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1 Einleitung und Fragestellung 

Die Bornasche Krankheit (BD) ist eine virale Infektionskrankheit, die hauptsächlich bei 

Pferden und Schafen auftritt. Der Auslöser ist das Virus der Bornaschen Krankheit 

(Borna disease virus 1, BoDV-1). Fälle von Bornascher Krankheit sind auch bei Haus-, 

Nutz- und Zootieren bekannt (zusammengefasst in Herden et al., 2013). Außerdem lässt 

sich mit dem Bornavirus ein breites Wirtsspektrum experimentell infizieren. Die BoDV-1-

Infektion kann bei immunkompetenten Tieren über eine T-Zell-mediierte Immunopatho-

genese eine nicht-eitrige Meningoenzephalitis auslösen. In deren Folge treten vor allem 

neurologische Symptome auf, die beim Pferd in den meisten Fällen zum Tod führen. Das 

BoDV-1 gehört zur Ordnung der Mononegavirales, der viele Viren mit hohem zoonoti-

schen Potential wie Rhabdo- und Filoviren angehören und die eine schwere Krankheit 

mit Viruspersistenz auslösen können. Kürzlich wurde ein neues, zoonotisches Bornavi-

rus bei Bunthörnchen (Sciurus variegatoides) und Prevost-Hörnchen (Callosciurus pre-

vostii) in Deutschland und den Niederlanden (Variegated Squirrel Bornavirus 1, VSBV-

1) mit bislang unbekanntem Virusreservoir entdeckt (Hoffmann et al., 2015; Schlottau et 

al., 2017). Dies unterstreicht die Notwendigkeit von virusökologischen Untersuchungen 

zur Herkunft der Bornaviren zum Schutz von Tier- und öffentlicher Gesundheit, auch im 

Sinne des ‚One Health‘-Ansatzes. 

Epidemiologische Faktoren, wie beispielsweise eine säkulare und saisonale Inzidenz, 

sowie das endemische Vorkommen der BD deuten schon lange auf das Vorhandensein 

von einem oder mehreren Reservoiren hin. Untersuchungen aus der Schweiz (Hilbe et 

al., 2006; Puorger et al., 2010) beschreiben erstmalig den Nachweis von BoDV-1 bei 

Feldspitzmäusen (Crocidura leucodon). Bislang fehlten aber Untersuchungen von wild-

lebenden Kleinsäugern in weiteren Endemie- und Nichtendemiegebieten in Deutsch-

land, wie z.B. in Bayern, welche die generelle Rolle von Feldspitzmäusen als Reservoir 

von BoDV-1 bestätigen. Hierfür sollen in dieser Arbeit Virusnachweise dargelegt und 

Daten zur Viruspersistenz gesammelt werden. Einen weiteren Ansatz liefern Fragebö-

gen, um Betriebe, in denen die equine BD vorkommt, besser charakterisieren zu können. 

Als weitere potentielle Reservoirspezies kommen der Rotfuchs (Vulpes vulpes) sowie 

andere kleine Karnivoren in Frage. Sie sind auf die Prädation von Kleinsäugern spezia-

lisiert und empfänglich für Infektionen mit Viren der Ordnung Mononegavirales. Ob sie 
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sich durch den Kontakt mit positiven Feldspitzmäusen mit BoDV-1 infizieren können oder 

gar ein weiteres Reservoir darstellen, war bislang nicht bekannt. Im Hinblick auf das 

vermehrte Vorkommen von Füchsen in der Nähe des Menschen hat dies eine wichtige 

Frage dargestellt. Weiterhin galt es, unklare, nicht-eitrige Enzephalitiden bei kleinen Kar-

nivoren weiterführend auf mögliche Infektionen mit BoDV-1 oder anderen Erregern zu 

untersuchen. 

Das Ziel dieser initialen Studie war die Identifikation von BoDV-1-Reservoiren in 

Deutschland, vor allem in Endemiegebieten in Bayern. Das Augenmerk lag auf der ge-

zielten Untersuchung von wildlebenden Kleinsäugern und kleinen Karnivoren. Der Nach-

weis von BoDV-1 in potentiellen Reservoirwirten und die Charakterisierung des Reser-

voirs, die Rolle der Feldspitzmaus als Reservoir und der Zusammenhang zwischen equi-

nen Fällen von Bornascher Krankheit und Reservoirwirten sollten dargestellt werden. 

Außerdem sollten mögliche unterschiedliche Infektionsverläufe bei Kleinsäugern und 

kleinen Karnivoren aufgezeigt werden. 

Die Überwachung von Wildtieren zur Abschätzung der Inzidenz und der möglichen Aus-

breitung von zoonotischen Krankheitserregern hat das Ziel, eine Übertragung von Tier 

zu Tier sowie eine potentielle Übertragung auf den Menschen zu verhindern. Die vorlie-

gende Arbeit soll zudem eine wesentliche Grundlage für eine fundierte Risikobewertung 

für Pferde in Endemiegebieten darstellen. Aufgrund der Ergebnisse aus den Untersu-

chungen von Kleinsäugern und kleinen Karnivoren können Handlungsanweisungen zum 

Schutz der Pferde vor BoDV-1-Infektionen beziehungsweise anderen Viren ausgearbei-

tet werden. 
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2 Literaturübersicht 

2.1 Definition und Bedeutung von Virusreservoiren 

Für die meisten Infektionserreger von Menschen sowie Haus- und Wildtieren wird das 

