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1 Einleitung

Die Leptospirose ist eine weltweit vorkommende Zoonose. Es wird geschatzt, dass jahrlich liber eine
Million Menschen daran erkranken (COSTA et al. 2015). Der Krankheitsverlauf beim Menschen ist
haufig unspezifisch mit grippedhnlichen Symptomen, aber schwere Krankheitsverlaufe mit Fieber,
Ikterus, Nierenversagen und Lungenblutungen kénnen auftreten. Die Sterblichkeit liegt bei 5% aller
bestatigten Leptospirosefalle (COSTA et al. 2015, MUNOZ-ZANZI| et al. 2020). Aufgrund des haufig
unspezifischen Krankheitsverlaufes und einem geringen Bewusstsein fir 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 Sid-, Lateinamerika und Asien endemisch. Extreme
Wetterereignisse wie Starkregen und Uberflutungen, sowie schlechte Hygieneverhiltnisse sind oft der
Grund fur Krankheitsausbriiche (LAU et al. 2018, MUNOZ-ZANZI et al. 2020). Die Ansteckung des
Menschen erfolgt Uber den direkten Kontakt zu infizierten Tieren oder durch Kontakt zu
kontaminiertem Wasser oder Schlamm. Eintrittspforten sind hierbei Verletzungen und die serdsen
Schleimhaute (BHARTI et al. 2003).

Jedes Siugetier kann an Leptospirose erkranken und ein potentieller Ubertrager sein (ELLIS. 2015).
Eine besondere Rolle nehmen jedoch Kleinsauger ein. Nach der Ansteckung sind Kleinsduger persistent
infiziert und scheiden Leptospiren lebenslang Giber 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 Kleinsdugern
verschiedener Spezies mit einer Pravalenz 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 Rételmaus
(Clethrionomys glareolus) ist eine in Deutschland und Europa weit verbreitete Kleinsdugerspezies. Sie
besiedelt Walder, Heiden und Gebuiischlandschaften. Neben ldandlichen Regionen werden auch urbane
Gebiete wie Parks, Industriegebiete und Garten 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 Rotelmausen. In
vorangegangenen Studien wurden vordergriindig die Pravalenz und die Verbreitung verschiedener
Leptospirenspezies untersucht. Der Einfluss von Populationsdichte, Saison und individueller Faktoren
auf die Pravalenz in Rotelmausen wurde bisher wenig untersucht. Ziel dieser Studie war es daher die
Verbreitung von Leptospira spp. in Rételmdusen in einem zusammenhdngenden Gebiet in Teilen
Nordrhein-Westfalens und Niedersachsens zu analysieren. Neben der Pravalenz 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 zusatzlich der Einfluss
individueller Faktoren wie Gewicht und Geschlecht, sowie von Jahreszeit und Abundanz auf die

Pravalenz von Leptospira spp. in Rotelmadusen untersucht werden.



2 LiteraturUbersicht

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 angeziichtet werden (ADLER. 2015,
STIMSON. 1907, INADA et al. 1915). In antiken Berichten aus Asien wird das Krankheitsbild des
,Reisfiebers” mit Symptomen ahnlich der Leptospirose beschrieben. In anderen Regionen der Welt
gibt es ebenfalls Berichte liber Herbstfieber, Schlammfieber oder die Schweinehiiterkrankheit. Es ist
daher zu vermuten, dass das Krankheitsbild der Leptospirose schon vor der Erstbeschreibung bekannt
war (ADLER. 2015).

Leptospiren sind spiralig gebogene Bakterien mit hakenférmigen Enden, die zur Gruppe der
Spirochaten gehort. Der Erreger ist circa 6-20 um lang und 0,1 um im Durchmesser breit (CAMERON.
2015). Im Periplasma befinden sich Endoflagellen. Diese geben dem Bakterium seine spiralige Form
und ermoglichen eine eigenstdndige 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. Zusatzlich 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 Uber 300 Serovare
unterteilt. Mehrere Serovare kdnnen 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 tber 1,03 Millionen
humanen Fallen jahrlich (COSTA et al. 2015). In tropischen und subtropischen Regionen kommt es vor
allem in Folge starker Regenfille und Uberflutungen zu regelmaRigen Ausbriichen (LAU et al. 2018,
MUNOZ-ZANZI et al. 2020).

Besonders betroffen sind Entwicklungsldander mit niedrigen Hygienestandards und extensiver
Landwirtschaft (BHARTI et al. 2003). Sowohl urbane als auch landliche Regionen kdnnen
gleichermalen betroffen sein (BHARTI et al. 2003). In einer retrospektiven Studie zu Leptospirose-

Ausbriichen im Zeitraum 1970 — 2012 wurde ermittelt, dass die haufigsten Ausbriiche in Lateinamerika



und der Karibik (35,8%) gemeldet wurden, gefolgt von Siidasien (12,9%) und Nordamerika (10,7%)
(MUNOZ-ZANZI et al. 2020).

Feld-, Forst-, Minenarbeiter, Landwirte, Fleischer und Tierarzte 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 erhdhten 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, erhoht
ebenfalls das Risiko einer Infektion (BROCKMANN et al. 2016, MORI et al. 2017).

Leptospirose ist nicht nur eine Gefahr in tropischen Landern, sondern stellt ebenfalls in gemaRigten
Klimazonen eine Gefahr fiir die Offentliche Gesundheit dar. In Deutschland schwankt die humane
Inzidenz seit dem Beginn der Meldepflicht 2001 zwischen 0,06 und 0,24 Fallen pro 100.000 Einwohnern
(RKI, SurvStat@RKI 2.0, https://survstat.rki.de/, Abrufdatum: 18.08.2021). Lokale Ausbriiche 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 Krankheitsfallen (n=159) dokumentiert. Die
Ansteckung erfolgte bei Uber 64% der Falle vermutlich in Deutschland und konnte keinem lokalen
Ausbruch zugeordnet werden (RKI. 2020). Ein leichter Riickgang humaner Leptospirosefille (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
Falle wurden in Sud- und Westdeutschland festgestellt (Baden-Wirttemberg: 26 Fille, Bayern: 25
Falle, Nordrhein-Westfalen: 18 Félle). 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 fiir die Offentliche Gesundheit

darstellen.
2.1.3  Ubertragungszyklus 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 iber den Urin ausgeschieden und in der Umwelt verbreitet (BHARTI
et al. 2003). Das Uberleben von Leptospira spp. ist auBerhalb des Wirtes abhingig von Feuchtigkeit der
Umgebung, Temperatur, pH-Wert und UV-Strahlung (BIERQUE et al. 2020, NAU et al. 2020). In



verdiinntem Tierurin Uberleben Leptospiren bis zu drei Tage nach der Ausscheidung. In stehenden und
langsam flieRenden Gewassern konnen 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). Mogliche Eintrittspforten sind hierbei die
Schleimhaute der Augen, Mund, Nase und Genitaltrakt, Verletzungen der Haut und orale Aufnahme
(STERN et al. 2010, BHARTI et al. 2003, HAAKE und LEVETT. 2015). Zusatzlich ermoglicht die Persistenz
auf genitalen Schleimhiuten eine horizontale und vertikale Ubertragung 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 Saugetier
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 Veranderungen
auftreten. Der Hauptwirt dient als Reservoir und ist hoch empfanglich fir eine Infektion.

Nebenwirte hingegen entwickeln teilweise schwere Krankheitsverlaufe, die durch Fieber, lkterus,
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 Brandmause 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 Kleinséuger als Reservoir
Eine groRe Bedeutung im Ubertragungszyklus von Leptospiren haben Kleinsduger, da sie Wirt vieler

Leptospirenspezies sind und somit das natirliche 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 Kleinsduger persistieren. Die
Infektion flihrt zu geringgradigen Verdnderungen des Epithels und einer diffusen interstitiellen
Nephritis (STERLING und THIERMANN. 1981). Es wird jedoch davon ausgegangen, dass Kleinsduger
symptomlos sind und die Infektion mit Leptospiren keinen Einfluss auf die Gesundheit der Tiere hat. In
mehreren Studien konnte gezeigt werden, dass humane Falle auf den Kontakt zu infizierten Nagetieren
und deren Urin zurick zu fiihren sind (DESAI et al. 2009, AVIAT et al. 2009, MASUZAWA et al. 2006).
Weltweit schwankt die Pravalenz in Kleinsdugern je nach Region und Spezies. In der Wanderratte
(Rattus norvergicus) konnten Pravalenzen von 1,7% bis zu Gber 70% nachgewiesen werden (BOEY et
al. 2019). In Europa zeigten Untersuchungen verschiedener Kleinsdugerspezies unterschiedliche
Pravalenzen: 5,3% in den Niederlanden (KRIJGER et al. 2020), 7,3% in Osterreich (SCHMIDT et al. 2014),
10,4% in Korsika, Frankreich (IZQUIERDO-RODRIGUEZ et al. 2020), 3,1% - 12% in der Tschechischen
Republik (BALAZOVA et al. 2021), 7,9% - 12% in Spanien (MILLAN et al. 2018, JESKE et al. 2021a) und
bis zu 21,5% in Kroatien (TADIN et al. 2016). Mehrere Studien in Deutschland dokumentierten eine
Pravalenz von 6% bis 21,3% in Kleinsdaugern (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,
KOCIANOVA et al. 1993).

Bestimmte Spezies und Serovare von Leptospira spp. kdnnen einer bestimmten Wirtsspezies
zugeordnet werden, zum Beispiel ist L. kirschneri Serovar Grippotyphosa in Feldmausen (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
Rotelmausen, Waldmausen (Apodemus sylvaticus), Gelbhalsmausen (Apodemus flavicollis) und
Spitzmausen unterschiedliche Leptospirenspezies gefunden: L. interrogans, L. kirschneri und L.
borgpetersenii (FISCHER et al. 2018, JESKE et al. 20214, 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 verlauft haufig subklinisch oder mit nur milden, erkaltungsdhnlichen
Symptomen (BHARTI et al. 2003). Aber auch schwere Verlaufsformen mit einer durchschnittlichen
Sterblichkeitsrate von 5% bis 6,9% sind moglich (MUNOZ-ZANZI et al. 2020, COSTA et al. 2015).

Nach Eindringen in den Kérper und Ubertritt in den Blutstrom folgt eine unspezifische Phase mit

plotzlich einsetzendem Fieber, Schittelfrost, Kopfschmerz, unproduktivem Husten und



Muskelschmerz. In den ersten 7 Tagen kann eine Bakteridamie nachgewiesen werden, die nach 10
Tagen von Antikorpern neutralisiert wird (KARPAGAM und GANESH. 2020, HAAKE und LEVETT. 2015).
Der Patient kann, auch ohne Therapie, nach dieser Phase vollstdandig genesen. An die initiale Phase
kann sich eine zweite Phase mit schwerwiegender Organmanifestation schlieRen. Bei schweren
Verlaufsformen kommt es zu Meningitis, Pankreatitis, reduzierter Leber- und Nierenfunktion mit
einhergehenden abdominalen Beschwerden, lkterus und Hamorrhagien (KARPAGAM und GANESH.
2020, HAAKE und LEVETT. 2015). Eine sehr schlechte Prognose haben Patienten im Endstadium mit
Multiorganversagen und Hamorrhagien der Lunge (HAAKE und LEVETT. 2015).

