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R. bellii    Rickettsia bellii 

R. canadensis   Rickettsia canadensis 

R. conorii   Rickettsia conorii 

R. felis    Rickettsia felis 

R. helvetica   Rickettsia helvetica 

R. japonica   Rickettsia japonica 

R. massiliae   Rickettsia massiliae 

R. monacensis   Rickettsia monacensis 

R. raoultii   Rickettsia raoultii 

R. rickettsii   Rickettsia rickettsii 

R. slovaca   Rickettsia slovaca 

S. araneus   Sorex araneus (Waldspitzmaus) 

S. minutus   Sorex minutus (Zwergspitzmaus) 

SA    Republik Südafrika 

SENLAT   Scalp eschars and neck lymphadenopathy after tick bites 

SFG    Spotted fever group (Zeckenstichfieber-Gruppe) 

spp.    spezies pluralis 

STG    Scrub typhus group (Tsutsugamushi-Fieber-Gruppe) 

TG    Typhus group (Fleckfieber-Gruppe) 
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1 Einleitung 
Zecken gehören zu den obligat blutsaugenden Arthropoden, welche je nach Spezies in 

unterschiedlichen Habitaten vorkommen. In Mitteldeutschland sind die am weitesten 

verbreiteten Arten der gemeine Holzbock (Ixodes ricinus) und die Auwaldzecke (Dermacentor 

reticulatus) (RUBEL et al. 2023). Erstere ist in verschiedenen Lebensräumen von 

Waldgebieten, über Wiesen, hin zu städtischen Räumen zu finden (GRAY et al. 2021). Letztere 

ist nicht gleichermaßen tolerant und kommt hauptsächlich in Geländen mit Heiden, Wiesen 

und offenen Waldgebieten vor (MEDLOCK et al. 2017, KOHN et al. 2019). Beide Arten sind 

dreiwirtige Ektoparasiten (FÖLDVÁRI et al. 2016, KAHL und GRAY 2023). Während alle 

blutsaugenden Lebensstadien (Larve, Nymphe, Adulte) von I. ricinus aktiv auf Wirte lauern, 

zeigen bei D. reticulatus nur die adulten Zecken diese Verhaltensweise (FÖLDVÁRI et al. 2016, 

KAHL und GRAY 2023). Die subadulten Lebensstadien (Larve, Nymphe) sind Nesthocker und 

leben in den Bauen und Nestern ihrer Wirte (FÖLDVÁRI et al. 2016). Die Hauptwirte der 

subadulten Stadien beider Zeckenspezies sind vor allem Kleinsäuger. Die adulten Stadien 

nutzen eher größere Säuger als Wirt (HORNOK 2017, OTRANTO et al. 2017). Zecken können 

für verschiedene Pathogene wie Viren, Bakterien und Protozoen, welche während des 

Blutsaugens auf den Wirt (Tier oder Mensch) übertragen werden, als Vektor dienen. 

Kleinsäuger dienen als Reservoir für viele dieser Pathogene, wie beispielsweise für Borrelia 

burgdorferi sensu lato, die die häufigste zeckenübertragbare Krankheit in Europa (Lyme 

Borreliose) auslösen können (TILLY et al. 2008, RIZZOLI et al. 2011, BURRI et al. 2014). Ihre 

Bedeutung als Reservoir für die Bakterien Rickettsia spp. ist noch nicht endgültig geklärt 

(SPRONG et al. 2009, BURRI et al. 2014). Durch die spezielle Rolle der Kleinsäuger als Wirt 

und/oder Reservoir kommt der Zusammensetzung des Habitats, nicht nur in Bezug auf das 

Vorkommen und die Diversität der Kleinsäugerspezies eine immense Bedeutung zu, sondern 

könnte gleichzeitig auf das Vorkommen von Schildzecken mitsamt ihren Pathogenen 

einwirken (KRAWCZYK et al. 2020). 

Der Großteil der obligat intrazellulären Rickettsien wird von Zecken übertragen, was die 

numerisch größte Gruppe, die Zeckenstichfieber-Gruppe (SFG), miteinschließt (MERHEJ und 

RAOULT 2011). Innerhalb der Zeckenpopulation werden Rickettsien hauptsächlich 

transstadial, sexuell und transovariell übertragen (DEPLAZES et al. 2013, KARBOWIAK et al. 

2016, RAVINDRAN et al. 2023). Die von Rickettsien ausgelösten Zoonosen, die Rickettsiosen, 
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umfassen ein Spektrum von milden Grippesymptomen bis hin zu tödlichen Verläufen. In 

Deutschland vorkommende zeckenübertragene Rickettsienarten der SFG sind Rickettsia 

helvetica, Rickettsia monacensis, Rickettsia raoultii, Rickettsia massiliae und Rickettsia slovaca 

(DOBLER und PFEFFER 2012). Die von diesen Spezies ausgelösten Rickettsiosen haben 

meistens einen milden Verlauf (PAROLA et al. 2013, AZAGI et al. 2020, BUCZEK et al. 2020). 

Verschiedene Zeckenarten werden mit verschiedenen Rickettsienarten assoziiert. So wird 

Rickettsia helvetica hauptsächlich von I. ricinus übertragen, R. raoultii hauptsächlich von 

Dermacentor-Arten wie z.B. D. reticulatus (BUCZEK et al. 2020, KNOLL et al. 2021b). Die 

Prävalenz von Rickettsien in Zecken wurde intensiv in Abhängigkeit von Faktoren wie Saison, 

Lebensstadium und verschiedenen Landschaftsattributen untersucht (REYE et al. 2010, 

ŠPITALSKÁ et al. 2014, KNOLL et al. 2021b). Seltener existieren demgegenüber Studien aus 

Europa, welche andere demographische Faktoren wie das Habitat der Zecken und das 

Kleinsäugervorkommen, inklusive der Rickettsienprävalenz integrieren. Zusätzlich stellen 

Studien über Ko-Infektionen von Rickettsien und Borrelien in Zecken und insbesondere in 

Kleinsäugern eine Ausnahme dar (RAULF et al. 2018, KNOLL et al. 2021a). Ziel dieser Studie 

war es daher, Zecken und Kleinsäuger aus verschiedenen Habitaten von 

Untersuchungsstandorten um den Hainich-Dün Nationalpark in Thüringen zu untersuchen. 

Dabei wurde neben der Verbreitung, der Rickettsienprävalenz in den Proben und der 

Identifizierung der Rickettsienspezies, der Einfluss von landschaftlichen und individuellen 

Faktoren auf die Rickettsienprävalenz untersucht. Dazu zählten bei Kleinsäugern Saison, 

Kleinsäugerspezies und Habitat und bei den Zecken Saison, Zeckenspezies, Lebensstadium und 

Habitat. Des Weiteren wurden die Ko-Infektionsraten mit Rickettsia spp. und Borrelia spp. in 

Zecken und Kleinsäugern analysiert. 
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2 Literaturübersicht 
2.1 Zecken 

2.1.1 Taxonomie der Zecken 

Zecken sind weltweit vorkommende obligat hämatophage Ektoparasiten. Sie gehören dem 

Stamm der Arthropoda (Gliederfüßer) an und sind eine Ordnung der Acari (Milben). Zecken 

werden in die drei Familien eingeteilt: Ixodidae (Schildzecken), Argasidae (Lederzecken) und 

Nuttalliellidae (PETNEY et al. 2017). Die Familie der Ixodidae umfasst hauptsächlich die sechs 

Genera Amblyomma spp., Dermacentor spp., Haemaphysalis spp., Hyalomma spp., 

Ixodes spp. und Rhipicephalus spp.; die Familie der Argasidae die zwei Genera Argas spp. und 

Ornithodoros spp.; und die Familie der Nuttalliellidae nur eine Spezies namens 

Nuttalliella namaqua (BOULANGER et al. 2019). Zeckengenera der Ixodidae, die in 

Deutschland als heimisch gelten, sind Ixodes spp., Dermacentor spp. und Haemaphysalis spp. 

(RUBEL et al. 2021). Rhipicephalus spp. und Hyalomma spp. werden reisebedingt durch Hunde 

beziehungsweise Zugvögel importiert. Es gilt jedoch als unwahrscheinlich, dass diese 

Zeckengattungen unter derzeitigen klimatischen Bedingungen eine Population in Deutschland 

aufbauen können (PETNEY et al. 2012, RUBEL et al. 2021, UITERWIJK et al. 2021). 

Die am häufigsten vorkommende und untersuchte Zeckenart in Mitteldeutschland ist der 

gemeine Holzbock (Ixodes ricinus, Linnaeus, 1758) der Gattung Ixodes spp. (RUBEL et al. 2021). 

Im Jahr 2014 wurde eine eng verwandte Zeckenart beschrieben: Ixodes inopinatus (ESTRADA-

PEÑA et al. 2014). Die morphologischen Unterscheidungskriterien dieser beiden Spezies sind 

nicht ausreichend voneinander abgrenzbar, um eine sichere Trennung der Spezies treffen zu 

können (ROLLINS et al. 2023). Häufig werden I. ricinus und I. inopinatus deshalb (unter dem 

Begriff Ixodes ricinus-Komplex) zusammengefasst betrachtet. In Deutschland vorkommende 

Zecken der Gattung Dermacentor spp. sind die Auwaldzecke (Dermacentor reticulatus, 

Fabricius, 1794) und die Schafzecke (Dermacentor marginatus, Sulzer, 1776) (RUBEL et al. 

2023). 

2.1.2 Habitat der Zecken 

In Europa werden Zecken vom Mittelmeer bis Nordskandinavien gefunden (HVIDSTEN et al. 

2014). Mitteldeutschland befindet sich in der gemäßigten Klimazone. Das von D. reticulatus 

bevorzugte Habitat umschließt Weiden, Sträucher, Wiesen und offene Waldgebiete (NOWAK-

CHMURA und SIUDA 2012, KOHN et al. 2019). Adulte Individuen von I. ricinus sind 
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unterschiedlichen Vegetationen gegenüber tolerant. Sie kommen in verschiedenen Wäldern 

und Gebüschen vor (NOWAK-CHMURA und SIUDA 2012). Alle Lebensstadien benötigen jedoch 

eine relative Luftfeuchte von über 80 % (NOWAK-CHMURA und SIUDA 2012). Besonders die 

subadulten Stadien sind empfindlich gegenüber Austrocknung bei höheren Temperaturen und 

Trockenheit. Während des Ausharrens auf potenzielle Wirte, lauern die Zecken nach 

Erklimmen der Vegetation in einem ungeschützten, exponierten Zustand (DEPLAZES et al. 

2013). Für die Wiederherstellung eines ausbalancierten Wasserhaushalts ziehen sie sich in die 

obere Laubschicht zurück. In dieser Schicht ist Schutz vor direkter Sonneneinstrahlung 

gegeben und eine höhere relative Luftfeuchte vorhanden. Aufgrund ihrer besonderen 

Anfälligkeit sind subadulte Lebensstadien dieser Zeckenspezies vermehrt in dichteren 

Waldgebieten und weniger in Wiesen zu finden (PERRET et al. 2000). 

2.1.3 Lebenszyklus, Blutmahlzeiten, Wirte 

Die vier Entwicklungsstadien der Zecke sind Ei, Larve, Nymphe und Adulte (weiblich und 

männlich). Larve, Nymphe und Adulte sind dabei aktive Lebensstadien, die Blut saugen. Nach 

jeder Blutmahlzeit erfolgt eine Häutung und Weiterentwicklung zum nächsten 

Lebensstadium, beziehungsweise im Falle des Weibchens die Kopulation und Eiablage 

(APANASKEVICH et al. 2013). Männliche Zecken haben ein Schild, welches den ganzen Rücken 

bedeckt und nehmen daher kein, beziehungsweise nur eine geringe Menge Blut auf (OLIVER 

JR 1989). 

