie war es deshalb die Verbreitung und die Vielfalt von 

Leptospiren in Rötelmäuse zu untersuchen. Es wurde der Einfluss von individuellen Faktoren, wie 

Gewicht und Geschlecht, sowie Jahreszeit und Populationsdichte auf die Prävalenz untersucht. 

Tiere, Material und Methoden 

Für die Studie wurden Rötelmäuse in einem zusammenhängenden Gebiet, das Teile von Nordrhein-

Westphalen und Niedersachsen einbezieht, in den Jahren 2018 bis 2020 gefangen und seziert. Aus den 

Nierenproben dieser Tiere wurde DNA extrahiert und mittels einer quantitativen real-time PCR 

untersucht, die das partielle lipl32 Gen detektiert. Im Anschluss wurden positive Proben mittels einer 

Single-Locus-Sequenztypisierung auf die Leptospirenspezies untersucht. Um den Sequenztyp zu 

analysieren, wurde zusätzlich eine Multi-Locus-Sequenztypisierung durchgeführt. Die 

Konfidenzintervalle (95% KI), für die Prävalenz von Leptospiren in der Rötelmaus, wurden mit der 

Methode nach Clopper und Pearson in GraphPad-Software errechnet. Die Häufigkeit einzelner 

Leptospirenspezies wurde mittels Chi-Quadrat Test verglichen. Der Einfluss individueller 

Charakteristika der Rötelmäuse, sowie Jahreszeit und Abundanz wurde in einem linear gemischten 

Model mit Hilfe des lme4 Pakets in R-Software berechnet. 
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Ergebnisse 

In der Studie konnten insgesamt 1817 Rötelmäuse, an 2 Standorten in Nordrhein-Westfalen und 4 

Standorten in Niedersachsen, in den Jahren 2018 (n=263), 2019 (n=1116) und 2020 (n=438) gefangen 

werden. Die meisten Rötelmäuse wurden im Jahr 2019 dokumentiert. Ursache hierfür war die 

Buchenmast 2018, die zu einer Massenvermehrung der Rötelmaus im Jahr 2019 führte. 

Es konnte eine Gesamtprävalenz für Leptospiren von 7,5% (95% KI: 6,4 – 8,9) ermittelt werden. 

Folgende Leptospirenspezies und Sequenztypen wurden detektiert: L. interrogans ST24, L. kirschneri 

ST110 und L. borgpetersenii ST197. Die am häufigsten nachgewiesene Leptospirenspezies war L. 

interrogans (χ²=42,466, df=1, p<0,0001).  

Mit steigendem Gewicht nahm die individuelle Infektionswahrscheinlichkeit zu. Der Einfluss der 

Jahreszeit stellte sich im untersuchten Zeitraum unterschiedlich dar. In den Jahren ohne 

Massenvermehrung (2018 und 2020) wurden die höchsten Prävalenzen im Frühjahr festgestellt. Im 

Gegensatz dazu stieg im Jahr mit Massenvermehrung (2019) die Prävalenz im Jahresverlauf und 

erreichte den höchsten Wert im Herbst 2019 (23%). Die Abundanz und das Geschlecht zeigten nur im 

Jahr 2019 einen Einfluss auf die Infektionswahrscheinlichkeit. Ein Schwellenwert, ab dem die Abundanz 

Einfluss auf die Prävalenz zeigt, konnte in dieser Studie nicht berechnet werden. 

Schlussfolgerungen 

Insgesamt konnte eine moderate Prävalenz von Leptospiren mit 7,5% ermittelt werden. Die Prävalenz 

war abhängig von Standort, Jahr und Saison und erreichte den höchsten Wert im Herbst 2019 (23%). 

Die nachgewiesenen Leptospirenspezies können schwere Krankheitsverläufe bei Menschen und Tieren 

auslösen. Auch wenn die humanen Fallzahlen in Deutschland gering sind, hat diese Studie gezeigt, dass 

Leptospiren in der Rötelmauspopulation zirkulieren. Ein Anstieg humaner Leptospirosefälle ist zu 

befürchten, da es ausgelöst durch den Klimawandel vermehrt zu extremen Wetterereignissen, wie 

Starkregen oder Überschwemmungen, kommen kann. 
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Introduction 

Leptospirosis is a worldwide emerging zoonotic disease. Outbreaks of human leptospirosis are usually 

associated with low hygiene standards and extreme weather events, such as heavy rainfall and 

flooding. Endemic areas are located in Latin America, and Asia, but the disease also occurs in areas 

with moderate climate and high hygiene standards. The main reservoir of Leptospira spp. are small 

mammals. These are persistently infected and excrete the bacterium into the environment. Humans 

become infected through direct contact to urine of infected animals or indirectly through contact to 

contaminated water or soil.  

Aims of the study 

To date, there have been few studies on the occurrence of leptospires in bank voles in Germany. 

Currently, it is unclear how the probability of infection is influenced by individual factors and 

population density. Therefore, the aim of this study was to investigate the distribution and diversity of 

Leptospira spp. in bank voles. The influence of individual factors, such as weight and sex, as well as 

season and population density on the prevalence was investigated. 

Animals, material and methods 

For this study, bank voles were trapped in a transect covering parts of North Rhine-Westphalia and 

Lower Saxony in the years 2018 to 2020. After necropsy, DNA was extracted from kidney samples and 

analyzed by quantitative real-time PCR targeting the partial lipl32 gene. Further, samples with a 

positive result were analyzed by Single locus sequence typing to detect the Leptospira species. Multi 

locus sequence typing was performed, to analyze the sequence type. Confidence intervals (95% CI) for 

prevalence of Leptospira spp. in bank voles were determined by the Clopper and Pearson method with 

GraphPad-software. Independence of compared sample sizes was tested with the two-tailed chi-

squared test. To analyze the Leptospira spp. prevalence variations within bank vole hosts, we 

generated a generalized linear mixed model using the lme4 package within the R-software. 

Results 

In the study, a total of 1817 bank voles were captured at 2 sites in North Rhine-Westphalia and 4 sites 



 

46 
 

in Lower Saxony in the years 2018 (n=263), 2019 (n=1116), and 2020 (n=438). The highest number of 

bank voles were documented in 2019. This was caused by beech mast in 2018 which led to an increased 

reproduction of bank voles in 2019. 

An overall prevalence for leptospires of 7.5% (95% CI: 6.4 - 8.9) was determined and the following 

leptospiral species and sequence types were detected: L. interrogans ST24, L. kirschneri ST110, and 

L. borgpetersenii ST197. The most frequently detected leptospiral species was L. interrogans 

(χ²=42.466, df=1, p<0.0001).  

The individual probability of infection increased with increasing body weight. The influence of season 

on the individual infection probability presented differently in the study period. In the years with low 

reproduction (2018 and 2020), the highest prevalences were observed in spring. In contrast to that, in 

the year with high reproduction (2019), the prevalences increased during the year and reached the 

highest value in autumn 2019 (23%). Abundance and sex had only an impact on the infection 

probability in 2019. A threshold value at which the abundance showed an influence on the prevalence, 

could not be calculated in this study. 

Conclusions 

Overall, a moderate Leptospira spp. prevalence of 7.5% was found. Prevalence was dependent on 

location, year, and season, reaching the highest value in fall 2019 (23%). The detected Leptospira 

species can cause severe disease in humans and animals. Although human case numbers in Germany 

are low, this study has shown that leptospires circulate in the bank vole population. An increase in 

human cases of leptospirosis is to be feared, since extreme weather events, such as heavy rain or 

flooding, may occur more frequently as a result of climate change. 
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