Aufgrund dhnlicher Symptome ist die Unterscheidung zu anderen Infektionskrankheiten wie Malaria,
Dengue Fieber oder Influenza schwierig (COSTA et al. 2015, ELLIS et al. 2008). Typisch fiir Leptospirose
sind stark dilatierte KonjunktivalgefaRe und Himorrhagien 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).

Spatfolgen sind in Form von Uveitis, chronischer Midigkeit und kardialen Veranderungen maoglich
(HAAKE und LEVETT. 2015).

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

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

2.1.4.2 Leptospirose der Nutz- und Haustiere

Neben dem Menschen kénnen auch Haus-, Nutz- und Wildtiere klinische Symptome einer Leptospirose
entwickeln (ELLIS. 2015, ZELE-VENGUST et al. 2021). In der folgenden Tabelle 2 sind die Symptome der
wichtigsten Haus- und Nutztiere dargestellt.

Wie in Tabelle 2 ersichtlich, verlauft die Erkrankung in Nutztieren meist mit geringer Klinik. Durch die
persistente Ausscheidung kommt es unbemerkt zur gegenseitigen Ansteckung der Tiere. Dadurch
besteht ein erhohter Infektionsdruck bei Haltung groRRer Herden und verschiedener Spezies auf
gleichen Weideflachen (ELLIS. 2015, RYAN et al. 2012).

Aufgrund von reduzierter Milchleistung, Fruchtbarkeit und Geburt lebensschwacher Kalber 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 mogliche

Ansteckungsquelle fiir den Menschen betrachtet werden.



Tabelle 2 Klinisches Erscheinungsbild der Leptospirose in Nutz- und Haustieren

Tierart

Rind

Schaf

Schwein

Pferd

Hund

Katze

Symptome

Selten akute Erkrankung mit Fieber, Ikterus, Himoglobinurie und
Andmie

Meist chronischer Verlauf, gekennzeichnet durch Milchriickgang,
Abort und Geburt lebensschwacher Kalber

Bis zu 20 Monate Persistenz moglich

In Deutschland meldepflichtig laut §1TKrMeldpflV
Selten akute Erkrankung mit Hamaturie, Hamoglobinurie,
Ikterus, Abort

Chronische Erkrankung mit reduzierter Milchleistung und
Fruchtbarkeit

Meist subklinische Infektion mit persistierender Ausscheidung
In Deutschland meldepflichtig laut §1TKrMeldpflV

Subklinischer bis fataler Verlauf moglich

Adult: meist subklinisch mit chronischer Minderung der
Fruchtbarkeit, Abort und Geburt lebensschwacher Ferkel
Jungtiere: schwere Verlaufsformen mit Hamorrhagien, Ikterus
und Nierenversagen moglich

Meist subklinischer Verlauf

Selten akuter Verlauf mit Ikterus, Hamoglobinurie und
Nierenversagen, Abort und Geburt lebensschwacher Fohlen
Chronisch wird die Leptospirose als Ursache der Equinen

Rezidivierenden Uveitis (ERU) diskutiert

Akute Erkrankung mit Anorexie, Vomitus, gastrointestinalen
Symptomen, Fieber, lkterus, Pankreatitis, Niereninsuffizienz,
Polyurie, Polydipsie, Schwache und Muskelschmerz

Impfung gegen Leptospira interrogans Serovar Canicola,
Icterohaemorrhagiae, Australis und Grippotyphosa vorhanden

Meist subklinisch, aber persistenter Trager

Quelle
(ELLIS. 2015,
LILENBAUM
und MARTINS.
2014,
STRAUBINGER.

2015)

(ELLIS. 2015,
MARTINS et al.
2012)

(STRAUBINGER.
2015)
(ELLIS. 2015)

(ELLIS. 2015,

CIBULSKI  und
WOLLANKE.
2016,
STRAUBINGER.
2015)

(SCHULLER et

al. 2015, RKI.
2015a)

(WEIS et al
2017)



2.1.5 Diagnostik von Leptospira spp.

Leptospiren kdnnen abhangig vom Probenmaterial und Zweck der Untersuchung direkt oder indirekt
nachgewiesen werden.

In den ersten 10 Tagen nach Infektion kann in Folge der Bakteriamie der Erreger direkt im Blut
nachgewiesen werden. 5-7 Tage nach Beginn der Symptome koénnen Antikorper mittels
Mikroagglutinationstest (MAT) nachgewiesen werden. Dies gilt als Goldstandard in der
humanmedizinischen Diagnostik (CAMERON. 2015). Weiterhin moglich 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
durchgefiihrt werden. Nach Anzucht im Spezialmedium (EMJH-Medium) kann Leptospira unter dem
Dunkelfeldmikroskop oder durch Silberimpragnation sichtbar gemacht werden. Eine Anzucht aus
Probenmaterial ist sehr anspruchsvoll und zeitintensiv und eignet sich deshalb nicht zur
Schnelldiagnose am Patienten (CAMERON. 2015).

Molekularbiologisch kénnen Leptospiren mittels Polymerase-Kettenreaktion (PCR) nachgewiesen
werden. Hierbei wird zuerst auf das partielle lip/32 Gen mittels real-time PCR untersucht (GRAVEKAMP
et al. 1993, STODDARD et al. 2009). Im nachsten 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 kénnen anschlieBend den Serogruppen und Serovaren

zugeordnet werden.



2.2 Die Rotelmaus (Clethrionomys glareolus)

2.2.1 Taxonomie und Morphologie der Rotelmaus

In der Ordnung Rodentia ist die Superfamilie der Muroidea (Unterordnung Myomorpha) die groRte
Teilgruppe. Sie ist weltweit mit Gber 1500 Arten verbreitet (HUTTERER und MAIER. 2010). Die in der
Studie untersuchten Rotelmause gehoren zur Unterfamilie Arvicolinae (Wihlimause) der Familie
Cricetidae (Hamsterartige) (AULAGNIER et al. 2009).

Mit einer Kopf-Rumpf-Ldnge von 80 — 120 mm und einem Korpergewicht von 15 — 40 g ist die
Rotelmaus ein kleiner Vertreter dieser Unterfamilie. Der Schwanz ist maRig lang (Schwanzlange 35 —
60 mm, 50% der Kopf-Rumpf-Lange), stark behaart und endet mit einem kleinen Pinsel. Das Fell von
Riicken und Seiten ist rotlich-braun, die Unterseite ist deutlich abgesetzt silbrig-grau (AULAGNIER et
al. 2009). Die Rételmaus ist ein Pflanzenfresser und ernahrt sich vorwiegend von Samen, Friichten und

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

2.2.2 Verbreitung der Rotelmaus

Das grofRtenteils ddmmerungsaktive Tier kommt in Laub-, Misch- und Nadelwaldern vor, kann aber alle
Biotope Mittel-, Nord- und Osteuropas bis zu einer Hohe von 2600m (. NN besiedeln. Voraussetzung
sind ausreichend Buschwuchs und Hochstauden mit vereinzelten Baumen (AULAGNIER et al. 2009).
Aufgrund der lIsolation einzelner Rételmauspopulationen wahrend der letzten Eiszeit, kam es zur
Ausbildung verschiedener genetischer Linien (Karpatische Linie, Westliche Linie, Ostliche Linie,
Spanische Linie, Italienische Linie, Balkan-Linie, Kalabrische Linie und Ural-Linie). Aufgrund der
unterschiedlichen Genetik kénnen Riickschlisse Uber die Wiederbesiedlung nach der Eiszeit gezogen
werden (FILIPI et al. 2015). Phanotypisch unterscheiden sich die Linien jedoch nur in der Auspragung
der molaren Backenzdhne (LEDEVIN et al. 2010). In Deutschland ist vor allem die Westliche Linie
vertreten. Im Nordosten von Deutschland kann auch die Ostliche und die Karpatische Linie gefunden
werden (Abbildung 1).

Bei ausreichender Krautschicht besiedeln Rételmause auch urbane Gebiete wie Parks, Gartenanlagen,
Neubaugebiete und Industriegebiete. Im Winter kann es zum Eindringen in Hiduser kommen (WOLF.
2009). Ein enger Kontakt des Menschen zu Roételmausen und deren Exkrementen ist dadurch

wahrscheinlich.
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Abbildung 1 Verbreitung der Rételmaus 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 Rotelmaus

Die Populationsdichte der Rételmaus unterliegt in Europa starken Schwankungen. Das Uberleben von
Rotelmausen ist abhangig von Klima, Vegetation, Nahrungsangebot und Anzahl der Pradatoren.
Extreme Wetterereignisse kdnnen zu einer erhéhten Mortalitat fihren, aber auch durch giinstige
Bedingungen das Nahrungsangebot steigern und die Reproduktion fordern (IMHOLT et al. 2015,
JACOB. 2008).

In regelmafRigen Abstanden kommt es zu einer Massenvermehrung der R6telmaus, mit einem Anstieg
der Population um bis zu das Fiinffache im Vergleich zu Jahren mit niedriger Abundanz (REIL et al.
2018). Die Abundanzschwankungen treten regional unterschiedlich stark ausgepragt 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 Rotelmaus stark an das vorhandene Nahrungsangebot
geknlpft und weniger von der Anzahl der Pradatoren beeinflusst (REIL et al. 2018). Die Rotelmaus lebt
vorwiegend in Waldern und ernahrt sich pflanzlich von Knospen, Samen und Friichten (AULAGNIER et
al. 2009, WOLF. 2009). Die in deutschen Waldern am haufigsten vertretene Laubbaumspezies ist mit
15% die Buche (TI, https://bwi.info.de, Abrufdatum: 20.10.2021). In regelmaRigen Abstanden kommt
es zu einer gesteigerten Samenproduktion der Buche, der sogenannten Buchenmast (IMHOLT et al.
2017). Die Auspragung der Buchenmast ist regional unterschiedlich stark und abhéngig von

Klimabedingungen und der Verfligbarkeit von Ressourcen, wie Wasser und Stickstoff (SMAILL et al.
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2011, BINDER et al. 2020). Das gesteigerte Nahrungsangebot fiihrt zu einer erhéhten Uberlebensrate
im Winter und einer vermehrten Reproduktion. Milde Temperaturen im Winter verstarken diesen
Effekt zusatzlich und ermdglichen die Fortpflanzung auch im Winter (CLEMENT et al. 2009, IMHOLT et
al. 2017). Im darauffolgenden Jahr kann eine Uberdurchschnittliche Vermehrung der Rotelmaus
beobachtet werden. Beispielsweise dokumentierten Reil et al. (2015) im Jahr 2011 eine um 65%
erhohte Buchenmastintensitat als im Vorjahr 2010, was zu einer Steigerung der Rotelmausabundanz
um das Flinffache im Folgejahr 2012 fiihrte. In den Jahren ohne vorherige Buchenmast, war die

Abundanz auf einem niedrigen Niveau (Abbildung 2).