Die meisten Schildzecken haben einen Lebenszyklus, der drei Wirte umschließt 

(APANASKEVICH et al. 2013). Anhand der Art der Wirtsbeschaffung lassen sich Schildzecken in 

exophile Zecken (z.B. I. ricinus und Ixodes persulcatus) und endophile Zecken (z.B. Ixodes 

hexagonus) einteilen (GRAY et al. 2014, RANDOLPH 2014). Bei manchen Arten zeigen die 

subadulten Zeckenstadien ein endophiles Verhalten, die adulten ein exophiles (z.B. 

D. reticulatus) (MEDLOCK et al. 2017). Exophile Zecken warten in der Vegetation auf Kontakt 

mit ihrem Wirt (MEJLON und JAENSON 1997). Endophile Zecken leben in unmittelbarer Nähe 

beziehungsweise innerhalb von Bauen oder Häusern der Wirte (WALKER 2018). Da auf dem 

Wirt ausschließlich Blutaufnahme und Kopulation stattfindet, verbringen Schildzeckenarten 

mehr als 90 % (I. ricinus: ≥ 99 %) ihres Lebens abseits des Wirts (DEPLAZES et al. 2013, KAHL 

und GRAY 2023). 

Wirte werden von Zecken hauptsächlich mithilfe des Hallerschen Organs gefunden. Dieses 

liegt am Tarsus des ersten Beinpaars und ist mit Sensillen ausgestattet, welche unter anderem 
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Temperatur, Vibrationen, und Duftstoffe wahrnehmen können. Des Weiteren können 

chemische Verbindungen wie CO2 über spezielle Rezeptoren wahrgenommen werden 

(DEPLAZES et al. 2013). Exophile Zecken erklimmen die Vegetation, exponieren aktiv ihre 

Hallerschen Organe um einen Wirt zu detektieren und warten bis ein solcher sie abstreift. Auf 

dem Wirt suchen sie eine passende Stichstelle, insbesondere Körperregionen mit wenig Haar 

und dünner Haut (KIFFNER et al. 2011). Mit ihren Schneidewerkzeugen, den Chelizeren, 

eröffnen sie die Epidermis, um ihr Hypostom zur Blutaufnahme in die untere Hautschicht 

einzuführen (BOULANGER et al. 2019). Durch die Produktion von antiinflammatorischen 

Substanzen im Speichel bleiben die Stiche meist unbemerkt (BLANTON 2019). 

Nachdem sie vollgesogen sind, lassen sie sich abfallen und häuten sich entweder zum 

nächsten Lebensstadium oder legen im Falle des Weibchens Eier an einem geschützten 

Standort. Ixodes ricinus Weibchen legen etwa 3000 Eier, die von D. reticulatus 3000-4500 Eier 

(DEPLAZES et al. 2013). Männchen suchen meist lediglich zum Zwecke der Paarung einen Wirt 

auf. Bei der Wirtauswahl sind I. ricinus Zecken sehr tolerant. Larven haben im Vergleich zu 

Nymphen und adulten Zecken einen geringeren Aktionsradius und sind vor allem auf 

Kleinsäugern wie Nagern und Insektenfressern zu finden, ebenfalls auf Vögeln und Reptilien. 

Nymphen und adulte Zecken finden sich zusätzlich vermehrt auf größeren Säugern (DEPLAZES 

et al. 2013). Das Wirtspektrum der subadulten D. reticulatus Zecke umschließt hauptsächlich 

Kleinsäuger. Das des adulten Stadiums auch größere Wirte (DEPLAZES et al. 2013). Die 

Blutmahlzeiten dauern für Larven 3-6 Tage, für Nymphen 3-10 Tage und für Weibchen 6-12 

Tage. Die genaue Dauer ist hierbei abhängig von verschiedenen Faktoren wie Spezies, 

Temperatur und Wirt (APANASKEVICH et al. 2013). 

2.1.4 Transmissionswege von Pathogenen innerhalb einer Zeckenpopulation 

Zecken sind Reservoire und Vektoren vieler Pathogene mit großer human- und 

veterinärmedizinischer Relevanz. Unter anderem handelt es sich um Viren, Protozoen, 

Bakterien und Parasiten. Von besonderer Bedeutung innerhalb der Bakterien sind Borrelien, 

Neoehrlichien und Rickettsien zu nennen. Im Verlauf der Blutmahlzeit werden Pathogene über 

den Zeckenspeichel auf den Wirt übertragen. Hierbei unterscheiden sich die Zeitpunkte der 

Übertragung der Pathogene teilweise erheblich. Während die Transmission des Frühsommer-

Meningoenzephalitis (FSME)-Virus bereits kurz nach dem Stich beginnt, dauert es bei einer 

mit Borrelia spp. infizierten Zecke zunächst einige Stunden bevor eine Übertragung stattfindet 

(DOBLER et al. 2012). 
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Innerhalb der Zeckenpopulation können Pathogene über verschiedene Wege übertragen 

werden: transstadial, transovariell und sexuell. Dabei können nicht alle Pathogene über jeden 

dieser Transmissionswege übertragen werden. Wenn eine Infektion auch nach der 

Weiterentwicklung zur nächsten Entwicklungsstufe der Zecke weiter besteht, spricht man von 

transstadialer Übertragung (DEPLAZES et al. 2013). Beispiele für Pathogene, bei denen es 

unter anderem zu dieser Art der Übertragung kommt, sind Rickettsien und das FSME-Virus 

(KARBOWIAK und BIERNAT 2016, KARBOWIAK et al. 2016). Transovarielle Übertragung ist die 

Weitergabe der Pathogene von Weibchen auf ihre Eier, wie sie beispielsweise bei einigen 

Rickettsien und Babesien vorkommt (RAVINDRAN et al. 2023). Bei der transspermalen 

beziehungsweise sexuellen Übertragung sind die Spermatophoren des Männchens mit 

Pathogenen, wie beispielsweise Rickettsien, infiziert, und gehen während der Kopulation auf 

das Weibchen über (DEPLAZES et al. 2013). Eine besondere Form der Pathogenübertragung 

zwischen zwei Zecken ist das Co-feeding (Simultan-Infestation). Bei dieser Art der Übertragung 

hat der Wirt keine systemische Infektion und die Übertragung findet lediglich zwischen sehr 

nah nebeneinander blutsaugenden Zecken statt (DEPLAZES et al. 2013). Unter anderem bei 

Borrelien und dem FSME-Virus kann es zu dieser Form der Übertragung kommen (LABUDA et 

al. 1993, GERN und RAIS 1996). 

2.1.5 Vektorfunktion von Ixodes ricinus 

Ixodes ricinus fungiert als Vektor für eine Vielzahl von Pathogenen. Viele davon sind Zoonosen. 

Unter den viralen Pathogenen sind das FSME-Virus und das Louping-ill-Virus (LIV) zu nennen, 

beide gehören zu der Gruppe der Flaviviren. Das FSME-Virus ist von Ostasien (Japan) bis 

Westeuropa (Frankreich) verbreitet und löst neurologische Symptome unterschiedlichen 

Ausmaßes bei Menschen und teilweise auch bei Tieren aus (MANSFIELD et al. 2009, DOBLER 

et al. 2012). Das LIV findet sich in den Gebieten Großbritanniens und Irland und ist ebenfalls 

eine Zoonose mit neurologischen Symptomen. Während sie vor allem bei Schafen Symptome 

auslöst, kommt sie beim Menschen sehr selten vor (JEFFRIES et al. 2014). 

Für eine Vielzahl von Bakterien fungiert I. ricinus als Vektor. Anaplasma phagocytophilum 

kommt in der nördlichen Hemisphäre in den gleichen Gebieten vor, in denen Ixodes-Zecken 

endemisch sind. Das Bakterium infiziert eine Reihe von Säugern wie Wiederkäuer, Pferde und 

Menschen. Die Symptome der Anaplasmose sind unspezifisch. Sie umschließen meistens 

fiebrige Zustände, Anorexie und zumindest bei Menschen ebenfalls weitere unspezifische 

grippeähnliche Symptome wie Muskel- und Kopfschmerzen (STUEN et al. 2013). 
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Zu der Bakteriengruppe Borrelia burgdorferi sensu lato (s.l.) gehörende Spezies können die 

Lyme Borreliose auslösen. Die Lyme Borreliose ist durch ihren Vektor Ixodes spp. auf der 

gesamten Nordhalbkugel verbreitet und ist die relevanteste von Zecken übertragene 

Krankheit in diesem Gebiet. Sie manifestiert sich in unterschiedlichen Organen, wonach sich 

auch die Symptome stark unterscheiden können. Möglich sind kardiologische, 

dermatologische, arthrologische und neurologische Symptome (BOULANGER et al. 2019). 

Die von I. ricinus übertragenen Arten von Rickettsien sind Rickettsia helvetica und Rickettsia 

monacensis (siehe auch Kapitel 2.3). Rickettsia helvetica kann bei Menschen unterschiedliche 

unspezifische Grippesymptome auslösen. Rickettsia monacensis löst selten eine Rickettsiose 

aus. Beide Rickettsienarten sind in Mitteleuropa vertreten (AZAGI et al. 2020). 

Auch die Neoehrlichiose wird in Europa von I. ricinus übertragen. Sie wird durch das Bakterium 

Neoehrlichia mikurensis ausgelöst und ist eine eher seltene Erkrankung mit unspezifischen 

Symptomen, die Fieber und angiologische Erscheinungen einschließen. Besonders 

immunsupprimierte Personen sind betroffen (SILAGHI et al. 2016). 

Die in Deutschland meldepflichtige schwere Erkrankung Tularämie ist eine Zoonose, welche 

Nagetiere und Hasenartige betrifft. Ein Stich durch Zecken ist nur einer der möglichen 

Infektionswege, welcher später auch den Krankheitsverlauf festlegt. Tularämie wird durch das 

Bakterium Francisella tularensis ausgelöst (KINGRY und PETERSEN 2014). 

Die einzigen nennenswerten von I. ricinus übertragenen Parasiten sind die intraerytrozytären 

Babesien, die bei Menschen und Tieren die Babesiose auslösen können. Zu den von I. ricinus 

übertragenen Spezies zählen unter anderem Babesia divergens, Babesia venatorum, und 

Babesia microti. Symptome können Fieber und Ikterus mit Anämie sein (BOULANGER et al. 

2019). 

2.1.6 Vektorfunktion von Dermacentor reticulatus 

Auch D. reticulatus spielt bei der Verbreitung vieler Pathogene eine tragende Rolle, unter 

ihnen das FSME-Virus, wenngleich noch nicht geklärt werden konnte, ob in gleichem Maße 

wie I. ricinus (SIDORENKO et al. 2021). Ebenfalls überträgt diese Zeckenart die beiden 

bakteriellen Erreger Rickettsia slovaca und Rickettsia raoultii, welche das Syndrom „SENLAT“ 

auslösen können (siehe auch Kapitel 2.3). Das Akronym steht im Englischen für „scalp eschars 

and neck lymphadenopathy after tick bite“, welches auch seine Symptome beschreibt 

(FOISSAC et al. 2013). Genauso wie I. ricinus überträgt D. reticulatus das Bakterium 

F. tularensis (BOULANGER et al. 2019). 
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Die beiden Parasiten Theileria equi und Babesia caballi lösen bei Pferden die Krankheit Equine 

Piroplasmose aus und werden in Europa unter anderem von Dermacentor spp. übertragen. 

Symptome beinhalten Ikterus, Ödeme an den Gliedmaßen und Fieber (ROCAFORT-FERRER et 

al. 2022). Babesia canis ist einer der Erreger der Kaninen Babesiose und löst bei Hunden unter 

anderem eine sehr schwere Thrombozytopenie und Anämie aus. Der einzellige Parasit ist vor 

allem im mediterranen Europa bis Süddeutschland verbreitet, wandert allerdings mit seinem 

Vektor D. reticulatus auch in nördlichere Gebiete (WEINGART et al. 2023). 

2.2 Kleinsäuger 

2.2.1 Taxonomie 

Die Klasse der Säugetiere (Mammalia) umfasst derzeit 6544 dokumentierte noch erhaltene 

Arten, die meisten davon Kleinsäuger (UPHAM et al. 2023). Kleinsäuger umfassen mehrere 

Ordnungen. Davon sind Nagetiere (Rodentia) mit 2652 lebenden Arten die umfangreichste 

Ordnung, gefolgt von Fledertieren (Chiroptera) mit 1460 Arten, und Insektenfressern 

(Eulipothyphla) mit 569 Arten (UPHAM et al. 2023). 

In der Ordnung der Nagetiere existieren in Deutschland 34 Arten (MEINIG et al. 2020). Die 

Gattungen Apodemus (Familie der Echten Mäuse (Muridae)), Microtus und Clethrionomys 

(beide zugehörig der Familie der Wühlmäuse (Cricetidae)) sind in dieser Ordnung die am 

häufigsten vorkommenden. In Deutschland vorkommende wichtige Vertreterinnen der 

Gattung Apodemus sind die Gelbhalsmaus (Apodemus flavicollis), die Waldmaus (Apodemus 

sylvaticus) und die Brandmaus (Apodemus agrarius) (AULAGNIER et al. 2008). Von der 

Alpenwaldmaus (Apodemus alpicola) gibt es kaum Nachweise in Deutschland (MEINIG et al. 

2020). Die einzige Art der in Deutschland vorkommenden Clethrionomys ist die Rötelmaus 

(Clethrionomys glareolus) (AULAGNIER et al. 2008). Mit über 20 Arten ist die Gattung der 

Microtus sehr umfangreich (AULAGNIER et al. 2008). In Deutschland kommen vier Arten vor: 

die Feldmaus (Microtus arvalis), die Erdmaus (Microtus agrestis), die Bayerische 

Kleinwühlmaus (Microtus liechtensteini bavaricus) und die Kleinwühlmaus (Microtus 

subterraneus) (MEINIG et al. 2020). Die einzige in Deutschland vertretene Art der Gattung 

Arvicola ist die Schermaus (Arvicola amphibius) (AULAGNIER et al. 2008). 

In der Ordnung der Insektenfresser ist die Familie der Spitzmäuse (Soricidae) mit neun Arten 

in Deutschland vertreten (MEINIG et al. 2020). Die Gattung der Sorex umfasst 14 Arten, davon 

kommen 4 in Deutschland vor: die Alpenspitzmaus (Sorex alpinus), die Schabrackenspitzmaus 
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(Sorex coronatus), die Waldspitzmaus (Sorex araneus) und die Zwergspitzmaus (Sorex 

minutus) (AULAGNIER et al. 2008, MEINIG et al. 2020). Die Feldspitzmaus (Crocidura 

leucodon), die Gartenspitzmaus (Crocidura suaveolens) und die Hausspitzmaus (Crocidura 

russula) sind die einzigen in Deutschland vorkommenden Arten der ansonsten sehr 

umfangreichen Gattung Crocidura (AULAGNIER et al. 2008, MEINIG et al. 2020, HARING et al. 

2023). Im Folgenden wird eine Auswahl von 10 in Deutschland vorkommenden Arten 

beschrieben, welche aus epidemiologischer Sicht für zoonotische Krankheitserreger von 

Bedeutung sind. 

2.2.2 Wühlmäuse der Gattung Microtus 

2.2.2.1 Habitat 

Microtus arvalis kommt fast in ganz Europa vor (HAUER et al. 2009). Sie meidet geschlossene 

Wälder und findet sich vor allem in offenem Grasland, Acker und Waldrändern (VON 

BLANCKENHAGEN und STÄDTLER 2011). Microtus agrestis ist etwas größer als M. arvalis und 

findet sich in großen Teilen Nord- und Mitteleuropas und Asiens. In Süd- und Westeuropa 

handelt es sich bei Populationen vermutlich um kryptische Arten (AULAGNIER et al. 2008). 

Obwohl M. agrestis in verschiedenen Habitaten vorkommt, bevorzugt sie eine dichte 

Krautschicht (HAUER et al. 2009). 

2.2.2.2 Rolle als Reservoir und Vektor von Zoonosen 

Microtus spp. dient für verschiedene Bakterien als Reservoir und/oder Vektor. Diese Gattung 

gilt beispielsweise als Hauptreservoir und Vektor der Bakterien Leptospira spp., deren 

verschiedene Spezies sich teilweise stark in der Pathogenität unterscheiden (JESKE et al. 

2021). Die sich möglicherweise manifestierende Zoonose heißt Leptospirose. Die Übertragung 

findet direkt über den Kleinsäuger oder über Kontakt durch infektiösen Urin in der Umgebung 

wie Wasser oder Untergrund statt. Es können milde Symptome entstehen, die der Grippe 

ähneln, bis hin zu schwerwiegenden Erkrankungen mit Fieber, Ikterus und multipler 

Organdysfunktion (SCHMIDT et al. 2021). Des Weiteren fungieren Microtus spp. als Reservoir 

für die Bakterien B. burgdorferi s.l. (KRÓL et al. 2022). Microtus spp. gelten außerdem als 

Reservoir für die Bakterien Bartonella spp., von denen manche Spezies die Zoonose 

Bartonellose auslösen (TOŁKACZ et al. 2018). Die Symptome sind je nach Erreger und 

Immunstatus der betroffenen Person vielfältig. Es kann unter Anderem zu Endokarditis und 

wiederkehrenden Fieberschüben kommen (LAMAS et al. 2008). 
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Bei der Betrachtung von zoonotisch relevanten Parasitosen spielt die Gattung Microtus vor 

allem als Reservoir für den intraerytrozytären Parasiten B. microti eine tragende Rolle 

(KARBOWIAK 2004). Außerdem sei der Fuchsbandwurm (Echinococcus multilocularis) 

genannt. Dieser befällt während seines Lebenszyklus verschiedene Kleinsäuger, vorzugsweise 

Wühlmäuse, als Zwischenwirte. Insbesondere M. arvalis scheint ein Hauptvektor der 

Fuchsbandwurmeier zu sein (ROMIG et al. 2017). Die Zoonose, die durch diesen Erreger 

ausgelöst wird, wird alveoläre Echinokokkose genannt. Die den Menschen als Fehlwirt 

infizierenden Fuchsbandwürmer lassen sich während ihres Lebenszyklus als Metazestoden in 

vorzugsweise Leber, auch Lunge, nieder. Anfangs sind diese sehr klein und die Wirte 

asymptomatisch. Die auf eine enorme Vergrößerung folgenden Symptome sind abhängig von 

der Größe der Zysten, welches Organsystem befallen ist, dem Aktivitätsstatus und der Zyste 

umgebende Organstrukturen (ECKERT und DEPLAZES 2004). 

Außerdem ist Microtus spp. relevant bei der Übertragung einiger Viren. Das Tulavirus ist ein 

Hantavirus, welches hauptsächlich von M. arvalis übertragen wird. Molekularbiologische 

Nachweise des Tulavirus in erkrankten Personen gibt es nur in Einzelfällen. Mögliche 

Symptome sind insbesondere Fieber, Kopfschmerz und renale Dysfunktion (HOFMANN et al. 

2021). Eines der Reservoire des FSME-Virus stellt Microtus spp. dar (MICHELITSCH et al. 2019). 

2.2.3 Die Wühlmäuse Clethrionomys glareolus und Arvicola amphibius 

2.2.3.1 Habitat 

Ein typischer Vertreter der Kleinsäuger des Waldes ist der Nager Cl. glareolus. Die Spezies 

bevorzugt Wälder mit üppigen Krautschichten (HAUER et al. 2009). Als Ubiquist besiedelt sie 

bei Fehlen anderer Wühlmäuse allerdings auch andere, vielfältige Lebensräume. Wenige 

Mäusearten sind ähnlich weit in Europa verbreitet wie die Rötelmaus (AULAGNIER et al. 2008). 

Die ebenfalls den Wühlmäusen zugehörige große Wühlmaus A. amphibius findet sich 

besonders in der Nähe von Flüssen oder stehendem Gewässer, ebenfalls in Dauergrünland 

(HAUER et al. 2009). Sie ist insbesondere in Zentral- und Osteuropa verbreitet (AULAGNIER et 

al. 2008). 

2.2.3.2 Rolle als Reservoir und Vektor von Zoonosen 

Für einige Bakterien mit zoonotischer Bedeutung spielt Cl. glareolus eine Rolle. Unter 

anderem dienen Individuen von Cl. glareolus als Reservoir für die Bakterien B. burgdoferi s.l. 

(PIESMAN und GERN 2004). Gleich Apodemus spp. wird auch Cl. glareolus von den Bakterien 
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Bartonella spp. und A. phagocytophilum als Reservoir genutzt (STUEN et al. 2013, OBIEGALA 

et al. 2021). 

Außerdem fungiert die Rötelmaus als einer der Hauptvektoren für den Fuchsbandwurm 

(ROMIG et al. 2017). Die Rolle als Reservoir für den Parasit B. microti scheint untergeordnet 

(KARBOWIAK 2004). 

Clethrionomys glareolus ist Vektor des zu den Hantaviren gehörenden Puumalavirus. Die 

Infektion erfolgt auf direktem oder indirektem Weg durch Kontakt mit den Tieren. Eine große 

Rolle bei der Übertragung nimmt hier die Bildung von Aerosolen mit infiziertem Kot oder Urin 

ein, welche von Menschen besonders während der landwirtschaftlichen Arbeit oder als Staub 

in ländlichen Gebäuden eingeatmet wird (LEBECQUE und DUPONT 2020). Das Puumalavirus 

kann eine milde Form des hämorrhagischen Fiebers mit renalem Syndrom auslösen, welches 

Nephropathia epidemica genannt wird. Es kann zu Fieber, Kopfschmerz, gastrointestinalen 

Symptomen, beeinträchtigter Nierenfunktion und eingeschränkten Visus kommen 

(VAPALAHTI et al. 2003). Clethrionomys glareolus gilt außerdem als Reservoir für das FSME-

Virus (MICHELITSCH et al. 2019, BRANDENBURG et al. 2023) 

Die Spezies A. amphibius ist nicht im selben Ausmaß verbreitet, weshalb auch über die 

Belastung mit Krankheitserregern weniger Daten vorliegen. Ihre Bedeutung scheint aufgrund 

dessen sehr gering. 

2.2.4 Echte Mäuse der Gattung Apodemus 

2.2.4.1 Habitat 

Eine der in Europa am weitesten verbreitete Apodemus spp. ist A. flavicollis (AULAGNIER et al. 

2008). Sie bewohnt hauptsächlich Waldgebiete. Insbesondere unterholzreiche Misch- und 

Laubwälder mit Altbaumbeständen sind bei dieser Spezies beliebt (HAUER et al. 2009). Eine 

weitere weit verbreitete Spezies dieser Gattung ist A. sylvaticus. Entgegen ihrem Namen zeigt 

sie keine exklusive Verbundenheit zu Waldgebieten, fühlt sich in verschiedenen Habitaten 

wohl und meidet sogar tiefe Wälder (AULAGNIER et al. 2008). Das Verbreitungsgebiet der 

Spezies A. agrarius erstreckt sich von Nord-/Ostdeutschland in den Osten bis Russland 

(AULAGNIER et al. 2008). Sie lebt in einer Vielzahl von Habitaten, bevorzugt allerdings eine 

gewisse Feuchtigkeit (HAUER et al. 2009). 
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2.2.4.2 Rolle als Reservoir und Vektor von Zoonosen 

Apodemus spp. sind Reservoirwirte und/oder Vektoren für einige zoonotische Bakterien. Tiere 

der Gattung Apodemus fungieren wie Microtus spp. ebenfalls als Reservoir für Leptospiren 

(JESKE et al. 2021). Auch die Spirochäten B. burgdorferi s.l. nutzen Apodemus spp. als Reservoir 

(GERN et al. 1998). Durch Vektoren werden die Bakterien auf einen weiteren Wirt übertragen 

und können zum Beispiel die Lyme Borreliose auslösen (PIESMAN und GERN 2004). 