Intensitdt der Buchenmast im vorherigen Jahr
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Abbildung 2 Zusammenhang von Buchenmastintensitit, Rételmausabundanz und humaner PUUV

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

In mehreren Studien konnte der Zusammenhang zwischen der Intensitdt der Buchenmast und der
Vermehrung der Rotelmaus statistisch belegt werden (BINDER et al. 2020, REIL et al. 2015, IMHOLT et
al. 2017). Eine Vorhersage der Massenvermehrung wird dadurch ermdglicht (REIL et al. 2018).
Aufgrund des Klimawandels, und damit einhergehenden milderen Temperaturen, konnte es in Zukunft

haufiger zu Jahren mit Massenvermehrung der Rotelmaus kommen (IMHOLT et al. 2015). Dies ist
12



problematisch, da das massenhafte Auftreten von Rotelmausen zu Schaden in der Forstwirtschaft
fiihrt. Zusatzlich erhoht sich die Gefahr der Ubertragung zoonotischer Erreger auf den Menschen
(IMHOLT et al. 2017, REIL et al. 2017). Beispielsweise steigt die Inzidenz humaner Puumala-
Orthohantavirus-Falle mit steigender Rotelmausabundanz (Abbildung 2). Ursache hierfir ist die hohe
Durchseuchung der Population, die erhéhte Viruslast und die erhohte Wahrscheinlichkeit mit dem

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

2.2.4 Die Rételmaus als Reservoir und Ubertrdger von Zoonosen

Die Rotelmaus ist empfanglich fir eine Vielzahl zoonotischer Erreger und bildet somit eine potentielle
Ansteckungsquelle fir den Menschen, sowie Haus- und Nutztiere. In mehreren Studien wurden
folgende Zoonoseerreger in Rotelmdusen nachgewiesen: Puumala Orthohantavirus (PUUV),
Frihsommer-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 abschlielend geklart. Beide Erreger wurden aber ebenfalls
bereits in der Rételmaus nachgewiesen (RIGO et al. 2016, FEVOLA et al. 2020).

Leptospiren konnten bereits in mehreren Studien in Rotelmdusen mit einer Pravalenz 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 Pravalenz 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 Rételmaus 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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Simple Summary: Leptospirosis is a worldwide emerging zoonotic disease. Clinical symptoms
in humans range from mild flu-like symptoms to severe clinical disease with kidney failure and
multiple organ dysfunction. Infections occur after contact with infected animals or through water
and soil contaminated by urine of infected animals. Cases are mostly linked to occupational risk
groups such as field workers or farmers, but contact with pets and recreational activities like fresh
water sports also lead to a higher exposure risk. This study was conducted to evaluate the prevalence
and species distribution of Leptospira in bank voles in Germany. We analyzed the DNA of 1817 kidney
samples and detected a mean prevalence of 7.5% with the following pathogenic Leptospira species:
L. interrogans, L. kirschneri, and L. borgpetersenii. The individual infection risk in bank voles depended
on season, body weight and abundance of bank voles. Even if leptospirosis case numbers in Germany
are low, our study shows that pathogenic Leptospira spp. are present and a potential source for human
infection, which should be recognized by clinicians and veterinarians.

Abstract: Leptospirosis is a worldwide zoonotic disease with more than 1 million human cases
annually. Infections are associated with direct contact to infected animals or indirect contact to
contaminated water or soil. As not much is known about the prevalence and host specificity of
Leptospira spp. in bank voles (Clethrionomys glareolus), our study aimed to evaluate Leptospira spp.
prevalence and genomospecies distribution as well as the influence of season, host abundance and
individual characteristics on the Leptospira prevalence. Bank voles, which are abundant and widely
distributed in forest habitats, were collected in the years 2018 to 2020 in North-West Germany,
covering parts of North Rhine-Westphalia and Lower Saxony. The DNA of 1817 kidney samples
was analyzed by real-time PCR targeting the lipl32 gene. Positive samples were further analyzed
by targeting the secY gene to determine Leptospira genomospecies and multilocus sequence typing
(MLST) to determine the sequence type (ST). The overall prevalence was 7.5% (95% confidence
interval: 6.4-8.9). Leptospira interrogans (83.3%), L. kirschneri (11.5%) and L. borgpetersenii (5.2%) were
detected in bank voles. Increasing body weight as a proxy for age increased the individual infection
probability. Only in years with high bank vole abundance was this probability significantly higher
in males than in females. Even if case numbers of human leptospirosis in Germany are low, our
study shows that pathogenic Leptospira spp. are present and thus a persisting potential source for
human infection.

Biology 2021, 10, 933. https:/ /doi.org/10.3390/biology10090933
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1. Introduction

The genus Leptospira comprises a large group of spirochetal bacteria, which can be
genetically divided into 66 different species or serologically into 24 serogroups with more
than 300 serovars [1]. Additionally, Leptospira can be assigned to different sequence types
(ST) on a genetic base [1,2]. Species of the genus Leptospira can also be divided according to
their pathogenicity into pathogenic (P) and saprophytic (S) clades and two subclades each
(P1, P2, S1, S2). For many species the pathogenicity is not clear yet and they are listed as
likely pathogenic [3].

Leptospirosis is a potentially fatal zoonosis with more than 1 million human cases
worldwide annually [4]. Highly endemic areas are located in tropical and subtropical
regions and are characterized by poor hygiene, heavy rainfall and flooding [5]. Most
cases occur in Latin America (35.8%), followed by South Asia (12.9%) [6]. Recent studies
show that leptospirosis is also prevalent in highly developed countries with moderate
climate [7-13]. The European Centre for Disease Prevention and Control (ECDC) recorded
over 1000 confirmed cases in the European Union in the year 2019 [14]. Case numbers in
Europe and particularly in Germany are increasing from an incidence of 0.04 per 100,000 in-
habitants in 2003 to 0.14 in 2020, with peaks in the years 2014 and 2019 (each > 0.19) [15].

Nearly every mammalian species can either be a main reservoir host or an accidental
host for Leptospira spp. [16,17]. In main reservoir hosts (e.g., rodents, large and small
ruminants, swine, horses, dogs and cats), Lepfospira spp. persist in the proximal renal
tubular epithelium [18]. Mostly without exhibiting clinical symptoms, main reservoir hosts
shed Leptospira spp. via urine over a long time-period. The transmission is promoted by
environmental conditions such as ground moisture and host population size [19-21].

Infections of accidental hosts with pathogenic Leptospira spp. occur after direct contact
with infected animals or indirectly through contact with water or soil, which is contami-
nated by the urine of infected animals. Portals of entry are mucosal membranes of conjunc-
tival, oral or genital surfaces as well as cuts and abrasions [22]. Leptospirosis outbreaks in
humans are often connected to flooding and heavy rainfall [5,23-26]. Outdoor activities
such as freshwater swimming, canoeing, kayaking and triathlons lead to potential exposure
to pathogenic Leptospira spp. through contaminated water [27-31]. Due to close contact
with soil, natural water sources and farm animals, workers on dairy farms and slaughter-
houses, harvesters and veterinarians are also at a higher risk of exposure [24,32-34]. Pet
animals, especially rats, are also a potential source of infection [35].

Accidental hosts, e.g., humans, can develop serious clinical outcomes ranging from
unspecific, mild flu-like symptoms to severe clinical onset with fever, jaundice and dys-
function of multiple organs [24,36-39]. Overall, 5-6.5% of confirmed leptospirosis cases in
humans are fatal [4,6]. Due to the unspecific clinical symptoms, leptospirosis is suspected
to be highly underdiagnosed in humans [24,40]. The similarity of leptospirosis symptoms
to that of malaria, yellow fever and hantavirus disease makes their differentiation difficult
and may cause misdiagnosis, especially in tropical regions [4,36].

Because of their wide distribution and potentially close contact to humans, small
mammals play an important role in the transmission of Leptospira spp. [24,41-44]. Former
studies showed a wide distribution of Leptospira spp. in rodents of different genera in
Europe. Prevalence ranges from 5.3% in The Netherlands [45], 7.3% in Austria [46], 10.4%
in Corsica, France [47], 3.1-12% in Czech Republic [48], 7.9-12% in Spain [49,50] and up
t0 21.5% in Croatia [51]. In Germany, a mean prevalence of 6% up to 21.3% in rodents of
different genera was detected [52-56]. Studies including multiple rodent genera concluded
that rodents of the genus Microtus, as the main reservoir of Leptospira, showed much higher
Leptospira prevalences (up to over 30%) compared to bank voles (4-11%) [52,57,58]. Further,
it is commonly assumed that Leptospira species or serovars are adapted to certain host
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species, e.g., L. interrogans serovar Icterohaemorrhagiae is often associated with Norway
rats (Rattus norvegicus) [59] or L. kirschneri with field voles (Microtus agrestis) and common
voles (Microtus arvalis) [54]. In contrast, multiple Leptospira genomospecies were detected
in the bank vole (Clethrionomys glareolus), yellow-necked field mouse (Apodemus flavicollis)
and wood mouse (Apodemus sylvaticus) [58].

The bank vole is widely spread in multiple, but mainly forest habitats in Germany.
The population size fluctuates with peaks every two to three years, through bottom-up
control of food resources mainly driven by the beech mast of the previous year [60]. The
epidemiology of Leptospira spp. within bank vole populations is unclear. Our study was
conducted to fill this knowledge gap and therefore we aimed to (1) analyze the Leptospira
spp- prevalence in bank voles at the transect North Rhine-Westphalia and Lower Saxony,
Germany; (2) identify Leptospira genomospecies and sequence types; and (3) investigate the
influence of individual characteristics such as weight and sex as well as season and bank
vole abundance on Leptospira spp. prevalence in bank voles over three consecutive years.

2. Materials and Methods
2.1. Sample Collection

Bank voles were trapped during 2018-2020 along a transect for Puumala orthohan-
tavirus (PUUV) monitoring within the RoBoPub consortium covering parts of North
Rhine-Westphalia and Lower Saxony [61]. The locations in North Rhine-Westphalia (NW1
and NW2) and Lower Saxony (LS3, LS4, LS5, LS6) were chosen because of high human han-
tavirus incidences and to find the border of the PUUV distribution in bank voles (Figure 1).
Live and snap traps were set in small beech forests in North Rhine-Westphalia; carcasses
from snap traps and animals that were found dead in live traps were included in this study
(Table AT). Collection of bank voles in Lower Saxony was performed exclusively by snap
trapping (Figure 1, Table AT).

At each trapping location, 49 or 100 traps were set for three consecutive nights at
multiple sites (2-13 sites per location) (Table Al). Trapping success was documented once
or twice a day (Table Al).

During dissection, species, weight, and sex were recorded. The obtained kidney tissue
samples were stored at —20 °C until further investigation.

The relative abundance index was calculated by standardizing the number of trapped
bank voles into individuals per 100 trap nights for each trapping session.

2.2. DNA Extraction

For DNA extraction, one kidney of each animal was used. Depending on the size of the
kidney, 10 to 180 mg of tissue were mixed with a fourfold amount of phosphate-buffered
saline (PBS, at least 160 pL) and placed in a vial with 0.6 g of 1.4 mm-sized zirconium
oxide beads (Bertin Technologies SAS, Montigny-le-Bretonneux, France). Samples were
homogenized by using Precellys® 24 lysis & homogenization (Bertin Technologies SAS,
Montigny-le-Bretonneux, France) and two rounds of shaking at 5500 rpm with a 10 s break.
In total, a 125 pL-aliquot of each sample was used for further extraction.