Vertreterinnen des Genus Apodemus dienen als Reservoir für die Bakterien Bartonella spp. 

von unterschiedlicher Pathogenität (OBIEGALA et al. 2021). Obwohl vor allem Großwildarten 

Reservoirwirte von A. phagocytophilum sind, gibt es auch viele Nachweise in Nagern wie 

Apodemus spp., die eine Reservoirfunktion dieser Familie nahelegen (STUEN et al. 2013). 

Die Bedeutung von Apodemus spp. in zoonotischen Parasitosen scheint sehr gering. Daten 

über Infektionen mit dem Fuchsbandwurm sind rar und existieren lediglich über A. agrarius. 

Insgesamt scheint dieses Genus eine untergeordnete Rolle in dessen Lebenszyklus zu spielen 

(ROMIG et al. 2017). Auch als Reservoir für B. microti wird diesem Genus eine geringere 

Bedeutung beigemessen als dem Hauptreservoir Microtus spp. (KARBOWIAK 2004). 

Auch einige Viren fallen in das Reservoir und/oder in den Vektorbereich der Apodemus spp.. 

Das Dobrava-Belgrad-Virus wird von A. flavicollis übertragen. Das Saaremaa-Virus wird von 

A. agrarius übertragen und wurde als humane Infektion nur in Einzelfällen serologisch 

nachgewiesen. Die Übertragung der Hantaviren erfolgt normalerweise durch Inhalation von 

Aerosolen mit infizierten Ausscheidungen der Kleinsäuger. Die Infektionen können subklinisch 

bis tödlich verlaufen. Klinisch kann sich die Infektion als hämorrhagisches Fieber mit renalem 

Syndrom darstellen (AVŠIČ-ŽUPANC et al. 2019). Eine weitere Reservoirfunktion nimmt 

insbesondere A. flavicollis in Europa für das FSME-Virus ein (MICHELITSCH et al. 2019). 

2.2.5 Spitzmäuse: Sorex spp. und Crocidura russula 

2.2.5.1 Habitat 

Sorex araneus ist in Europa weit verbreitet. In Südwesteuropa findet sie sich allerdings 

ausschließlich in den Bergen (AULAGNIER et al. 2008). Sie ist vielen Habitaten tolerant 

gegenüber, solange eine ausreichende Feuchtigkeit vorhanden ist. Innenstädte und große 

Felder werden von dieser Spezies gemieden. Das Verbreitungsgebiet als auch das bevorzugte 

Habitat von S. minutus stimmt mit dem von S. araneus überein (HAUER et al. 2009). Crocidura 

russula besiedelt Südwesteuropa bis nördliche Teile Marokkos (AULAGNIER et al. 2008). Sie 
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fühlt sich in feuchteren Habitaten wohl, findet sich vermehrt in Siedlungen, beziehungsweise 

Siedlungsnähe, und meidet Wälder (AULAGNIER et al. 2008, HARING et al. 2023). 

2.2.5.2 Rolle als Reservoir und Vektor von Zoonosen 

Die Vertreterinnen von Sorex spp. finden in Studien häufig nicht so intensive Beachtung wie 

ihre sympatrischen Kleinsäuger. Sorex araneus und S. minutus werden als Reservoire für 

B. burgdorferi s.l. angesehen (GERN et al. 1998). Außerdem wurden A. phagocytophilum und 

B. microti in S. araneus nachgewiesen und könnte diesen Erregern als Reservoirwirt dienen 

(BOWN et al. 2011). Aufgrund der Ergebnisse verschiedener Studien werden Sorex spp. als 

mögliche Reservoirwirte für das Bakterium Bartonella spp. gehandelt (HOLMBERG et al. 2003, 

OBIEGALA et al. 2021). 

Die Spitzmaus C. russula wird in Studien ebenfalls seltener betrachtet. Es existieren Nachweise 

von Leptospiren in dieser Spezies. Für die Übertragung vieler arthropodenübertragener 

Krankheitserreger wie Babesien, Anaplasmen und Bartonellen scheint die Bedeutung von 

C. russula verschwindend gering (HARING et al. 2023). 

2.3 Rickettsia spp. 

2.3.1 Taxonomie und Aufbau des Bakteriums 

Rickettsia spp. (Ricketts, 1909) sind weltweit vorkommende gramnegative Bakterien der 

Klasse Alpha-Proteobacteria. Die der Ordnung der Rickettsiales angehörenden pleomorphen 

Rickettsien vermehren sich obligat intrazellulär (MERHEJ und RAOULT 2011). Historisch 

wurden Rickettsien aufgrund von immunologischen Kreuzreaktionen und Vektorspezies in 

drei Gruppen eingeteilt: Zeckenstichfieber-Gruppe (spotted fever group; SFG), Fleckfieber-

Gruppe (typhus group; TG) und Tsutsugamushi-Fieber-Gruppe (scrub typhus group; STG) 

(MERHEJ und RAOULT 2011). Eine bis heute noch sehr verbreitete Einteilung beinhaltet vier 

Gruppen: SFG, TG, Ancestral-Gruppe (mit Rickettsia bellii und Rickettsia canadensis) und 

Transitional-Gruppe (Rickettsia felis und Rickettsia akari) (KIM 2022). Mittlerweile werden 

Rickettsien allerdings in die vier Gruppen SFG, TG, R. bellii-Gruppe und R. canadensis-Gruppe 

eingeteilt (MERHEJ und RAOULT 2011). Hier unterteilt sich die SFG nochmal in vier Gruppen: 

Rickettsia rickettsii-Gruppe (u.a. R. rickettsii spp., R. slovaca, Rickettsia conorii, 

Rickettsia japonica, Rickettsia africae, Rickettsia honei), Rickettsia massiliae-Gruppe (u.a. 

R. massiliae, Rickettsia rhipicephali, Rickettsia aschlimanii, R. raoultii), R. helvetica-Gruppe 

(u.a. R. helvetica, Rickettsia asiatica, R. monacensis, Rickettsia tamurae) und R. akari-Gruppe 
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(R. akari, Rickettsia australis, R. felis). Die TG wird von Rickettsia prowazekii und 

Rickettsia typhi repräsentiert. Rickettsia canadensis ist die einzige Spezies der R. canadensis-

Gruppe. In der R. bellii-Gruppe befindet sich R. bellii spp. und diverse Rickettsia-Symbionten 

von verschiedenen Insekten (z.B. Eulenfalter und Schnellkäfer) (MERHEJ und RAOULT 2011). 

Bei Rickettsien handelt es sich um kleine Bakterien, deren Genome eine Größe von 1,1-1,5 Mb 

(megabases) haben und etwa 900-1500 Gene beinhalten (MERHEJ und RAOULT 2011). 

Verschiedene Gene sind hier besonders interessant für die Labordiagnostik. Das für die Citrat-

Synthase kodierende Gen (gltA) besitzen alle Rickettsia spp. Ebenfalls besitzen alle das 

kodierende Gen für das Oberflächenprotein „outer membrane protein B“ (ompB). Das 

kodierende Gen für das Oberflächenprotein „outer membrane protein A“ (ompA) fehlt in der 

TG, während es in der SFG alle Vertreterinnen besitzen (WÖLFEL et al. 2008). Ersteres (ompB) 

ist für die Adhäsion an die Wirtszelle nötig, letzteres (ompA) für die Invasion in diese (MERHEJ 

und RAOULT 2011). 

2.3.2 Vektoren von Rickettsien der Zeckenstichfieber-Gruppe (SFG) und 
Übertragung auf den Wirt 

Da Rickettsien obligat intrazellulär leben, sind sie in der Umwelt nicht lange überlebensfähig 

und sind auf Wirtszellen angewiesen. Durch Vektoren werden Rickettsien auf Wirte 

übertragen. Bei den Vektoren handelt es sich um unterschiedliche hämatophage Arthropoden 

wie Läuse, Flöhe, Zecken und andere Milben. Die Übertragung in den Wirtskörper findet durch 

infizierten Speichel oder infektiösen Kot statt (LAUKAITIS und MACALUSO 2021). Zecken 

infizieren den Wirt über die Speichelsekretion während des Blutmahls (AZAD und BEARD 

1998). Fast die gesamte SFG wird von Zecken übertragen (MERHEJ und RAOULT 2011). Die 

einzigen Ausnahmen bilden R. felis und R. akari. Erstere Spezies wird von dem Katzenfloh 

(Ctenocephalides felis) übertragen, letztere hauptsächlich von der Hausmausmilbe 

(Liponyssoides sanguineus) (BROWN und MACALUSO 2016, AKRAM et al. 2023). Da die 

meisten Vertreterinnen der numerisch größten SFG von Zecken übertragen werden, bilden 

diese die Hauptvektoren der Rickettsia spp. (Abbildung 1) (MERHEJ und RAOULT 2011). Dabei 

haben verschiedene Rickettsia spp. Präferenzen für verschiedene Zeckenspezies. 
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Abbildung 1: Transmission von zeckenübertragenen Rickettsien der SFG innerhalb des 

Lebenszyklus von Ixodidae modifiziert nach EREMEEVA und DASCH (2015) (EREMEEVA und 

DASCH 2015) 1) Oviposition des vollgesogenen Weibchens 2) Larven schlüpfen aus Eiern 3) 

Larve saugt Blut an Kleinsäugern 4) vollgesogene Larve häutet sich zur Nymphe 5) Nymphe 

saugt Blut an Klein- oder Großsäugern 6) Nymphe häutet sich zur adulten Zecke 7) 

Transovarielle Übertragung 8) Transstadiale Übertragung 9) Übertragung von Rickettsien auf 

den Menschen durch Nymphe 10) Übertragung von Rickettsien auf den Menschen durch 

adulte Zecke 

 

2.3.3 Verbreitung von Rickettsien der Zeckenstichfieber-Gruppe in 
Deutschland, Europa, Welt 

Da jede Rickettsienspezies eine Präferenz für bestimmte Vektoren hat, ist ihr Auftreten 

abhängig von der Verbreitung ihrer Vektoren und deren Wirten. Rickettsien wurden auf allen 

Kontinenten außer Antarktika festgestellt (Tabelle 1) (PAROLA et al. 2013). 
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2.3.3.1 Humanmedizinische Krankheitsbilder, Pathogenese, Bedeutung und 

Verbreitung der Erkrankungen in Deutschland, Diagnostik, und 

Therapie 

Tabelle 1: Vektoren, Vorkommen und Symptome von verschiedenen Rickettsien der 

Zeckenstichfieber-Gruppe. 

Pathogen Hauptvektor1 Vorkommen2 Krankheits-
bezeichnung 

Geläufige 
Symptome Referenz 

R. africae 

Amblyomma 
hebraeum, 

Amblyomma 
variegatum 

Südafrika 
(SA), 

Simbabwe3 

Afrikanisches 
Zeckenbiss-

fieber - 
African tick 
bite fever 

(ATBF) 

Fieber, Kopf-
schmerzen, 

Myalgie, Eschar 

(MAZHETESE 
et al. 2021) 

R. akari 

Hausmaus-
milbe 

(Liponyssoides 
sanguineus) 

Europa 
(Kroatien), 

Asien 
(Korea), 

Afrika (SA), 
Südamerika 

Rickettsien-
Pocken 

Hautausschlag, 
Eschar 

(AKRAM et al. 
2023) 

R. australis 

Ixodes 
holocyclus, 

(Ixodes 
tasmania) 

Australien 

Queensland-
Zeckenstich-

fieber – 
Queensland-
Tick Typhus 

(QTT) 

Fieber, 
Hautausschlag, 
Kopfschmerz, 

Myalgie 

(STEWART et 
al. 2017) 

R. conorii Rhipicephalus 
sanguineus 

Mittelmeer- 
raum 

Mittelmeer– 
Zeckenfleck-

fieber – 
Mediterra-

nean spotted 
fever (MSF) 

Fieber, 
Ausschlag, 
Petechien 

(GUCCIONE et 
al. 2021) 

R. felis Ctenocepha-
lides felis 

Vereinigte 
Staaten von 

Amerika 
(USA), 

Frankreich, 
Brasilien, 
Senegal, 

Kenia, 
Deutschland, 
Thailand,… 

Flohfleck-
fieber- Flea-

borne 
spotted fever 

- 

Fieber, 
Kopfschmerz, 
neurologische 

Symptome, 
Hautausschlag, 

Verdauungs-
störungen 

(BROWN und 
MACALUSO 

2016) 
(PAROLA 

2011) 

R. helvetica I. ricinus, 
I. persulcatus Europa Zeckenstich-

fieber 

Fieber, 
Kopfschmerz, 

Myalgie 

(PAROLA et al. 
2013) 
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1 Die Liste der Vektoren ist nicht vollständig und beschreibt ausschließlich die Hauptvektoren. 
2 Auswahl von Regionen mit Nachweisen in Proben von Patient*innen. 
3 Im Großteil der Fälle waren Reisende aus den USA und europäischen Ländern betroffen, bei 

denen erst nach Rückkehr in ihr Herkunftsland die Infektion nachgewiesen wurde. 