DNA extraction was performed using the QIAamp DNA Mini Kit (Qiagen, Hilden,
Germany) following the manufacturer’s instructions.

The quality of the DNA preparations was controlled by measuring with a spectropho-
tometer (PEQLAB Biotechnologies GmbH, Erlangen, Germany).
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Figure 1. (A) Map of Germany with involved federal states highlighted in green and location of
the transect marked by a square, (B) Trapping locations within the transect, NW = North Rhine-
Westphalia, LS = Lower Saxony. Image was created by using Google Earth Pro, Map: Google Earth
©2021 Google, Image Landsat/Copernicus ©2021 GeoBasis-DE/BKG.

2.3. PCR Methods and Multilocus Sequence Typing

Initially, all samples were tested by quantitative PCR (qPCR), targeting a fragment of
the lipl32 gene (242 base pairs, bp) (Table A2) encoding an outer membrane lipoprotein.
The PCR followed the protocol by Stoddard et al. [62] and was performed using the
Qiagen QuantiTect Multiplex no Rox Kit (Qiagen, Hilden, Germany) and the Agilent
Mx3000P qPCR System (Agilent, Santa Clara, CA, USA). The DNA of a laboratory strain of
L. kirschneri serovar Grippothyphosa was used as a positive control.

Only samples with a sufficient amount of DNA were included in the typing analyses.
Based on experiences from prior studies, samples showing a Cycle threshold (Ct) value
below 35 in screening qPCR were analyzed by SLST to determine the Leptospira species.
The DNA concentration of the samples was adjusted to 40-80 ng/uL and the PCR protocol
by Victoria et al. [63] detecting the secY gene (657 bp) was used (Table A2). We slightly
modified the protocol by using the HotStarTaq DNA Mastermix (Qiagen, Hilden, Germany).
PCR products were visualized by electrophoresis on 2% agarose gels stained with HDGreen
Plus DNA Stain (Intas Science Imaging Instruments GmbH, Géttingen, Germany). The
DNA of a laboratory strain of L. interrogans serovar Icterohaemorrhagiae was used as a
positive control.
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The PCR products were purified using the Invisorb Fragment CleanUp Kit (Invitek,
Berlin, Germany) or Macherey-Nagel Nucleo Spin Gel and PCR Clean-up (Macherey-Nagel,
Diiren, Germany) following the manufacturer’s instructions. Sequencing was commercially
performed using forward and reverse primers of the performed PCR (Interdisziplinéres
Zentrum fiir Klinische Forschung, Leipzig, Germany and Eurofins Genomics Germany
GmbH, Ebersberg, Germany). Bionumerics (Applied Maths NV, Sint-Martens-Latem,
Belgium) was used to assemble the resulting sequences.

Leptospira species were identified by comparing the resulting sequences with reference
sequences of 127 Leptospira isolates using the online Basic Local Alignment Search Tool
(BLAST) (https:/ /blast.ncbinlm.nih.gov/Blast.cgi). The assignment of genomospecies was
confirmed if the percent nucleotide sequence identity was 100%.

MLST was performed for secY-positive samples with a Ct value less than 28 in the
screening qPCR. The MLST scheme by Boonsilp et al. was used, and detected the following
genes: glmU (expected size of amplicon: 650 bp), pntA (621 bp), sucA (640 bp), tpiA (639 bp),
pfkB (588 bp), mreA (791 bp), caiB (650 bp) (Table A2) [2]. PCR was performed in a volume
of 25 L per reaction, containing 0.625 unit GoTaq® G2 Flexi DNA Polymerase, 1 unit
Green GoTag® Flexi Buffer, 1.5 mM MgCl, (Promega High-Performance GoTaq® G2 DNA
Polymerase with Mg-Free Buffer System, Promega, Madison, WI, USA), 200uM dNTP
(Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA), 5pmol of each forward and reverse primer
and 2 pL. DNA preparation. Amplification was performed according to Boonsilp et al., with
slightly modified to 35 cycles of annealing with an annealing temperature of 50 °C. PCR
products were visualized by gel electrophoresis on 1.2% agarose gels stained with GelRed®
Nucleic Acid Gel Stain (Biotium Inc., Fremont, CA, USA) or HDGreen Plus DNA Stain
(Intas Science Imaging Instruments GmbH, Gottingen, Germany). DNA of a laboratory
strain of L. interrogans serovar icterohaemorrhagiae was used as positive control.

Bionumerics was used to analyze the allelic profile of each gene, using the trimming
patterns provided by PubMLST (https:/ /pubmlst.org, accessed on 18 August 2020). The
sequence type was identified by the combination of allelic profiles using the PubMLST
database (https:/ /pubmlst.org, accessed on 20 August 2020).

2.4. Statistical Analyses

Confidence intervals (95% CI) for prevalence of Leptospira spp. in bank voles were
determined by the Clopper and Pearson method with Graph Pad Software (Graph Pad
Software Inc., San Diego, CA, USA).

Independence of compared sample sizes was tested with the two-tailed chi-squared
test and a significance level of « = 0.05 and Yates correction for comparison of prevalence
of L. interrogans versus all positive tested samples in lipl32 qPCR and L. interrogans versus
all samples tested.

To analyse Leptospira spp. prevalence variations within bank vole hosts, we gener-
ated generalised linear mixed models (GLMM) using the Ime4 package [64] within the
R-software [65]. The infection status of individuals was used as a binary dependent variable
(either Leptospira spp. positive/negative) giving the GLMM a binomial error structure. In
total three separate GLMMs were generated to estimate how (1) seasonality; (2) individual
demographics; and (3) direct and delayed host abundance can influence the probability of
individual infection. The following independent variables were incorporated: (1) season
(categorical; spring, summer, autumn) and year (categorical; 2018, 2019, 2020) as well as
the interaction between season and year to estimate seasonality within each year. As the
interaction term consisted of two variables with three levels each, we estimated marginal
means using the emmeans package and compared within-subject contrasts for each year
(post-hoc analysis) [66]; (2) Sex (categorical; male/female), weight (continuous; in gram
body weight [g]); and (3) Bank vole abundance of the present season (abundance) and
abundance of the previous season (delayed abundance). In addition, study site as well as
season nested in year were incorporated as random factors to account for the spatially and
temporally replicated study design. All analyses were performed in R base version 4 [65].
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3. Results
3.1. Collection of Rodents
In total, 1817 bank voles were trapped in the transect during the years 2018 (n = 263),

2019 (n = 1116) and 2020 (n = 438) (Table 1). During dissection, all animals were considered
healthy and no macroscopic lesions were documented.

Table 1. Leptospira spp. prevalence and genomospecies distribution in bank voles captured in the years 2018 to 2020.

Number of secY-SLST/MLST Positive

Bank Voles *
Number of ~
Leptospira DNA 3 S E
Trapping Positive/Total &= b »
Federal State Number of Location Number of Bank E: % g
Bank Voles (see Figure 1) Voles Tested ) ) 2
(lipl32-qPCR) £ S 8
(Percentage, 95% CI) 2 g Sy
-8 = g
~ ~ <
g
95/605
North Rhine- NW1 (15.7%, 12.9—18.9) 55/15 8/3 2/1
Westphalia 12/177
Nw2 (6.8%, 3.6—11.5) 7/5 1/0 N/A
1/160
1S3 06, 0-3.4) N/A N/A N/A
26/770
Lower LS4 (4.3%, 20—4.9) 17/9 2/1 3/2
Saxony 3/45
LS5 (6.7%, 1.4—18.3) 1 N/A N/A
0/60
L5 (0%, 0—6%) N/A N/A N/A
137/1817 *
total (7.5%, 95% 80/29 11/4 5/3
CL 6.4—8.9)

NW = North Rhine-Westphalia, LS = Lower Saxony, CI = confidence interval, SLST = single locus sequence typing, MLST = multi locus
sequence typing, ST = sequence type, N/A = not available, * Determination of genomospecies and ST was not possible for all samples

tested positive in lipl32-qPCR.

There were 972 males (53.5%) and 779 females (42.8%). For 66 voles, sex could not
be determined due to poor sample condition; these samples were excluded from further
statistical analyses regarding the influence of sex on the individual infection probability.

3.2. Leptospira Prevalence, Genomospecies and ST Determination

Overall, 137 samples out of 1817 were Leptospira spp. positive in the lipl32 qPCR (7.5%,
95% CI: 6.4-8.9). Detection of Leptospira genomospecies by secY-SLST was possible for
96 samples (Table 1) (GenBank accession numbers: MZ678532-MZ678627).

L. interrogans (83.3%, 95% CI: 74.4-90.2) was the most frequently detected Leptospira
genomospecies out of all samples tested for Leptospira spp. DNA (x? = 42.466, df = 1,
p <0.0001) and out of all samples tested positive in lipl32 qQPCR (x? = 63.642, df = 1,
p <0.0001). The genomospecies L. kirschneri (11.5%, 95%CI: 5.9-19.6) and L. borgpetersenii
(5.2%, 95% CI: 1.7-11.7) were less often detected.

MLST was possible for 36 samples and L. interrogans ST24 (n = 29), L. kirschneri ST110
(n =4) and L. borgpetersenii ST197 (n = 3) (Table 1) were identified. Sequence types are related
to certain serogroups and serovars as follows: ST24 is related to serogroup Australis serovar
Bratislava, Jalna, Lora, Muenchen; ST110 is related to serogroup Grippotyphosa serovar
Grippotyphosa, Vanderhoedeni, Valbuzzi; and ST197 is related to serogroup Sejroe [67].
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3.3. Influence of Seasonality, Body Weight, Sex and Abundance on the Probability of Infection

Overall, there were clear interannual differences with 2019 showing a significantly
higher infection probability compared to 2018 and 2020 (Table 2). Different seasonal pat-
terns were observed between the years (Table 2, Figure 2). In the year 2018, the individual
infection probability was significantly higher in spring compared to summer but not au-
tumn. The highest individual infection probability was documented in autumn 2019,
which was significantly higher compared to summer 2019 (p < 0.001) and spring 2019
(p < 0.001) (Table 2). There were no significant differences between the seasons in 2020,
though infection probability was highest in spring.

Table 2. Results of generalized linear mixed modelling with binomial error distribution showing the
influence of season, year and their interaction on the individual infection probability.