 

Die Pathogenese gestaltet sich bei durch Rickettsien ausgelösten Erkrankungen gleich. 

Nachdem die Bakterien in den Wirtskörper eingedrungen sind, findet eine Invasion und 

Vermehrung in ihren Hauptzielzellen, den Endothelzellen statt. Außerdem findet dies auch in 

unterschiedlichem Ausmaß in Monozyten, Makrophagen, und Hepatozyten statt (MANSUETO 

et al. 2012). Rickettsia spp. bilden freie Radikale, Proteasen, und Phospholipasen und 

beeinträchtigen so die Endothelzellen (BOGDAN 2012). Aus der Schädigung der 

Endothelzellen von Gefäßen resultiert eine Vaskulitis, die erhöhte vaskuläre Permeabilität der 

kleinen und mittleren Blutgefäße in multiplen Organsystemen zur Folge hat. Mögliche 

R. japonica 

Haemaphysa-
lis flava, 

Haemaphysa-
lis hystricis 

Asien (Japan, 
Südkorea, 

China) 

Japanisches 
Fleckfieber - 

Japanese 
spotted fever 

Fieber, 
Asthenie, 

Hautausschlag, 
Myalgie, 
Anorexie 

(PAROLA et al. 
2013) 

(LI et al. 2019) 

R. 
massiliae 

R. sanguineus, 
Rhipicephalus 

guilhoni 

Sub-Sahara 
Afrika, 
Europa 

-:- Fieber, ähnlich 
MSF 

(PAROLA et al. 
2013) 

R. 
monacensis I. ricinus Spanien, 

Italien -:- 
Fieber, 

grippeähnliche 
Symptome 

(PAROLA et al. 
2013) 

R. raoultii D. reticulatus 
D. marginatus Europa 

SENLAT 
(“Scalp 

eschars and 
neck 

lymphadeno-
pathy after 
tick bites”) 

Kopfeschar, 
schmerzhafte 

Adenopathien, 
Asthenia, 

Kopfschmerz 

(PAROLA et al. 
2013) 

R. rickettsii 

Dermacentor 
andersoni, 

Dermacentor 
variablis, 

R. sanguineus, 
Amblyomma 
cajennense 

USA, Mexiko, 
Brasilien, 

Kolumbien, 
Argentinien 

Rocky-
Mountain-

Fleckfieber - 
Rocky 

Mountain 
spotted fever 

Ikterus, 
neurologische 

Symptome, 
Atemnot, akute 
Niereninsuffi-

zienz 

(PAROLA et al. 
2013) 

R. slovaca 
D. 

marginatus, 
D. reticulatus 

Europa SENLAT siehe R. raoultii (PAROLA et al. 
2013) 
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Effektorte sind beispielsweise Lunge, Herz, Haut, Zentrales Nervensystem, als auch Leber und 

Niere (GUCCIONE et al. 2021). 

Die teilweise sehr schwerwiegenden Krankheiten, wie das Rocky-Mountain-Fleckfieber 

(R. rickettsii), Mittelmeer-Zeckenfleckfieber (R. conorii) oder Afrikanisches Zeckenbissfieber 

(R. africae) sind nicht autochthone Erkrankungen in Deutschland und wurden im Falle der 

Diagnose importiert (DOBLER und WÖLFEL 2009). In Deutschland vorkommende pathogene 

Rickettsien zeigen in der Regel keine schweren Verläufe. Rickettsia raoultii und R. slovaca, 

welche mit dem „SENLAT“-Syndrom (scalp eschars and neck lymphadenopathy after tick bite) 

in Verbindung gebracht werden, wurden in verschiedenen weiteren europäischen Ländern 

diagnostiziert. Das Akronym beschreibt die Symptome (PAROLA et al. 2009, RIEG et al. 2011). 

Rickettsia helvetica wurde in Patient*innen mit Symptomen wie Fieber und Kopfschmerz 

nachgewiesen, ebenso R. monacensis (AZAGI et al. 2020). 

Durch ihre teilweise unspezifischen Symptome können Rickettsiosen leicht fehldiagnostiziert 

werden. Um das Risiko einer Exposition einschätzen zu können, ist eine eingehende Anamnese 

von besonderer Bedeutung. Der tatsächliche Nachweis kann mit Blut bzw. Serum oder einer 

Biopsie erfolgen. Eingesetzt werden hierbei unter anderem serologische und 

molekularbiologische Nachweis- und kulturelle Anzuchtverfahren (ABDAD et al. 2018). 

Für alle Rickettsiosen ist die Standardtherapie eine Behandlung mit Doxycyclin aus der Klasse 

der Tetracycline (DOBLER und WÖLFEL 2009). Bei Kontraindikation von Doxycyclin kann bei 

Rickettsiosen mit leichtem Verlauf auf andere Antibiotika wie Chloramphenicol und 

Fluorchinolone ausgewichen werden (BLANTON 2019). 

2.3.3.2 Veterinärmedizinische Bedeutung 

In der Veterinärmedizin spielen die Bakterien des Genus Rickettsia eine stark untergeordnete 

Rolle. Rickettsia conorii kommt gelegentlich bei Hunden vor. In Deutschland handelt es sich 

hierbei allerdings meist um eine im mediterranen Ausland erworbene Infektion. Die Hunde 

können unter Anämie, Thrombozytopenie und Fieber leiden (GUCCIONE et al. 2021). In den 

USA wurden Fälle von milden bis moderaten Erkrankungen bei Hunden mit R. massiliae in 

Verbindung gebracht (PAROLA et al. 2013). Rickettsia rickettsii ist pathogen in Hunden und 

kann wie beim Menschen ebenfalls das Rocky-Mountain-Fleckfieber auslösen (PAROLA et al. 

2013). 
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Das Konzept der Studie wurde von NK, CI, RGU, JJ, MP, und AO entworfen. Die Zecken wurden 

von NK und AO gesammelt. Die Kleinsäugerfänge wurden von CI und KJ vollzogen. Die 

Identifizierung des Lebensstadiums und Speziesbestimmung der Zecken erfolgte durch NK und 

mich. Die labordiagnostischen Untersuchungen (DNA-Extraktion, Real-Time PCR, 

konventionelle PCR, Gelelektrophorese, Aufreinigung der PCR-Produkte) der 

Kleinsäugerproben und Zecken auf Rickettsien habe ich nach Einweisung durch NK und AO 

eigenständig durchgeführt. Die statistische Datenanalyse erfolgte durch CI, AO, und mich. Die 
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4 Diskussion 
Viele Studien existieren, welche die Prävalenz von Rickettsien in Kleinsäugern und besonders 

in Zecken eruieren (MAY und STRUBE 2014, FISCHER et al. 2018). Allerdings behandeln die 

Studien selten bestimmte Aspekte wie verschiedene Lebensräume der Kleinsäuger und 

Zecken und den möglichen Einfluss der beiden Gruppen aufeinander. In der vorliegenden 

Studie wurde das Vorkommen von verschiedenen Zecken- und Kleinsäugerspezies in Grasland 

und Waldgebieten untersucht. Außerdem wurden zum ersten Mal Daten über 

Rickettsienspezies und -prävalenz in Zecken und Kleinsäugern in Mitteldeutschland in 

verschiedenen Lebensräumen erhoben und analysiert. Zusätzlich wurden mithilfe 

vorhandener Daten aus einer vorangegangen Studie Daten zu Ko-Infektionen mit den zwei 

Bakteriengattungen Rickettsien und Borrelien in Zecken und Kleinsäugern untersucht. 

Die am häufigsten vorkommende Zeckenart in dieser Studie war Ixodes ricinus, welche in 

Deutschland am häufigsten vertreten sind (RUBEL et al. 2021). Die Zeckenart I. inopinatus 

haben wir mit I. ricinus zusammengefasst. Eine genaue Speziesunterscheidung hätte aufgrund 

ihrer morphologischen Ähnlichkeit eine umfangreiche molekularbiologische Untersuchung 

gefordert, welche nicht durchgeführt wurde (ROLLINS et al. 2023). Weiterhin wird aufgrund 

neuerer Untersuchungen in Frage gestellt, ob es sich bei ehemals morphologisch als 

I. inopinatus identifizierten Zecken in Deutschland überhaupt um diese Zeckenspezies 

handelt. Das tatsächliche Vorkommen und die Verbreitung dieser Zeckenart in Deutschland 

bedürfen weitere Untersuchungen (ROLLINS et al. 2023). 

Weniger als ein Fünftel (18,4 %) der gesammelten Zecken des I. ricinus-Komplex waren adult. 

Eine Studie mit umfangreichem Datensatz (n=10.764) aus dem Bereich der FSME-

Überwachung in Deutschland legte mit 19,4 % gesammelten adulten Zecken ein sehr 

ähnliches Verhältnis von adulten und subadulten Zecken dar (CHITIMIA-DOBLER et al. 2017). 

In einer Studie aus Süddeutschland (n=6.521), welche die saisonale Aktivität von I. ricinus 

untersuchte, wird ebenfalls ein gleichartiges Verhältnis von adulten (14,6 %) zu subadulten 

Zecken beschrieben (SCHULZ et al. 2014). In unserer Studie konnten wir ein unimodales 

Aktivitätsmuster von Nymphen und adulten Zecken mit Höhepunkt im Frühjahr erkennen. Ihr 

Vorkommen nahm im Verlauf des Jahres ab. Im Herbst konnten wir keinen zweiten Höhepunkt 

feststellen. In Mitteleuropa haben I. ricinus Zecken häufig ein bimodales Aktivitätsprofil mit 

Höhepunkten in den feuchten und warmen Monaten, einem größeren im Frühjahr und einem 

kleineren im Herbst (SCHULZ et al. 2014). Eine Studie aus Frankreich untersuchte den Einfluss 
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von meteorologischen und klimatischen Faktoren auf Aktivitätsprofile von Nymphen von 

I. ricinus. In wärmeren Regionen bzw. dem Mittelmeerraum zeigten die Arthropoden ein 

unimodales Aktivitätsprofil mit Höhepunkt im Frühjahr (WONGNAK et al. 2022). Aufgrund von 

Veränderungen bei Temperaturen und Niederschlägen kann in Zukunft auch in Mitteleuropa 

häufiger ein unimodales Aktivitätsprofil wie auch in unserer Studie erwartet werden. Obwohl 

Nymphen und adulte Zecken eher synchrone Aktivitätsprofile aufweisen, und Larven erst ab 

Mai einen ersten Aktivitätshöhepunkt und einen zweiten im Sommer zeigen, gibt es regionale 

wie auch jährliche Unterschiede in der saisonalen Zeckenaktivität (KAHL und GRAY 2023). 

Besonders in Bezug auf das Habitat ist die Unterscheidung nach Lebensstadium von 

Bedeutung. Adulte Zecken des I. ricinus-Komplexes zeigten sich im Wald und im Ökoton 

zwischen Wald– und Grasgebieten in einem ausgeglichenen Verhältnis in unserer Studie. 