Factor Estimate Std. Error z-Value p-Value
Intercept —3.676 0.783 —4.696 <0.001
Season [spring] 1.454 0.823 1.767 0.077
Season [summer] 0.032 0.857 0.037 0.971
Year [2019] 2.054 0.757 2.712 0.007
Year [2020] 0.225 0.909 0.248 0.804
Year:season Estimate Std. Error z-ratio p-value
Year 2018
Autumn v. spring —1.454 0.823 -1.767 0.181
Autumn v. summer —0.032 0.857 —0.037 0.999
Spring v. summer 1.423 0.567 2.511 0.032
Year 2019
Autumn v. spring 2.087 0.364 5.732 <0.001
Autumn v. summer 1.868 0.285 6.554 <0.001
Spring v. summer —0.219 0.400 —0.546 0.848
Year 2020
Autumn v. spring —0.649 0.691 —0.939 0.616
Autumn v. summer 0.473 0.643 0.735 0.743
Spring v. summer 1.122 0.582 1.928 0.131
Random effects Variance Std.Dev.
Site 1.460 1.208
Year 0.000 0.000
Season:year 0.000 0.000

For categorical factors the reference categories are: Season—autumn, Year—2018. For the interaction term
Year:season the results of a post-hoc (Tukey) analysis on the estimated marginal means are presented to highlight
seasonal differences within each year. Bold values represent significant factors. Std. Error = Standard Error;
Std.Dev. = Standard Deviation, v. = versus, z-value/ratio = Wald statistics.

The predicted probability of infection was positively correlated with body weight in
the years 2019 (p = 0.045) and 2020 (p < 0.001). The correlation was not significant in the
year 2018 (p = 0.071) (Figure 3A, Table 3).
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Figure 2. Potential influence of season on the individual infection probability in the years 2018 to 2020. Results are based on
lipl32-qPCR-positive animals, significant differences between seasons are highlighted by stars: * = significant (p < 0.05),
*** = highly significant (p < 0.001).
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Figure 3. Potential influence of (A) body weight and (B) sex on individual infection probability.
Results are based on lipl32-qPCR-positive animals. Only animals with sex determination (1 = 1751)
were analyzed for influence of sex on the individual infection probability.
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Table 3. Results of generalized linear mixed modelling with binomial error distribution showing the
impact of demographic factors on individual infection probability for each year.

Factor Estimate Std. Error z-Value p-Value
Year 2018
Intercept —4.746 1.277 —3.717 <0.001
Sex [m] 0.150 0.518 0.289 0.773
Weight 0.093 0.052 1.808 0.071
Random effects Variance Std.Dev.
Site 0.709 0.842
Season 0.137 0.370
Year 2019
Intercept —4.639 1.039 —4.466 <0.001
Sex [m] 0.637 0.262 2.433 0.015
Weight 0.069 0.035 2.001 0.045
Random effects Variance Std.Dev.
Site 1.614 1.271
Season 1.323 1.150
Year 2020
Intercept —8.284 1.680 —4.931 <0.001
Sex [m] 0.161 0.535 0.301 0.764
Weight 0.224 0.065 3.441 <0.001
Random effects Variance Std.Dev.
Site 1.525 1.235
Season 0.000 0.000

For categorical factors the reference categories are: Sex—female. Bold values represent significant factors. Std.
Error = Standard Error; Std.Dev = Standard Deviation, z value/ratio = Wald statistics.

Sex had no influence on the individual probability of infection in 2018 (p = 0.773) and
2020 (p = 0.764). In contrast, male bank voles were more often Leptospira spp.-positive than
female bank voles in the year 2019 (p = 0.015) (Figure 3B, Table 3).

There was no statistical effect of the abundance on infection probability of bank voles
in the years 2018 and 2020. In summer 2019, there was a positive relationship between
the individual probability of infection and abundance in the previous season (spring 2019;
delayed abundance) (p = 0.038) and a negative relationship with increasing abundance of
the present season (p = 0.042) (abundance) (Figure 4B, Table 4). In the following autumn
(2019), the direction of this relationship switched. The infection probability was significantly
negatively-related to increased abundances in the previous season (p = 0.004) and positively
related to abundances in the present season (p = 0.005) (Figure 4C, Table 4).
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Figure 4. Potential influence of abundance and delayed abundance in (A) spring, (B) summer and (C) autumn in the year
2019 on individual infection probability (Abundance = bank vole abundance of the present season, Delayed Abundance =
bank vole abundance of the previous season). Results are based on lipl32-qPCR-positive animals. (Years 2018 and 2020 are
not shown, because no significant influences were documented).
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Table 4. Results of generalized linear mixed modelling with binomial error distribution showing the
impact of abundance and delayed abundance on individual infection probability for the year 2019.

Factor Estimate Std. Error z-Value p-Value
Spring 2019
Intercept —5.519 1.714 —3.220 0.001
Delayed ~0.850 0.553 ~1.538 0.124
abundance
Abundance 0.352 0.219 1.605 0.109
Random effects Variance Std.Dev.
Site 2.802 1.674
Summer 2019
Intercept —2.845 0.602 —4.727 0.000
Delayed 0.102 0.049 2.078 0.038
abundance
Abundance —0.068 0.033 —2.030 0.042
Random effects Variance Std.Dev.
Site 0.398 0.631
Autumn 2019
Intercept —1.284 0.576 —2.230 0.026
Delayed —0.097 0.034 —2.865 0.004
abundance
Abundance 0.147 0.052 2.802 0.005
Random effects Variance Std.Dev.
Site 0.611 0.782

Abundance = Bank vole abundance of the present season, Delayed abundance = abundance of the previous
season. Bold values represent significant factors. Std. Error = Standard Error; Std.Dev = Standard Deviation, z
value/ratio = Wald statistics.

4. Discussion

Our study detected a mean Leptospira spp. prevalence of 7.5% (95% CI: 6.4-8.9), with a
range of 0% (LS6) to 15.7% (NW1) in bank voles from North-West Germany in the years
2018 to 2020 (Table 1). Results of previous studies in Germany showed mean prevalence
values of 4.1% (95% CI: 2.8-5.9) up to 11.4% (95% CI: 8.7-14.6%) in bank voles [52,57],
which is similar to our results

However, there are obvious regional differences. Lower values were found in studies
investigating the Leptospira prevalence in South and East Germany. Here, a prevalence of
0% up to 13% was detected in bank voles, depending on the site and year [53,57]. Another
study, which captured different small mammal species at multiple locations throughout
Germany in the years 2002 to 2010, detected a mean prevalence of 6% (66/1016) in bank
voles [54].

A similar mean prevalence (7.8%) in bank voles was detected across four locations
in Germany in the years 2010 to 2014 [58]. One trapping site of the former study in North
Rhine-Westphalia is in close geographical proximity to NW1 of our study, and here the
authors found a slightly higher prevalence (20.4%, 95% CI: 16.1-25.2) [58] compared to our
study (15.7%, 95% CI: 12.9-18.9). A higher mean prevalence in bank voles was also detected
in a study in central Germany (11.4%) [52] and the Czech Republic (12%) [48]. The lower
mean prevalence in our study might be explained by the extreme drought in the years 2018
to 2020 [68], which gave Leptospira a less favorable environment in which to survive [69,70].
On the other hand, it needs to be taken in account that the highest prevalence in our
study was documented in 2019, also a year affected by drought (Figure 2), which is most
probably due to high bank vole abundance. Further studies need to be done to predict the
influence of drought on the Leptospira prevalence in bank voles. The absence of Leptospira
spp. at location LS6 might be due to geographical differences, which inhibited the spread
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of Leptospira spp. in this region. However, the number of collected bank voles (1 = 60) was
rather small.

Data of the genomospecies distribution in bank voles in Europe are rare. Former
studies in Germany showed that bank voles can be infected by different Leptospira species,
with L. kirschneri being the most common [52,58]. Our study confirms this observation, but
interestingly the most common Leptospira genomospecies in bank voles of our study was L.
interrogans, followed by L. kirschneri and L. borgpetersenii. These results suggest that bank
voles are susceptible to at least three Leptospira genomospecies.

In former studies of bank voles, L. interrogans was represented by ST24, L. kirschneri
by ST110 and ST117 and L. borgpetersenii by ST197 and ST146 in Germany [53,58]. The
findings of our study are in line with these results, except for ST117 and ST146, which
were not identified in our study. Certain STs and related serogroups can be associated
with a specific host, for example the ST17 serogroup Icterohaemorhagiae with Norway
rats [59]. We did not observe a host specificity of serogroups and STs for bank voles in our
study, as the STs detected in our study were also found in other small mammal species:
ST24 was found in the yellow-necked field mouse, the wood mouse, and the Eurasian
beaver (Castor fiber); ST110 in the yellow-necked field mouse, common vole, field vole
and the common shrew (Sorex araneus); and ST197 in the common shrew and crowned
shrew (S. coronatus) [53,58,71]. Studies from Europe and Asia also show a high ST diversity
among different genera of small mammals [72-75]. Serogroups detected in our study were
detected worldwide in different host species, e.g., serogroup Australis in swine, goats,
cats and dogs [76-79]; serogroup Grippotyphosa in cattle, sheep, wild boars, dogs and
horses [16,80-83]; and serogroup Sejroe in cattle [84,85].

Habitat seems to have an important influence on the distribution of different Leptospira
genomospecies and STs. In previous studies, common voles and field voles, which have
their main habitat in grassland, were primarily infected by L. kirschneri ST110 [54,58]. In
contrast, bank voles, wood mice and yellow-necked field mice, mostly found in forests,
were susceptible to L. kirschneri ST110, L. interrogans ST24, L. borgpetersenii ST197, and
ST146 [58], which is in line with results of our study.

The STs in our study can be associated with various Leptospira serovars. ST24 is
associated with serovars Bratislava, Muenchen, Lora and Jalna and ST110 with serovars
Grippotyphosa, Vanderhoedenii and Valbuzzi [67]. The ST 197 is related to serogroup
Sejroe, but no designated serovar is documented for ST197 [67], as it contains a non-
standard length allele (caiB51) [2]. Awareness in a public health context should be raised
to the pathogenic serogroups Australis, Grippotyphosa and Sejroe and related serovars
Bratislava and Grippotyphosa, which can cause severe clinical symptoms in humans and
reduced productivity in livestock [8,16]. The finding of serogroups, which are pathogenic
for multiple species, underlies the importance of bank voles as reservoirs for Leptospira spp.
and sources of infection for humans and livestock.

Individual and population-based factors are known to influence Leptospira spp. preva-
lence in rodents. Age is a significant driver of Leptospira prevalence in different rodent
reservoirs, because the persisting infection with Leptospira spp. increases the probability of
infection with the increasing age of the host [86-89]. Our study confirms this observation
for bank voles. Taking body weight as a proxy for age, we showed that with increasing
body weight, and therefore increasing age, the probability of infection was positively
correlated (Figure 3A, Table 3). This effect was more or less consistent of the study period.
Although it was not formally significant in 2018 (p = 0.071), it was significant in the years
2019 (p = 0.045) and 2020 (p < 0.001) (Table 3).

The influence of sex on the individual infection probability depended on the collection
year. No difference between male and female bank voles was observed in the years 2018
and 2020. In contrast, male bank voles showed a significantly higher prevalence than
female bank voles in the year 2019 (p = 0.015) (Table 3). This result suggests that sex
only had an influence in years with high bank vole abundance. Higher abundance and
reproduction causes an increase in male aggressive behavior and contact to multiple sexual
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partners during the breeding season [90,91], which increases the risk of direct or indirect
contact to Leptospira spp. However, our results are in line with previous studies, which
yielded mixed results as some found no effect of sex [45,47] and others did [92,93].

Overall, effects of body weight (age) were more consistent compared to sex in terms
of individual infection probability for Leptospira spp. in bank voles. These results are in
line with conclusions of former studies [20,58], and has led to the assumption that weight
is a good indicator to predict the individual probability of infection with Leptospira spp. in
bank voles. However, that weight depends on individual developmental circumstances
regarding food resources, environmental influences and seasonal fluctuation, and can only
be taken as a proxy for age [94,95].

In previous studies, Leptospira prevalence increased in common vole and field vole
populations over the course of the year with a high prevalence in autumn [52,58]. However,
our bank vole study yielded mixed results in terms of seasonality, with annual differences.
Seasonal patterns could be detected in the years 2018 and 2020 when the Leptospira spp.
prevalence was low in summer and high in spring and autumn (Figure 2). An explanation
might be the seasonal differences in the composition of the bank vole population. In
spring, the population consisted mainly of adult rodents. These overwintering adults,
which were persistently infected from the previous season, may have transmitted Leptospira
spp. to the following spring population and caused high prevalences in spring. During
the breeding season in summer, uninfected juveniles entered the population, which lead
to lower prevalences in summer. This “juvenile dilution effect” was also described for
PUUV infections in bank voles [96]. Additionally, maternal antibodies transmitted from
infected females to their offspring might lead to lower prevalences [97]. In autumn, at the
end of the breeding season, adults that dominated [98] were more likely to be infected
(Figure 3A, Table 3). Furthermore, seasonal weather conditions can have an impact on
Leptospira prevalence. The survival of Leptospira spp. outside the host is dependent on
humidity and water availability, temperature and pH [21]. In summer, higher temperatures
and dry conditions may have led to decreased indirect transmission and therefore a lower
risk of infection compared to spring and autumn.

In contrast to the described seasonal patterns in the years 2018 and 2020, a different
course was documented in the year 2019, when prevalence increased throughout the
year, with the highest prevalence in autumn (23.0%, 95% CI: 18.3-28.3). The prevalence
in autumn 2019 was the highest documented in the three years of our study (Figure 2,
Table 2). This might have been due to high bank vole abundance in 2019, which was
caused by the beech mast in the year 2018 [99]. This result was also reflected in high PUUV
prevalence in bank voles in North-West Germany in the year 2019 [99]. High bank vole
abundance should have promoted high Leptospira prevalence in autumn 2019. In summer,
the prevalence increased in regions which already showed a high abundance in spring.
However, even more significant was the influence of abundance in autumn 2019, as the
prevalence increased at all locations with high abundance at the present season (p = 0.005)
(Table 4). As population density rose, direct transmission was promoted, because of
more aggressive encounters between conspecifics for food, territory and mates [90,91].
Additionally, more leptospires were potentially shed into the environment via the urine
of persistently infected bank voles that frequently mark their home range by shedding
urine [91], which can promote indirect transmission through contact with contaminated
water and soil.

The influence of abundance to the infection probability differed between season and
year. No statistical effect could be documented in the years 2018 and 2020. This result
led to the assumption that abundance has an effect on the individual infection probability
for Leptospira spp. in bank voles, but only during certain seasons and years with high
abundance and intense reproduction.
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5. Conclusions

Our study showed that Leptospira spp. are widely spread in bank voles in North-West
Germany. The individual infection probability of bank voles was influenced by season,
body weight, and year.

This is relevant for public health, as the three detected Leptospira species were classified
as pathogenic [3], and the detected STs were related to pathogenic serovars. People working
in agriculture and forestry are at a particularly higher risk because of their close contact to
small mammals, natural water sources and soil.

The human incidence in Germany was low (0.06-0.2 per 100,000 inhabitants) in
the years 2010 to 2020, but leptospirosis should be on the differential diagnosis list of
every clinician and veterinarian. Incidence may rise due to increasing popularity of
outdoor activities, which lead to a higher risk of exposure in the human population.
Furthermore, climate change might be an additional influencing factor as it will lead
to more extreme weather events in moderate climate zones, like drought, storm, heavy
rainfalls and flooding [100], as recently seen in Germany in the summer of 2021.
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Appendix A

Table A1. Details of rodent trapping in transect North-Rhine Westphalia and Lower Saxony, Germany in the years 2018

to 2020.

Federal State

North Rhine-Westphalia

Lower Saxony

NW1 LS3
(13 trapping sites) (3 trapping sites)
Trapping location LS4
(Number of trapping sites (6 trapping sites)
per location) NW2 LS5
(3 trapping sites) (2 trapping sites)
LS6
(2 trapping sites)
Three times yearly in spring (March to Mai), summer (July, Three times yearly in spring
Trapping frequency August) (April), summer (July)
and autumn (October to November) and autumn (October)
Ugglan multiple capture live
Type of trap traps (Grahnab®, Gnosjo, Metal snap traps Metal snap traps

Sweden)

(Deufa, Neuburg, Germany)

(Deufa, Neuburg, Germany)

Traps per night and trapping

site/Number of 49 ’fraps/ 49 t.raps/ 1OQ traps/
nights/Control 3 nights/ 3 nights/ 3 nights/

8 Checked twice a day Checked once a day Checked once a day
frequency
Bait apple, rodent pellets, rolled

oats, peanut curls

peanut butter with rolled oats

peanut butter with rolled oats

Additional information

Rodents captured alive were
sampled and released, only
rodents found dead were used
in this study

Publication

Trapping according to [101]

Trapping according to [99]

Trapping according to [99]

Table A2. Gene loci, primer sequences and probe used for qPCR [62], SLST [63] and MLST [2].

Locus Primer/BREAKProbe Sequence (5 to 3')
lipl32 lipl32-F AAG CAT TAC CGC TTG TGG TG
lipl32-R GAA CTCCCATITCAGCGATT
probe 6FAM-AA AGC CAG GAC AAG CGC CG BHQ1
secY secY-F GAA TTT CTC TTT TGA TCT TCG
secY-R GAG TTA GAG CTC AAA TCT AAG
glmu glmU-F AGG ATA AGG TCG CTG TGG TA
glmU-R AGT TTTTTT CCG GAG TTTCT
pntA pntA-F TAG GAA ARA TGA AACCRG GAAC
pntA-R AAG AAG CAA GATCCACAAYTAC
sucA sucA-F TCA TTC CACTTY TAG ATA CGAT
sucA-R TCT TTT TTG AAT TTT TGA CG
tpiA tpiA-F TTG CAG GAA ACT GGA AAA TGA AT
tpiA-R GTT TTA CRG AAC CHC CGT AGA GAAT
pfkB pfkB-F CGG AGA GTT TTA TAA RAA GGA CAT
pfkB-R AGA ACA CCCGCCGCA AAACAAT
mreA mreA-F GGC TCG CTCTYG ACG GAA A
mreA-R TCC RTA ACT CAT AAA MGA CAA AGG
caiB caiB-F CAA CTT GCG GAY ATA GGA GGA G
caiB-R ATT ATG TTC CCC GTG AYT CG

F = forward primer, R = reverse primer.
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4 Diskussion und Schlussfolgerung

In der durchgefiihrten Studie konnten, (iber einen Zeitraum von 3 aufeinanderfolgenden Jahren,
Rotelmause in Nordwest-Deutschland untersucht werden. Das untersuchte Gebiet erstreckte sich
entlang eines festgelegten Transekts Uber Teile von Nordrhein-Westfalen und Niedersachen. An sechs
Lokalisationen wurden die Fange im Frihjahr, Sommer und Herbst mit Schlag- und Lebendfallen an bis
zu 13 Fangorten pro Lokalisation durchgefiihrt. Alle Lokalisationen befanden sich in Buchenwaldern.
Die regelmaRige Durchfliihrung der Fange unter &hnlichen Bedingungen ermoglichte einen
aussagekraftigen Vergleich zwischen den Fangjahren und Jahreszeiten. Vergleiche zu anderen
Habitaten als dem Buchenwald waren jedoch nicht moglich.

Das untersuchte Gebiet wurde aufgrund hoher humaner Hantavirus-Infektionen von der
Arbeitsgruppe ,,Rodent-borne Pathogens and Public Health” ausgewahlt. Ziel der Arbeitsgruppe war
die Untersuchung des Puumala Orthohantavirus (PUUV). Da die Rételmaus das Reservoir von PUUV
ist, wurden ausschlielllich gefangene Rotelmause einer Sektion unterzogen und konnten dieser Studie
hier zur Verfligung gestellt werden.

Es ist bekannt, dass die Rotelmauspopulation je nach Nahrungsangebot schwankt. In Europa kommt
es alle zwei bis drei Jahre zu einer Massenvermehrung mit anschlieRender Reduktion der Population
(IMHOLT et al. 2017). In der durchgefiihrten Studie konnte dieses Phdanomen eindricklich 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 fiir eine erhdhte Uberlebensrate und
gesteigerte Reproduktion der Rotelmaus. Die daraus folgende Massenvermehrung spiegelte sich im
Jahr 2019 wider. In diesem Jahr wurde die hochste Anzahl an gefangenen Tieren dokumentiert
(n=1116). Im Vergleich zum Vorjahr 2018 (n=263) hatte sich die Anzahl fast verfiinffacht 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 (iberein. Die Autoren kamen
ebenfalls zu dem Schluss, dass 2019 eine Massenvermehrung der Rotelmaus in Nordwest-Deutschland
auftrat (BINDER et al. 2020). Weiterhin stellten Binder et al. (2020) fest, dass im selben Jahr die
Buchenmast in Thiiringen deutlich geringer ausgepragt war und es nicht zu einer Massenvermehrung
der Rotelmaus kam. Die Massenvermehrung der Roételmaus ist somit ein regional begrenztes
Geschehen und stark abhangig von der Intensitdt der Buchenmast (BINDER et al. 2020).

Im Verzeichnis der ,,Roten Liste” wird die Rotelmaus als ungefdahrdete und sehr haufig auftretende Art
aufgefihrt (MEINIG et al. 2020). Durch ihr zahlreiches Auftreten kénnen sie Pflanzen und Baume im

forstwirtschaftlichen Betrieb schadigen (IMHOLT et al. 2017, NW-FVA. 2007). Wie in Kapitel 2.3.4
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gezeigt, sind Rételmiuse zudem Reservoir und Ubertrager 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 Rételmédusen ist besonders gut untersucht. Es
konnte beobachtet werden, dass es in Jahren mit Massenvermehrung der Rotelmaus zu einem Anstieg
der humanen Hantavirus-Falle kam. Als Ursache wurde die gestiegene Durchseuchung und hohere
Viruslast der Tiere, sowie die erhohte 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 moglich ein Vorhersagemodel flir humane Hantavirus-
Falle zu entwickeln (REIL et al. 2018).

Ein weiterer, in Rotelmausen verbreiteter, zoonotischer Erreger sind Leptospira spp. (FISCHER et al.
2018). Das Bakterium kann schwere klinische Verldufe bei Menschen, Nutz- und Haustieren auslésen
(KARPAGAM und GANESH. 2020, ELLIS. 2015). Die humane Leptospirose ist vor allem in tropischen
Landern endemisch und ist haufig mit Reiseaktivitaten in diese Lander 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 Leptospirosefalle in Deutschland erworben(RKI. 2021).
Dies lasst auf eine weite Verbreitung des Erregers auch in Deutschland schlieRen.