Damit folgen sie ihrem beschriebenen Haupthabitat von Wald, Waldrändern und Gebüsch 

(NOWAK-CHMURA und SIUDA 2012, ČERNÝ et al. 2020). Nymphen des I. ricinus-Komplexes 

wurden in allen drei Jahreszeiten häufiger in Waldgebieten als im Ökoton gesammelt. Wie in 

Kapitel 2.1.2 beschrieben, sind Zecken im subadulten Lebensstadium empfindlicher 

gegenüber Austrocknung verglichen mit den adulten Tieren. Somit ist dieses Ergebnis nicht 

verwunderlich, da in den Waldgebieten die Bodenschicht als Schutz vor Austrocknung in den 

heißen Monaten dienen kann (KAHL und GRAY 2023). Eine Studie aus Süddeutschland konnte 

an vielen untersuchten Standorten einen positiven Effekt von Feuchtigkeit auf das 

Vorkommen von Nymphen zeigen (SCHULZ et al. 2014). Besonders herabgefallene Blätter der 

Rotbuche (Fagus sylvatica) und von Eichen (Quercus spp.) bilden durch ihre lange 

Zersetzungszeit ein ansprechendes Habitat mit einem stabilen Feuchtigkeitslevel und Schutz 

vor Sonneneinstrahlung (KAHL und GRAY 2023). In unserem Untersuchungsgebiet des 

Hainich-Dün Nationalparks ist die Rotbuche die vorwiegend vorkommende Baumart (WEISSER 

et al. 2023) 

Die Zeckenspezies Dermacentor reticulatus kommt in Deutschland am zweithäufigsten vor 

(RUBEL et al. 2023). In unserer Studie war sie mit weniger als einem Zehntel (7,3 %) der 

gesammelten Zecken vertreten. Zwei Studien aus Sachsen mit demselben 

Untersuchungsgebiet aus verschiedenen Jahren zeigten unterschiedliche Anteile von 

wirtssuchenden D. reticulatus im Verhältnis zu I. ricinus (5,2 - 39,3 % D. reticulatus) (SILAGHI 

et al. 2012, GALFSKY et al. 2019). Ixodes ricinus scheint stets häufiger gesammelt zu werden, 

es sei denn, das Untersuchungsgebiet zielt von vornerein durch Beachtung der 
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Habitatspräferenzen auf die Untersuchung von D. reticulatus ab, wie bei einer Studie aus 

Nordostdeutschland. In dieser, über alle Jahreszeiten hinweg durchgeführten Studie, wurden 

88,9 % D. reticulatus gesammelt (n=9.186) (KOHN et al. 2019). Die subadulten Lebensstadien 

leben in den Bauen und Nestern von Kleinsäugern (HORNOK 2017). Da es sich aufgrund dessen 

bei dieser Zeckenart um eine teilweise endophile Spezies handelt, konnten in unserer Studie 

nur adulte Stadien dieser Art gesammelt werden. Verglichen mit den sympatrischen, in allen 

Stadien exophilen Zecken des I. ricinus-Komplexes, ist es schwieriger eine Aussage über die 

Abundanz von D. reticulatus durch die Flaggenmethode zu treffen (FÖLDVÁRI et al. 2016). Aus 

diesem Grund können Zahlen, welche durch die Flaggenmethode ermittelt wurden, nur als 

Richtwert für die Zeckenabundanz anerkannt werden. Die adulten Auwaldzecken zeigen in 

Mitteleuropa eine Ruhephase über die heißen Sommermonate und zwei 

Aktivitätshöhepunkte, einen im Frühjahr und einen im Herbst, was wir auch in unserer Studie 

nachvollziehen konnten (FÖLDVÁRI et al. 2016, KOHN et al. 2019). Die Mehrheit der 

D. reticulatus-Zecken (93,6 %) wurde im Untersuchungsgebiet des Ökotons gesammelt, was 

ihrem beschriebenen natürlichen Habitat von Grasland, Weiden und offenen Wäldern 

entspricht (HORNOK 2017). 

Die Wirte der subadulten Auwaldzecke sind hauptsächlich Kleinsäuger wie Spitzmäuse, 

Wühlmäuse und Echte Mäuse (FÖLDVÁRI et al. 2016). Das einzige aktiv nach einem Wirt 

suchende Stadium ist die adulte Auwaldzecke. Sie hat ein sehr großes Wirtsspektrum, 

bevorzugt größere Wirte wie Füchse, Wildschweine und Rothirsche und ist im Vergleich zu 

ihren subadulten Stadien nie auf Kleinsäugern zu finden (FÖLDVÁRI et al. 2016, OBIEGALA et 

al. 2017). Ixodes ricinus-Zecken sind die Wirtsvarietät betreffend sehr tolerante Ektoparasiten. 

Larven und Nymphen dieser Art bevorzugen ebenfalls Kleinsäuger, Reptilien und Vögel. 

Weibliche Adulte nehmen auch größere Tiere in ihre Wirtsauswahl auf (ČERNÝ et al. 2020). 

Innerhalb der Gruppe der Kleinsäuger, wird D. reticulatus häufiger auf Wühlmäusen als auf 

echten Mäusen gefunden, für I. ricinus scheint das Gegenteil der Fall (FÖLDVÁRI et al. 2016, 

OBIEGALA et al. 2016). 

Wie zu erwarten, wurden Cl. glareolus (97,1 %) und A. flavicollis (91,7 %) jeweils zum Großteil 

in Waldgebieten gefangen. Eine sehr umfangreiche Studie, welche ungewollte Beifänge in 

Kleinsäugerfallen an Untersuchungsstandorten aus sechs deutschen Bundesländern 

untersuchte, zeigte ebenso für beide Spezies ein vermehrtes Aufkommen in Waldgebieten 

verglichen mit Untersuchungsorten mit Grasland. Beide Spezies wurden ebenfalls in dem, das 
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für die Kleinsäuger in unserer Studie nicht untersuchte, Randgebiet mit Hecken und Büschen 

gefangen (HOTOPP et al. 2022). Microtus arvalis wurde in unserer Studie zum Großteil im 

Grasland gefangen (92,6 %). Dies wurde in der oben genannten Studie genauso vorgestellt, 

wobei auch diese Kleinsäugerspezies nachfolgend zu den Graslandhabitaten vermehrt in den 

Randgebieten gefangen wurde (HOTOPP et al. 2022). Dies entspricht ihren jeweils natürlichen 

Lebensräumen des Waldes von Cl. glareolus und A. flavicollis und des offenen Graslandes von 

M. arvalis (AULAGNIER et al. 2008). Die Waldmaus hat ein vielfältiges Habitat und fühlt sich in 

Wäldern, Buschlandschaften und Grasland wohl (AULAGNIER et al. 2008, BOYARD et al. 2008). 

In unserer Studie wurde sie etwas vermehrt in Waldgebieten gefangen (74,1 %). Die Arten 

A. agrarius, S. araneus und M. agrestis waren in den untersuchten Habitaten ausgesprochen 

ausgeglichen vertreten und wurden zu folgenden Anteilen im Grasland gefangen: 51,1 %, 

55,0 % und 53,3 %. Keine dieser drei Spezies zeigt eine explizite, starke Bevorzugung von 

einem der untersuchten Habitate (AULAGNIER et al. 2008). Von den Kleinsäugerarten 

A. amphibius, S. minutus und C. russula wurden jeweils maximal vier Individuen gefangen. 

Kleinsäuger stellen für viele zoonotischen Pathogene ein Reservoir dar. Zecken fungieren für 

einige Pathogene als Vektoren, unter anderem für einen Großteil der Rickettsien der 

Zeckenstichfieber-Gruppe (Spotted fever group, SFG). Durch die teilweise noch nicht gänzlich 

geklärte Pathogenität einiger SFG-Rickettsien ist anzunehmen, dass Erkrankungen mit diesen 

Bakterien häufig spät oder fehldiagnostiziert werden. Deshalb sollten sie in dem öffentlichen 

Gesundheitswesen mehr berücksichtigt werden, um auf der Liste der Differentialdiagnosen 

aufzutauchen. Abhängig von der Spezies, können Rickettsien der SFG für die*den Patient*in 

asymptomatisch verlaufen, leichte Symptome verursachen wie Husten, oder schwerwiegende 

febrile Erkrankungen bis zum Tod auslösen. In Deutschland sind die meisten bekannten 

schwerwiegenden Krankheitsverläufe nicht autochthon (DOBLER und WÖLFEL 2009). Die zwei 

am häufigsten vorkommenden Rickettsienarten in Deutschland sind Rickettsia helvetica und 

Rickettsia raoultii. Das Bakterium R. helvetica wurde zum ersten Mal 1979 nach seiner 

Entdeckung in einer I. ricinus-Zecke aus der Schweiz beschrieben (BURGDORFER et al. 1979). 

Nachdem die Pathogenität dieser Art lange nicht bekannt war, wurde R. helvetica bis heute 

mit Fieber, Sarkoidose und akuter Perimyokarditis assoziiert und wurde ebenfalls in einem 

Patienten mit den Symptomen Kopfschmerz, Myalgie, Arthralgie, septischem Fieber und 

Photophobie nachgewiesen (NILSSON 2009). Rickettsia raoultii wurde erstmals in Russland 

aus Zecken isoliert (MEDIANNIKOV et al. 2008). Die möglicherweise resultierenden Symptome 
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sind dem Akronym „SENLAT“ (Scalp eschars and neck lymphadenopathy after tick bites) 

entsprechenden Krankheitszeichen wie Eschar an der Kopfhaut und Lymphadenopathie 

(BUCZEK et al. 2020). 

Die DNA von R. helvetica und R. raoultii wurde in Mitteleuropa in Arthropoden wie Flöhen und 

verschiedenen Zeckenspezies wie I. ricinus, D. reticulatus und D. marginatus nachgewiesen 

(HEGLASOVÁ et al. 2020). Tiere, in denen DNA von Rickettsien detektiert wurde, umfassen 

Nagetiere, Waschbären (Procyon lotor), Rehe (Capreolus capreolus), Wildschweine (Sus 

scrofa) und echte Eidechsen (Mauereidechse (Podarcis muralis), Ruineneidechse (Podarcis 

siculus)) (SPRONG et al. 2009, OBIEGALA et al. 2016, MENDOZA-ROLDAN et al. 2021, 

HILDEBRAND et al. 2022). 

In Kleinsäugern lag die Prävalenz der Rickettsien in unserer Studie bei 9,9 %. Diese liegt im 

Bereich der aus Deutschland dokumentierten Prävalenzen verschiedener Studien von 0 % 

(Süddeutschland) über 5,2 % - 11,6 % (Bayern) und 8,0 % (vier Bundesländer) hin zu 28,6 % 

(Sachsen) (PLUTA et al. 2010, SCHEX et al. 2011, OBIEGALA et al. 2016, FISCHER et al. 2018). 

Studien von anderen europäischen Ländern geben Prävalenzen von 1,8 % (Kroatien), 6,0 % 

(Italien), 9,4 % (Slowakei), und 27,6 % (Litauen) an (SVOBODA et al. 2014, MIŤKOVÁ et al. 2015, 

MARDOSAITĖ-BUSAITIENĖ et al. 2018, MARTELLO et al. 2019). Angaben von 

Gesamtprävalenzen sind stets kritisch zu betrachten, da Zusammensetzung der untersuchten 

Kleinsäugerarten, methodische Vorgänge und Versuchsaufbau mitunter stark voneinander 

abweichen. Dies macht einen direkten Vergleich schwierig. 

In unserer Studie wurden lediglich vier Individuen der Art S. minutus getestet, wovon in einem 

Tier Rickettsien-DNA nachgewiesen werden konnte. Nach unserem Wissen war dies der erste 

Nachweis von Rickettsien-DNA in dieser Spezies in Deutschland. Diese Insektenfresser 

kommen in den untersuchten Gebieten nicht so reichlich vor, wie viele ihre sympatrischen 

Kleinsäuger, was in weniger getesteten Proben resultiert. Eine Studie aus Deutschland konnte 

in 72 Individuen von S. minutus, wovon 16 gleich unseren Proben aus Thüringen stammten, 

keine Rickettsien-DNA nachweisen. In anderen Kleinsäugerarten der Studie detektierten sie 

Rickettsien-DNA (FISCHER et al. 2018). Eine Studie aus Norwegen zeigte eine geringere 

Infestation mit Zecken von Tieren der Art S. minutus im Vergleich zu den untersuchten Tieren 

des Genus Apodemus, wobei sie einen Zusammenhang mit der geringeren Körpermasse der 

Spitzmäuse ausmachten (MYSTERUD et al. 2015). Eine Studie aus Frankreich konnte ebenfalls 

eine geringere Infestation mit Zecken von Spitzmäusen als untersuchte Apodemus spp. 
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beobachten (BOYARD et al. 2008). Diese geringere Infestation, legt ein geringeres Risiko für 

eine Infektion mit zeckenübertragbaren Krankheiten nahe. In der Spitzmaus S. araneus konnte 

in unserer, wie auch in anderen vorigen Studien, Rickettsien-DNA nachgewiesen werden 

(FISCHER et al. 2018, MARDOSAITĖ-BUSAITIENĖ et al. 2018). 

Interessanterweise wurde in Kleinsäugern aus dem Waldhabitat eine höhere Prävalenz von 

Rickettsien festgestellt als in solchen aus dem Graslandhabitat. Innerhalb der untersuchten 

Genera war Apodemus spp. das Genus mit der höchsten Prävalenz, was ebenfalls bereits in 

anderen Studien beobachtet wurde. Die zwei Spezies dieses Genus, welche in unserer Studie 

numerisch am meisten untersucht wurden, sind A. flavicollis und A. sylvaticus. Beide Arten 

wurden jeweils mehrheitlich in Waldgebieten gefangen. Die Prävalenzen von 18,5 % in 

A. sylvaticus, 15,4 % in A. flavicollis, und 8,9 % in A. agrarius stimmen mit Prävalenzen aus 

anderen Studien aus Deutschland überein, welche 0 – 16,2 % für A. sylvaticus, 13,0-23,4 % für 

A. flavicollis, und 0-9 % für A. agrarius beschreiben (SCHEX et al. 2011, OBIEGALA et al. 2017, 

FISCHER et al. 2018). Einige europäische Studien über A. flavicollis konnten Prävalenzen von 

0 % in Vollblut (Polen), 1,7 % in Organproben (Kroatien), 5,7 % in Vollblut (Slowakei), und 

29,4 % in Milzen (Litauen) bestimmen (STAŃCZAK et al. 2009, SVOBODA et al. 2014, MIŤKOVÁ 

et al. 2015, MARDOSAITĖ-BUSAITIENĖ et al. 2018). Eine Studie aus Italien beschreibt eine 

Rickettsienprävalenz von 6 % in Ohrproben von Apodemus spp. ohne jedoch zwischen 

verschiedenen Spezies des Genus zu unterscheiden (MARTELLO et al. 2019). 

Schwierigkeiten bei der Sequenzierung von konventionellen PCR-Produkten von 

Kleinsäugermaterial sind bekannt. Aufgrund schwacher Sensitivität der Tests kommt es häufig 

zu nicht umfassend auswertbaren Ergebnissen (FISCHER et al. 2018). In unseren 

Untersuchungen konnten wir lediglich zwei der in der quantitativen real-time PCR (qPCR) 

positiven 115 Kleinsäugerproben erfolgreich sequenzieren lassen. Beide PCR-Produkte 

stammten von A. flavicollis-Tieren und zeigten die höchste Übereinstimmung mit dem 

R. helvetica-Stamm AS819, welcher von I. ricinus-Zecken isoliert wurde (SPECK et al. 2018). 

Rickettsia helvetica wurde schon häufiger in A. flavicollis-Proben aus Deutschland detektiert 

und scheint die häufigste Rickettsienart in Deutschland in Kleinsäugern zu sein (OBIEGALA et 

al. 2016, FISCHER et al. 2018). Eine Studie aus den Niederlanden konnte ebenfalls R. helvetica 

in Kleinnagern nachweisen (SPRONG et al. 2009). Eine weitere Rickettsienart, welche gängig 

in Kleinsäugern aus Deutschland nachgewiesen wird, ist R. felis (SCHEX et al. 2011, FISCHER et 

al. 2018). Rickettsa raoultii wird seltener in Kleinsäugerproben gefunden (FISCHER et al. 2018). 
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Eine Studie konnte R. raoultii in Proben von Cl. glareolus entdecken, wobei bei allen 

betroffenen Tieren eine Infestation mit D. reticulatus-Zecken beobachtet wurde (OBIEGALA et 

al. 2017). Eine größere Anzahl an Sequenzierungsergebnissen von unserer Studie hätte mehr 

Aussagekraft darüber haben können, ob Kleinsäuger, und im Speziellen solche des Genus 

Apodemus, möglicherweise einen weniger essenziellen Anteil im Lebenszyklus von R. raoultii 

einnehmen. Eine Studie aus Süddeutschland, welche Dermacentor-Zecken und hauptsächlich 

Wühlmäuse untersuchte, konnte keine Rickettsien-DNA in Nagerproben nachweisen (PLUTA 

et al. 2010). Zwei Studien in China untersuchten andere Säuger als mögliche Reservoire für 

R. raoultii. Sie konnten R. raoultii in Pferden (Equus ferus) und Rotfüchsen (Vulpes vulpes) 

nachweisen (CHANG et al. 2021, LIU et al. 2021). In den Niederlanden fand eine Studie 

R. helvetica in Rehen und Wildschweinen und eine Studie in Algerien R. slovaca in 

Wildschweinen (SPRONG et al. 2009, ZEROUAL et al. 2018). 

Die Rickettsienprävalenz in den untersuchten Zecken war bei uns 11,4 %, was zu den 

Ergebnissen von anderen Studien aus Deutschland passt (HILDEBRANDT et al. 2010, FRANKE 

et al. 2011, SILAGHI et al. 2011, RĂILEANU et al. 2022). Zwei Studien aus Deutschland, welche 

ausschließlich wirtssuchende Zecken untersucht haben, fanden Rickettsienprävalenzen von 

über 50 %. Beide Studien untersuchten Gebiete in nordwestdeutschen Städten (MAY und 

STRUBE 2014, BLAZEJAK et al. 2017). Da sich Methoden, untersuchte Zeckenarten und 

Lebensstadien der Parasiten unterscheiden, ist eine direkte Gegenüberstellung der 

Prävalenzen mit Vorsicht zu genießen. Es ist häufig beschrieben, dass deutliche Unterschiede 

in der Prävalenz bei den untersuchten Zecken auftauchen. In unserer Studie reichte die 

Rickettsienbelastung von 8,6 % bei I. ricinus bis 46,3 % bei D. reticulatus. Häufig haben 

D. reticulatus-Zecken eine hohe Prävalenz (STAŃCZAK et al. 2018). Beispielsweise hat eine 

Studie aus Nordostdeutschland eine Prävalenz von 64,0 % in D. reticulatus-Zecken bestimmt 

(KOHN et al. 2019). Die in unserer Studie ermittelte Prävalenz der I. ricinus-Zecken stimmt mit 

vorherig beschriebenen Prävalenzen dieser Zeckenart aus Deutschland überein (SILAGHI et al. 

2008, SCHORN et al. 2011, TAPPE und STRUBE 2013). Adulte Zecken zeigten ein statistisch 

höheres Infektionsrisiko als Nymphen, welche in ihrem Leben erst ein Blutmahl als Larven zu 

sich genommen haben. Dennoch muss bemerkt werden, dass wir ausschließlich Nymphen der 

I. ricinus-Zecke untersucht haben und keine subadulten Stadien der D. reticulatus-Zecke. In 

einer Studie, welche ebenfalls subadulte Stadien von D. reticulatus untersucht hat, wurde der 

Ansatz geäußert, dass transovarielle Übertragung von Rickettsien in Zecken bei D. reticulatus-
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Zecken eine größere Rolle spielt im Vergleich zu I. ricinus-Zecken. In dieser Studie wurden die 

untersuchten Zecken von Wirten abgesammelt (OBIEGALA et al. 2016). In einer anderen 

Studie konnten ungewöhnlicherweise 47 Larven und zwei Nymphen von D. reticulatus in der 

Vegetation durch die Flaggenmethode gefunden werden. Die Larven wurden gepoolt getestet 

und zeigten eine minimale Infektionsrate von 42,2 %. Alle Proben wurden als R. raoultii 

identifiziert (SCHMUCK et al. 2020).Die erfolgreichen Übertragungsraten von R. raoultii in 

D. reticulatus wurden für die transovarielle Übertragung mit 90,0 % und für die transstadiale 

Übertragung mit 98,0 % beschrieben (SAMOYLENKO et al. 2009). Da subadulte Stadien von 

D. reticulatus so selten durch die Flaggenmethode zu sammeln sind, wären weitere Studien 

wichtig, um diesem Ansatz nachzugehen. 

Nur I. ricinus betrachtend, hatten die adulten Zecken ebenfalls ein höheres Infektionsrisiko als 

die Nymphen. Dies wurde in den meisten, wenn auch nicht in allen Studien beobachtet, die 

alleinig diese Zeckenart untersuchten (HILDEBRANDT et al. 2010, SCHORN et al. 2011, KNOLL 

et al. 2021b). 

Im Frühjahr und im Sommer waren die Zecken signifikant häufiger mit Rickettsien infiziert als 

im Herbst. Zwischen Frühjahr und Sommer konnte kein signifikanter Unterschied festgestellt 

werden. In unserer statistischen Analyse, welche ausschließlich I. ricinus-Zecken untersucht, 

konnte kein saisonaler Einfluss festgestellt werden. In anderen Studien sind saisonale Einflüsse 

unterschiedlich beschrieben, es lässt sich kein gesamtheitliches Muster bestimmen. In zwei 

Studien aus Nordwestdeutschland waren Zecken, welche im Sommer und Herbst gesammelt 

wurden, signifikant häufiger mit Rickettsien infiziert als solche, die im Frühjahr gesammelt 

wurden (MAY und STRUBE 2014, BLAZEJAK et al. 2017). In einer Studie aus Bayern wurden im 

Vergleich zu Frühjahr und Herbst, die meisten infizierten Zecken im Sommer gesammelt 

(SCHORN et al. 2011). Im Gegensatz dazu beschreibt eine Studie aus Dänemark mehr infizierte 

Zecken, welche im Frühjahr gesammelt wurden als in Sommer und Herbst (KANTSØ et al. 

2010). Eine Studie aus Norddeutschland beschreibt am seltensten infizierte Zecken im August 

verglichen mit allen anderen untersuchten Monaten (KNOLL et al. 2021b). Eine Studie aus 

Nordostdeutschland, welche ausschließlich D. reticulatus untersuchte, konnte keinen 

saisonalen Einfluss auf die Rickettsienprävalenz feststellen (KOHN et al. 2019). 

In unserer Studie hat das Habitat die Infektionswahrscheinlichkeit von Zecken mit Rickettsien 

nicht beeinflusst. Andere europäische Studien aus der Slowakei, Luxemburg und Deutschland, 

in welchen die Rickettsienprävalenz in I. ricinus-Zecken aus verschiedenen Landschaftstypen 
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untersucht wurden, konnten ebenfalls keinen statistischen Effekt erkennen (REYE et al. 2010, 

ŠPITALSKÁ et al. 2014, KNOLL et al. 2021b). Es scheint, als würden mikroklimatische Faktoren 

eine wichtigere Rolle für die Rickettsienprävalenz in Zecken spielen als das Habitat an sich. Ein 

Studienmodell, welches mikroklimatische Faktoren in den experimentellen Aufbau und die 

Feldversuche mit einbezieht, könnte sehr hilfreich sein, um weitere, die Zeckeninfektion 

begünstigende, Faktoren auszumachen. 