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 Ubertragung ist ebenfalls moglich (KARPAGAM und GANESH. 2020, ELLIS. 2015).
Kleinsduger spielen eine wichtige Rolle im Ubertragungszyklus von Leptospiren, da sie persistent
infiziert sind und somit lebenslang Leptospiren in die Umwelt ausscheiden kénnen (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 Kleinsdugern 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 Rételmaus Wirt von Leptospira spp. ist (FISCHER
et al. 2018, JESKE et al. 2021b, MAYER-SCHOLL et al. 2014, OBIEGALA et al. 2017, BALAZOVA et al.
2021, SCHMIDT et al. 2014, TADIN et al. 2016). Bisher ist jedoch nur wenig bekannt tiber den Einfluss
von Saison, Populationsdichte und individueller Faktoren (Gewicht, Geschlecht) auf die Pravalenz von
Leptospira spp. in Rotelmausen.

In dieser Studie wurden (ber 1800 Roételmause auf Leptospira spp. untersucht. Es wurde eine
Gesamtpravalenz von 7,5% (95% Kl: 6,4 — 8,9), mit Schwankungen je nach Standort und Saison von 0%
bis 23%, ermittelt. Vorangegangene Studien zeigten eine dhnliche Leptospira-spp.-Pravalenz von 4,1%
bis 12 % in Rotelmadusen (FISCHER et al. 2018, JESKE et al. 2021b, MAYER-SCHOLL et al. 2014, OBIEGALA
et al. 2016, BALAZOVA et al. 2021). Regional gab es jedoch starke Unterschiede. In einer
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deutschlandweit durchgefiihrten Studie, die Kleinsduger verschiedener Spezies an unterschiedlichen
Standorten untersuchte, wurde eine geringfligig geringere Gesamtpravalenz von 6% in Rotelmausen
ermittelt (MAYER-SCHOLL et al. 2014). In zwei weiteren Studien, die in Baden-Wirttemberg, Bayern
und Thiiringen durchgefiihrt wurden, wurden ebenfalls niedrigere Gesamtpravalenzen von 4,1% bis
5,3% in Rotelmadusen nachgewiesen (OBIEGALA et al. 2017, OBIEGALA et al. 2016). Eine ahnliche
Gesamtpravalenz von 7,8% wurde in einer Studie ermittelt, die an vier Standorten in Deutschland von
2010 bis 2014 Kleinsduger auf Leptospiren untersuchte (FISCHER et al. 2018). Interessanterweise war
ein Standort der vorherigen Studie in Nordrhein-Westfalen in enger raumlicher Nahe zu Fangort NW1
der durchgefiihrten Studie und zeigte eine héhere Pravalenz (20,4%) in Rotelmausen als NW1 (15,7%)
(FISCHER et al. 2018). Hohere Pravalenzen von Leptospira spp. in Rotelmausen wurden ebenfalls in
einer Studie in Thiringen (11,4%) und in der Tschechischen Republik (12%) dokumentiert (JESKE et al.
2021b, BALAZOVA et al. 2021).

Ursache fir die unterschiedlichen Pravalenzen kénnen unter anderem klimatische und geografische
Bedingungen sein, die je nach Standort variierten. Das Uberleben von Leptospira spp. ist auRerhalb des
Wirtes abhangig von direkter Verdiinnung des ausgeschiedenen Urins in Wasser oder Boden.
Trockenheit und hohe Temperaturen reduzieren die Uberlebensdauer stark (BIERQUE et al. 2020). In
einer vorrangegangenen Studie wurde gezeigt, dass sich die Uberlebenszeit von Leptospiren bei hohen
Temperaturen (37°C) signifikant verklrzt im Vergleich zu niedrigen Temperaturen (15°C). Nach
vollstandiger Trocknung war eine Rekultivierung nicht mehr méglich (NAU et al. 2020). Die extreme
Dirre 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 fiir das
Uberleben 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 Diirre unterbrochen. Das Risiko der Rételmaus sich
indirekt, durch Kontakt der mukosalen Schleimhaute zu kontaminiertem Wasser oder Schlamm, mit
Leptospira spp. anzustecken war reduziert. Dies fiihrte zu einer geringeren Gesamtpravalenz in der
Rételmauspopulation. Die direkte Ubertragung von Leptospiren war durch die Diirre vermutlich
weniger stark beeinflusst, wodurch sich die Persistenz von Leptospira spp. in der Rotelauspopulation
wahrend der Dirre erkldaren lasst. Die vollige Abwesenheit von Leptospira spp. an Standort LS6 ist
moglicherweise durch natirliche Barrieren zu erklaren. Der Eintrag des Erregers durch infizierte
Artgenossen in die Rotelmauspopulation von LS6 konnte durch die angrenzende Bundesstralle 239
verhindert worden sein. Auch klimatische und geografische Unterschiede kénnten eine Rolle spielen.
Exakte Daten zu Bodenfeuchte und Wetter lagen fiir die Standorte dieser Studie nicht vor. Ein direkter
Vergleich von Trockenheit, Bodenfeuchte und Temperatur war dadurch nicht méglich. Zukinftige

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

Neben dem Klima scheint auch die Wirtsspezies eine Rolle bei Pravalenz und Speziesverteilung von
Leptospira spp. zu spielen. Theoretisch kann jedes Sdugetier Trager 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
Kleinsauger Hauptwirt von Leptospiren sind. Sie zeigen kaum klinische Veranderungen und scheiden
den Erreger nach Infektion lebenslang aus (BHARTI et al. 2003). Aber auch in der Kleinsdugerpopulation
gibt es Unterschiede zwischen den Gattungen. Es stellt sich die Frage, ob die Rotelmaus der Hauptwirt
fiir eine bestimmte Leptospirenspezies oder ein bestimmtes Leptospirenserovar ist.

In friiheren Studien wurde eine unterschiedliche Verteilung von Leptospiren in Kleinsdugern in
Deutschland festgestellt. In Feldmausen, die ihr Habitat auf Feldern und Griinland haben, wurden
Leptospira spp. Pravalenzen von bis zu Gber 30% dokumentiert. Die Pravalenz bei Feldmdusen war
signifikant hoher als bei Kleinsdugern, die ihr Habitat im Wald haben (JESKE et al. 2021b, FISCHER et
al. 2018). Neben hoheren Pradvalenzen wurde auch eine andere Verteilung der Leptospirenspezies
festgestellt. In Feldmé&usen wurde fast ausschlielRlich 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 Mé&usen, die ihr Habitat vornehmlich in Waéldern haben (Waldmaus, Gelbhalsmaus,
Rotelmaus) (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 durchgefiihrten Studie bestatigt werden. In den untersuchten
Roételmdusen wurden sowohl L. interrogans ST24, L. kirschneri ST110, als auch L. borgpetersenii ST197
nachgewiesen. Die Spezies L. interrogans wurde als haufigste Art bei den real-time PCR-positiven
Proben identifiziert (p<0,0001). Dieses Ergebnis unterscheidet sich von friiheren Studien, in denen
Rotelmause haufiger mit L. kirschneri, als mit L. interrogans infiziert waren (MAYER-SCHOLL et al. 2014,
JESKE et al. 2021b, OBIEGALA et al. 2016). Es lasst sich schlussfolgern, dass in der Rotelmauspopulation
mehrere Leptospirenspezies zirkulieren. Die Rételmaus ist nicht Hauptwirt einer bestimmten Spezies
oder eines Sequenztypes. Die gefundenen Leptospirenspezies und Sequenztypen wurden ebenfalls in
einer Vielzahl anderer Kleinsauger 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 zuséatzlich 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 Veranderungen. In den Betrieben wurden jedoch Aborte
dokumentiert, die moglicherweise auf die Leptospira-Infektion zurickzufiihren 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 gehéren Nierenversagen, systemische
Entziindung und Organversagen (BALBONI et al. 2020). In Katzen wurde ebenfalls die Serovar
Bratislava festgestellt. Im Gegensatz zum Hund zeigen Katzen jedoch keine klinischen Verdanderungen
(WEIS et al. 2017).

Leptospira kirschneri ST110 gehort zur Serogruppe Grippotyphosa, Serovar Grippotyphosa,
Vanderhoedeni, Valbuzzi (PubMLST, https://pubmlst.org, Abrufdatum: 27.04.2021). Die Serogruppe
Grippotyphosa kann bei Schafen vereinzelt schwere klinische Verlaufe mit Hamaturie, lIkterus und Tod
fihren (ELLIS. 2015). Bei Pferden fiihrt die Infektion mit dem Serovar Grippotyphosa zu schweren
Krankheitsverldaufen mit Fieber, lkterus, 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 kdnnen nach Infektion mit dem Serovar
Grippotyphosa ebenfalls schwere klinische Veranderungen, wie Lethargie, Gewichtsverlust, Ikterus,
Dehydratation und rot-braunen Urin ausbilden (GEISEN et al. 2007). Die Serogruppe Grippothyphosa
kann auch beim Menschen zur Erkrankung fihren. Im Jahr 2007 infizierten sich 13 Erdbeerpfliicker 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 fiir diese Serogruppe
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empfanglich. Die bovine Leptospirose ist verantwortlich flir reduzierte Fruchtbarkeit und verringerte
Milchleistung. Die Tiere sind persistent infiziert und verbreiten die Leptospiren in der Umwelt, somit
stellen sie eine Infektionsquelle fiir 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
Rotelmaus gefunden wurden, sind fiir ein breites Spektrum von Wirten pathogen. Schwere klinische
Verlaufe bei Menschen und Tieren, sowie wirtschaftliche Verluste sind moglich. Dies unterstreicht die
groRe Bedeutung der Rételmaus als Ubertrager von Leptospira spp. und die potentielle Gefahr fiir den
Menschen.

Ein weiteres Ziel der durchgefiihrten Studie war die Untersuchung des Einflusses von individuellen
Faktoren, der Saison und der Populationsdichte auf die Pravalenz von Leptospira spp. in Rotelmausen.
In mehreren Studien wurde gezeigt, dass mit zunehmendem Alter von Kleinsdugern die
Infektionswahrscheinlichkeit steigt (FISCHER et al. 2018, MAYER-SCHOLL et al. 2014, IVANOVA et al.
2012, KRGJGAARD et al. 2009, HIMSWORTH et al. 2013). Diese Beobachtung konnte fiir R6telm&use
bestatigt werden. In allen drei untersuchten Jahren nahm die individuelle Infektionswahrscheinlichkeit
mit steigendem Korpergewicht 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 fiir die
geringere Infektionswahrscheinlichkeit in Jungtieren waren moglicherweise maternale Antikorper, die
von den infizierten Muttertieren auf den Nachwuchs tbertragen 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 erhdht. Zusatzlich wurde durch engen Kontakt
zu Artgenossen bei Revierkdmpfen und wahrend der Paarung (TAMARIN et al. 1990) die direkte
Ubertragung verstirkt. Ein weiterer Grund fiir die héhere Privalenz in &lteren Tieren ist die
lebenslange Persistenz von Leptospiren im Nierenepithel (BHARTI et al. 2003). Bei der Betrachtung des
Alters muss bericksichtigt werden, dass das Korpergewicht kein optimales Mittel zur exakten
Bestimmung des individuellen Alters eines Tieres ist. Je nach Nahrungsangebot und Jahreszeit kann
das Gewicht unabhangig vom Alter schwanken (MORRIS. 1972). Die Tiere kdnnen mit Hilfe des
Gewichts jedoch in Altersgruppen eingeteilt werden und eine Vergleichbarkeit innerhalb einer
Population ist moglich (BAJER et al. 2002).

Neben dem Gewicht hatte auch das Geschlecht Einfluss auf die Pravalenz von Leptospira spp. in
Rotelmausen, jedoch nur in Jahren mit erhohter Reproduktion. Im Jahr 2019 waren mannliche
Rotelmause signifikant hadufiger mit Leptospiren infiziert als weibliche (p=0,015). Die bereits
beschriebene Massenvermehrung 2019 fihrte zu einer erhéhten Abundanz. Mit steigendem

Populationsdruck konnen vermehrt aggressiven Auseinandersetzungen zwischen Artgenossen
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beobachtet werden. Zusdtzlich 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 erhéht. Im Unterschied dazu wurden
in den Jahren ohne Massenvermehrung (2018 und 2020) keine signifikanten Unterschiede zwischen
den Geschlechtern festgestellt. In friitheren Studien wurden unterschiedliche Ergebnisse zum Einfluss
des Geschlechtes dokumentiert. In einer Studie in Deutschland waren maénnliche Rotelmause
signifikant haufiger 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 Pravalenz in Kleinsdugern verschiedener Spezies
(IZQUIERDO-RODRIGUEZ et al. 2020, KRIUGER et al. 2020, HEUSER et al. 2017). Der Einfluss des
Geschlechts auf die Infektionswahrscheinlichkeit konnte in dieser Studie nicht abschlieRend geklart
werden.

Eine saisonale Abhangigkeit der Leptospira spp.-Pravalenz in Kleinsdugern konnte bereits in mehreren
Studien dokumentiert werden. Die untersuchten Kleinsduger zeigten eine steigende Pravalenz im
Jahresverlauf, mit der héchsten Pravalenz im Herbst (FISCHER et al. 2018, JESKE et al. 2021b).

In der durchgefihrten Studie wurden unterschiedliche saisonale Verlaufe in den drei untersuchten
Jahren festgestellt. In den Jahren 2018 und 2020 wurden die hochsten Pravalenzen im Frihjahr und
die niedrigsten Prdvalenzen im Sommer verzeichnet.

Ursache hierfir war die Zusammensetzung der Rotelmauspopulation. Im Frihjahr bestand die
Population vermehrt aus Gberwinterten adulten Tieren. Diese persistent infizierten Tiere trugen den
Erreger in die nachste 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 Rételmausen
beschrieben (MILLS et al. 1999, REIL et al. 2017). Im Herbst stieg das Durchschnittsalter der Tiere
wieder, da nur adulte Individuen Gberwintern kdnnen (KORSLUND und STEEN. 2006, REIL et al. 2017).
Wie bereits dargestellt haben altere Tiere eine hohere Wahrscheinlichkeit mit Leptospiren infiziert zu
sein, wodurch die Pravalenz zum Jahresende hin stieg. Zusatzlich wurde die geringe Pravalenz im
Sommer durch die extreme Diirre im Sommer 2018 und 2020 verstarkt. Die Uberlebensfihigkeit von
Leptospiren in der Umwelt war reduziert und dadurch die indirekte Ansteckungswahrscheinlichkeit
verringert. Ein Zusammenhang zwischen Rételmaus-Abundanz und Leptospiren-Pravalenz konnte in
den Jahren 2018 und 2020 nicht festgestellt werden.

Ein anderer Verlauf stellt sich im Jahr 2019 dar. Die Pravalenz war am niedrigsten im Frihling und
erreichte den hochsten Wert im Herbst. Ursache hierfiir war eine erhohte Rotelmausabundanz,

ausgeldst 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 Prdvalenz hatte
(p=0,042). Die Pravalenz stieg leicht auf Flachen, auf denen bereits im Frihjahr die
Rotelmauspopulation hoch war (p=0,038). Im Herbst 2019 nahm die Pravalenz in allen Gebieten mit
steigender Abundanz zu (p=0,005).

Eine erhdhte Abundanz fiihrte zu engerem Kontakt zwischen Individuen und erhéhter Konkurrenz um
Nahrung, Sexualpartner und Lebensraum (MARCHLEWSKA-KQOJ et al. 1989, TAMARIN et al. 1990). Die
direkte Ubertragung von Leptospira spp. zwischen den Artgenossen war dadurch erhéht. Weiterhin
kam es zu einer vermehrten Ausscheidung von Leptospiren in die Umwelt, da Rotelmause ihr Revier
durch Urin markieren (TAMARIN et al. 1990). Die Wahrscheinlichkeit einer indirekten Ansteckung war
somit zusatzlich erhoht.

Der Zusammenhang von Abundanz und Pravalenz konnte ebenfalls fiir die PUUV-Pravalenz in
Rotelmausen beschrieben werden. Mit ansteigender Abundanz, aufgrund der Buchenmast, kam es zu
einem signifikanten Anstieg der PUUV-Pravalenz innerhalb der Rotelmauspopulation (BINDER et al.
2020). In dieser Studie konnte gezeigt werden, dass die Abundanz ebenfalls Einfluss auf das individuelle
Infektionsrisiko von Rotelmausen mit Leptospiren hatte. Dies traf jedoch nur auf Jahre mit erhéhter
Reproduktion zu. In den Jahren ohne Massenvermehrung 2018 und 2020 konnte kein statistischer
Zusammenhang zwischen der Abundanz und der Leptospira-Pravalenz in Rételmausen festgestellt
werden. Ein statistischer Schwellenwert ab dem die Abundanz Einfluss auf das Infektionsgeschehen
von Leptospira spp. in Rotelmausen zeigt, konnte in dieser Studie leider nicht berechnet werden.
Weitere Studien sind notwendig um den Einfluss der Abundanz in der Epidemiologie von Leptospira
spp. abschlieRend zu klaren.

Trotz der moderaten bis hohen Pravalenzen von Leptospiren in Rételmausen 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 Prasentation und einem geringen Bewusstsein fiir die Erkrankung, ist
Leptospirose eine hdaufig unterdiagnostizierte Krankheit. Es ist davon auszugehen, dass die
tatsachlichen Fallzahlen héher sind (BROCKMANN et al. 2016). Moégliche Infektionsquellen fir den
Menschen sind der direkte Kontakt zu infizierten Rotelmdusen oder der indirekte Kontakt zu mit
Rételmausurin kontaminiertem Wasser oder Schlamm. Arzte und Tierérzte sollten die Leptospirose als
mogliche Differentialdiagnose bei fieberhaften Erkrankungen auch in Deutschland in Betracht ziehen.
Ein Anstieg der humanen Fallzahlen ist zu befiirchten, da der Klimawandel zu vermehrten Starkregen
und Uberflutungen fithren kann (MCMICHAEL et al. 2006). Die Flutkatastrophe in Teilen Nordrhein-
Westphalens und Rheinland-Pfalz im Sommer 2021 hat dies eindrlcklich gezeigt. Auch die

zunehmende Beliebtheit von Outdoor-Aktivitdten kann zu einer steigenden Infektionsgefahr in der
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Bevolkerung fiihren. Andererseits kann es im Rahmen des Klimawandels auch vermehrt zu Dirren
kommen (MCMICHAEL et al. 2006). Das Uberleben von Leptospira spp. in der Umwelt wiirde dadurch
stark reduziert werden und moglicherweise zu einem geringeren Ansteckungsrisiko fiihren. Die
Verbreitung von Leptospiren in Rotelmausen, aber auch anderen Nagetieren, die als Reservoir fir
Leptospiren dienen, sollte weiterhin beobachtet werden. Wie in dieser Studie gezeigt, kann der Erreger
auch bei Dirre in der Rételmauspopulation persistieren und eine potentielle Infektionsquelle fir den

Menschen bilden.
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Einleitung

Leptospirose ist eine weltweit vorkommende, zoonotische Erkrankung. Ausbriche humaner

Leptospirose sind meist mit niedrigen Hygienestandards und extremen Wetterereignissen, wie

Starkregen und Uberschwemmungen, 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 Kleinsduger. 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 Rételmausen 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 Rételmduse zu untersuchen. Es wurde der Einfluss von individuellen Faktoren, wie

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

Tiere, Material und Methoden

Fir die Studie wurden Roételmduse in einem zusammenhadngenden 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 lip/32 Gen detektiert. Im Anschluss wurden positive Proben mittels einer

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

analysieren, wurde zusatzlich eine  Multi-Locus-Sequenztypisierung  durchgefiihrt.  Die

Konfidenzintervalle (95% Kl), fir die Pravalenz von Leptospiren in der Rotelmaus, wurden mit der

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

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

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

Model mit Hilfe des Ime4 Pakets in R-Software berechnet.
43



Ergebnisse

In der Studie konnten insgesamt 1817 Rotelmause, 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 Rotelmduse wurden im Jahr 2019 dokumentiert. Ursache hierfir war die
Buchenmast 2018, die zu einer Massenvermehrung der Rotelmaus im Jahr 2019 fihrte.

Es konnte eine Gesamtpravalenz fiir Leptospiren von 7,5% (95% Kl: 6,4 — 8,9) ermittelt werden.
Folgende Leptospirenspezies und Sequenztypen wurden detektiert: L. interrogans ST24, L. kirschneri
ST110 und L. borgpetersenii ST197. Die am haufigsten nachgewiesene Leptospirenspezies war L.
interrogans (x*=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 héchsten Pravalenzen im Friihjahr festgestellt. Im
Gegensatz dazu stieg im Jahr mit Massenvermehrung (2019) die Pravalenz im Jahresverlauf und
erreichte den hochsten 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 Prdvalenz zeigt, konnte in dieser Studie nicht berechnet werden.

Schlussfolgerungen

Insgesamt konnte eine moderate Pravalenz von Leptospiren mit 7,5% ermittelt werden. Die Pravalenz
war abhangig von Standort, Jahr und Saison und erreichte den héchsten Wert im Herbst 2019 (23%).
Die nachgewiesenen Leptospirenspezies konnen schwere Krankheitsverldufe bei Menschen und Tieren
auslosen. Auch wenn die humanen Fallzahlen in Deutschland gering sind, hat diese Studie gezeigt, dass
Leptospiren in der Rotelmauspopulation zirkulieren. Ein Anstieg humaner Leptospirosefalle ist zu
befilirchten, da es ausgeldst durch den Klimawandel vermehrt zu extremen Wetterereignissen, wie

Starkregen oder Uberschwemmungen, 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 lip/32 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% Cl) 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 Ime4 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
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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 mastin 2018 which led to an increased
reproduction of bank voles in 2019.

An overall prevalence for leptospires of 7.5% (95% Cl: 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
(x2=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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