Die Anzahl der Ko-Infektionen mit Rickettsien als auch Borrelien waren in den Kleinsäugern 

niedrig. Lediglich die Spitzmaus S. araneus zeigte eine abweichende Prävalenz von 10,0 %. Es 

existieren nur wenige Studien, welche den Zusammenhang der Ko-infektionen dieser beiden 

Bakterien in Kleinsäugern untersuchen. Da S. araneus in unserer Studie die einzige 

Kleinsäugerart mit einer hohen Ko-Infektionsrate war und in vorherigen Studien selten 

Beachtung fand, sollten Überlegungen über zukünftige Projekte, welche diese Spezies mehr 

in den Fokus stellen, angestellt werden. Die Ko-Infektionsrate von Rickettsien und Borrelien in 

Zecken war in unserer Studie gering. Eine vorherige Studie konnte allerdings eine positive 

Korrelation der beiden Infektionen feststellen (RAULF et al. 2018). Eine andere Studie, in 

welcher die untersuchten Zecken bei beiden Bakterien eine höhere Prävalenz zeigten, wies 

diesen positiven Zusammenhang nicht nach (KNOLL et al. 2021a). Der einzige in unserer Studie 

festgestellter Effekt war eine leichte Tendenz von einer negativen Assoziation von einer 

Rickettsieninfektion mit einer Borrelieninfektion bei Zecken, welche im Frühjahr gesammelt 

wurden. 

In unserer Studie konnten 68,8 % der Zeckenproben, die positiv in der qPCR waren, mithilfe 

der konventionellen PCR amplifiziert, danach sequenziert und identifiziert werden. Jede Probe 

konnte entweder als R. helvetica oder R. raoultii ausgemacht werden. In Deutschland ist 

R. helvetica die am meisten verbreitete Rickettsienart in Zecken. Dabei ist zu bedenken, dass 

sie durch die weite Verbreitung und intensiven Untersuchungen ihrer assoziierten Zeckenart 

I. ricinus dementsprechend häufiger nachgewiesen wird als Rickettsienarten, die mit anderen 

Zeckenarten assoziiert sind. Auch in unserer Studie kam R. helvetica am häufigsten vor. 

Interessanterweise war sie die einzige bei I. ricinus-Zecken nachgewiesene Art, wenngleich 

R. monacensis nicht selten in Deutschland ist. Dennoch scheint letztere vor allem im 

süddeutschen Raum verbreiteter (SILAGHI et al. 2008, SCHORN et al. 2011, BLAZEJAK et al. 

2017, KNOLL et al. 2021b). Die R. helvetica-Sequenzen, die in unserer Studie gefunden 

wurden, waren identisch mit denen, welche in einer I. persulcatus-Zecke in Russland und einer 
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I. ricinus-Zecke in Deutschland gefunden wurden (KARTASHOV et al. 2017, SPECK et al. 2018). 

Alle R. raoultii-Sequenzen unserer Studie wurden vorher in China detektiert. Verglichen mit 

anderen Zeckenarten, hat R. raoultii eine starke Assoziation mit D. reticulatus und war 

ebenfalls die einzige Rickettsienspezies, welche wir in unserer Studie in D. reticulatus 

nachweisen konnten (PAROLA et al. 2013). Da I. ricinus und D. reticulatus die zwei häufigsten 

Zeckenarten in Mitteleuropa sind, ist ihr Monitoring ein wichtiges Werkzeug, um mehr Wissen 

über die Risikofaktoren für humane und tierische Infektionen zu erlangen. 
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Einleitung 

Die am häufigsten vorkommenden Zeckenarten in Deutschland sind der gemeine Holzbock 

(Ixodes ricinus) und die Auwaldzecke (Dermacentor reticulatus). Für beide Arten fungieren 

Kleinsäuger als Wirte für die subadulten Stadien und bestimmen so ihr gemeinsames 

Vorkommen in den Habitaten der Wirtstiere. Zecken sind die Hauptüberträger von Rickettsien 

der Zeckenstichfiebergruppe. Die in Deutschland vorkommenden Rickettsienarten Rickettsia 

helvetica und Rickettsia raoultii wurden mit Erkrankungen des Menschen in Verbindung 

gebracht. 

Ziele der Untersuchung 

Untersuchungen über den Einfluss von umweltassoziierten und individuellen Faktoren auf die 

Rickettsienprävalenz in Zecken und Kleinsäugern sind rar. Aufgrund dessen war es Ziel dieser 

Studie, die Prävalenz von Rickettsien in Zecken und Kleinsäugern nicht nur in Bezug auf Spezies 

und Saison zu untersuchen, sondern auch verschiedene Habitatstrukturen zu betrachten. 

Zusätzlich wurden Daten zu Ko-Infektionen der beiden Bakteriengattungen Rickettsien und 

Borrelien in Zecken und Kleinsäugern erhoben. 

Tiere, Material und Methoden 

Untersucht wurden den Hainich-Dün Nationalpark in Thüringen umschließende Gebiete. 

Insgesamt standen DNA-Proben von 1167 Kleinsäugerohrsegmenten (zehn Spezies; Frühjahr 

und Sommer 2017-19) und 1098 Zecken (zwei Spezies; Frühjahr, Sommer, und Herbst 2018 

und 2019) zur Verfügung. Die Untersuchungsstellen wurden dabei für Kleinsäuger in die 

Habitate Waldgebiet und Grasland und für Zecken in die Habitate Waldgebiet und 

angrenzender Ökoton zwischen Waldgebiet und Grasland eingeteilt. Die DNA-Proben wurden 

mittels einer quantitativen real-time PCR auf das Vorhandensein des gltA Gens von Rickettsien 

untersucht. Positive Proben wurden mithilfe einer das ompB Gen detektierenden 
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konventionellen PCR auf Rickettsia-Speziesebene durch anschließende Sanger Sequenzierung 

charakterisiert. Die statistische Auswertung umfasste die Errechnung von 

Konfidenzintervallen (95 % KI) und die Erstellung mehrerer linear gemischter generalisierter 

Modelle (GLMM). 

Ergebnisse 

Rickettsien-DNA wurde in 11,4 % (n=125) der Zecken gefunden. Innerhalb der I. ricinus Zecken 

(8,6 %; 88/1018) war die Rickettsienprävalenz niedriger als in D. reticulatus Zecken (46,3 %; 

37/80) (GLMM: p=<0,001). Im Herbst gesammelte Zecken waren signifikant häufiger 

Rickettsia-positiv als Zecken aus dem Frühjahr und Sommer (GLMM: jeweils p=<0,001). Das 

Habitat hatte keinen Einfluss auf die Infektionswahrscheinlichkeit der Zecken (GLMM: 

p=0,7109). Adulte Zecken waren signifikant häufiger Rickettsia-positiv als Nymphen (GLMM: 

p=0,0199). Es wurden 87 Rickettsia-positive Zeckenproben auf Spezieslevel bestimmt. Alle 75 

I. ricinus Zecken konnten als R. helvetica und alle 12 D. reticulatus Zecken konnten als 

R. raoultii bestimmt werden. 

In 9,9 % (n=115) der Kleinsäuger (8/10 Arten: Microtus arvalis, Microtus agrestis, 

Clethrionomys glareolus, Apodemus flavicollis, Apodemus sylvaticus, Apodemus agrarius, 

Sorex araneus, Sorex minutus) konnte Rickettsien-DNA detektiert werden. Tiere aus den 

Waldgebieten waren häufiger Rickettsia-positiv als Tiere aus dem Grasland (GLMM: 

p=<0,001). Der Faktor Saison hatte keinen Einfluss auf die Infektionswahrscheinlichkeit 

(GLMM: p=0,1062). Die Rickettsienspezies konnte ausschließlich in Proben zweier A. flavicollis 

als R. helvetica identifiziert werden. 

Die Zahlen der Ko-infektionen waren bei Zecken (0,8 %) und Kleinsäugern (0,8 %) gering. 

Lediglich S. araneus zeigte eine vergleichsweise hohe Ko-Infektionsrate (10,0 %; 2/20). 

Schlussfolgerung 

Die detektierte Rickettsienprävalenz in Kleinsäugern und Zecken deckt sich jeweils mit den 

Prävalenzen voriger Studien aus Deutschland. Interessanterweise beeinflusste das Habitat 

(höher im Wald als im Grasland) ausschließlich die Prävalenz innerhalb der untersuchten 

Kleinsäugerpopulation, nicht jedoch die Prävalenz innerhalb der untersuchten Zecken. Eine 

mögliche Erklärung hierfür könnte die hohe Prävalenz der vermehrt im Wald gefangenen 

Arten A.  flavicollis und A. sylvaticus sein. Rickettsia helvetica und R. raoultii wurden jeweils 

ausschließlich in ihren assoziierten Zeckenspezies detektiert. 
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Introduction 

The two most common tick species in Germany are the castor bean tick (Ixodes ricinus) and 

the ornate dog tick (Dermacentor reticulatus). Small mammals serve as hosts for immature 

life stages of both species and thus are responsible for their occurrence in the habitats of the 

hosts. Ticks are the main vectors of the Rickettsia spp. of the Spotted Fever Group. In Germany 

occurring species Rickettsia helvetica and Rickettsia raoultii are linked to illnesses in humans. 

Aim of the study 

Studies about the influence of environmental and individual factors on Rickettsia prevalence 

in ticks and small mammals are scarce. For this reason, the aim of this study was to analyse 

the prevalence of Rickettsia in ticks and small mammals not only regarding their species and 

season, but also considering different habitats. Additionally, data of co-infections with the two 

bacteria Rickettsia spp. and Borrelia spp. in ticks and small mammals were collected. 

Animals, Material and Methods 

Study regions were areas surrounding the Hainich-Dün Nationalpark in Thuringia, Middle 

Germany. Overall, DNA samples of 1167 small mammal ear snips (ten species; spring and 

summer 2017-19) and 1098 ticks (two species; spring, summer, and autumn 2018 and 2019) 

were available. The investigated areas for small mammals were divided in habitat of forest 

and grassland, the ones for ticks were divided in habitat of forest and the bordering ecotone 

between forest and grassland. The DNA samples were first screened by a quantitative real 

time PCR targeting the gltA gene of Rickettsia spp.. Positive samples were then tested by a 

conventional PCR targeting the ompB gene. Through following sanger sequencing Rickettsia 

species were identified. Statistical tests included determining confidence intervals (95% CI) 

and computing multiple general linear mixed models. 
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Results 

In ticks, DNA of Rickettsia was found with a prevalence of 11.4 % (n=125). Ticks of I. ricinus 

(8.6 %; 88/1018) showed a lower prevalence than D. reticulatus ticks (46.3 %; 37/80) (GLMM: 

p=<0.001). Ticks collected in autumn were significantly more often carriers of Rickettsia DNA 

than ticks collected in spring and summer (GLMM: both p=<0.001). Habitat had no influence 

on infection probability in ticks (GLMM: p=0.7109). Adult ticks were significantly more often 

recorded with Rickettsia DNA than nymphs (GLMM: p=0.0199). 87 tick samples were positive 

in the conventional PCR and were sequenced: 75 samples of I. ricinus complex could be 

identified as R. helvetica and 12 samples of D. reticulatus could be identified as R. raoultii. 

In small mammals DNA of Rickettsia could be detected with a prevalence of 9.9 % (n=115) 

(8/10 species: Microtus arvalis, Microtus agrestis, Clethrionomys glareolus, Apodemus 

flavicollis, Apodemus sylvaticus, Apodemus agrarius, Sorex araneus, Sorex minutus). Animals 

from forest were more often carriers of Rickettsia DNA than animals from grassland (GLMM: 

p=<0.001). Season didn’t influence infection probability (GLMM: p=0.1062). Characterisation 

on species level could only be achieved in two samples of A. flavicollis. Both could be identified 

as R. helvetica. 

Numbers of co-infections were low in both ticks (0.8 %) and small mammals (0.8 %). Solely 

S. araneus showed a comparably high co-infection rate (10.0 %; 2/20). 

Conclusion 

The Rickettsia prevalence in ticks and small mammals determined in this study falls in line with 

previous studies from Germany. Interestingly, habitat type did not influence the prevalence 

of Rickettsia in ticks but in small mammals, which were significantly more often infected in 

forest than in grassland. A possible explanation may be the high prevalence in animals of the 

species A. flavicollis and A. sylvaticus, which were more abundant in the forest. Both 

R. helvetica and R. raoultii were exclusively detected in their respective tick species. 
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