Vorhandensein von Reservoiren vermutet (Daszak et al, 2000). Allerdings sind die Re-

servoire selten bekannt (Haydon et al., 2002), wobei es keinen Konsensus zu der Defi-

nition des Terminus des Reservoirs gibt. Ashford (2003) definiert ein Reservoir als ein 

ökologisches System, in dem ein Infektionserreger dauerhaft überleben kann. Wird ein 

Wirt durch einen Erreger infiziert, für dessen Erhalt er nicht erforderlich ist, wird er als 

Zufallswirt bezeichnet. Haydon et al. (2002) beschränken die Definition auf praktische 

Betrachtungen und definieren ein Reservoir durch das Vorkommen von einer oder meh-

reren epidemiologisch verbundenen Populationen oder Umgebungen, in denen ein be-

stimmtes Pathogen dauerhaft erhalten bleibt und aus welcher sich die Infektion auf einen 

definierten Endwirt überträgt. Erregerreservoire können somit einfach bis sehr komplex 

aufgebaut sein, je nach Vernetzung der einzelnen beteiligten Populationen oder Umge-

bungen (Haydon et al., 2002). 

Von den neu aufkommenden Krankheiten beim Menschen sind 60,3% Zoonosen und 

71,8% der Pathogene stammen ursprünglich von wildlebenden Tieren (Jones et al., 

2008). Jones et al. (2008) gehen davon aus, dass Viren und Prionen die Ursache von 

25,4% der neu auftretenden Krankheiten beim Menschen sind. Bornaviren sind einzel-

strängige, nicht-segmentierte, negativ-orientierte RNA-Viren, die zu der Ordnung Mono-

negavirales gehören, zu denen auch Viren der Gattungen Lyssavirus, Henipavirus und 

Marburgvirus gehören. Die humanpathogenen Viren dieser Gattungen verursachen un-

ter anderem Enzephalitiden und hämorrhagische Fieber und sind charakterisiert durch 

ökologische Virusreservoire. Die Reservoire sind Wirbeltiere wie Chiroptera, Carnivora 

und Eulipotyphla (Mackenzie et al., 2008; Drexler et al., 2012; Blackwood et al., 2013; 

MacLachlan u. Dubovi, 2017). Im Sinne des disziplinübergreifenden ‚One Health‘-Ansat-

zes dient die Untersuchung von potentiellen Erregerreservoiren in der Natur dazu, die 

Übertragungswege besser zu verstehen, Risikoanalysen zu ermöglichen und somit po-

tentiellen Zoonosen vorzubeugen. 
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Einige Viren wie Hantaviren und Bornaviren führen zu persistenten Infektionen in min-

destens einem Teil der Population, der dann als Virusreservoir fungiert (Schlegel, 2012; 

Randall u. Griffin, 2017). Diese persistierenden Virusinfektionen verlaufen im Reservoir 

in der Regel inapparent (Randall u. Griffin, 2017). Es gibt zwei wichtige Voraussetzungen 

für die Viruspersistenz: Das Immunsystem des Wirtes darf das Virus nicht erkennen be-

ziehungsweise eliminieren und das Virus muss einen nicht-zytolytischen Lebenszyklus 

aufweisen (Randall u. Griffin, 2017).  

Bei Viren spielen koevolutionäre Mechanismen, bei denen sich Virus und Wirt gegensei-

tig in ihrer Evolution beeinflussen, eine große Rolle (Streicker et al., 2012; Geoghegan 

et al., 2017). Anhand der Untersuchungen von Infektionen mit Rhabdoviren (Rhabdo-

viridae) bei Fledermäusen konnten Streicker et al. (2012) feststellen, dass sich die Wirts-

biologie und das Klima in dem der Wirt lebt auf das Tempo der molekularen Evolution 

eines RNA-Virus auswirkt. Für ein besseres Verständnis der Virusevolution müssen also 

saisonbedingte und epidemiologische Dynamiken in der Wirt-Virus-Interaktion in Be-

tracht gezogen werden (Streicker et al., 2012). Die Koevolution der Viren und ihrer Wirte 

kann einerseits bedingen, dass die Viren sich Mechanismen aneignen, die eine Persis-

tenz ermöglichen. Diese können beispielsweise eine Immunevasion, eine Unterdrü-

ckung oder Veränderung der antiviralen, proinflammatorischen und zellulären Immunan-

twort des Wirtes oder das Auslösen von regulatorischen Reaktionen im Wirt sein. Ande-

rerseits gibt es auch Adaptationen der Wirte, um die schädlichen Auswirkungen der Viren 

einzugrenzen, wie das Ansprechen des Immunsystems auf Steroide oder durch geneti-

sche Wirtsfaktoren (Easterbrook et al., 2008). Die Immunantwort von Hantavirus-infizier-

ten Nagern kann beispielsweise durch die Viren moduliert werden, indem diese die Typ-

1-Interferon-Antwort im Wirt verändern (Easterbrook et al., 2008). 

RNA-Viren zeichnen sich zudem durch die Übertragung über Speziesgrenzen hinweg 

aus (Geoghegan et al., 2017). Die Fähigkeit eines Pathogens, mehrere Wirte, insbeson-

dere Wirte aus einer anderen taxonomischen Ordnung oder Wildtiere zu infizieren, gilt 

als Risikofaktor für Übertragung auf den Menschen oder z.B. auf Nutztiere. Hierfür sind 

vor allem RNA-Viren prädestiniert (Cleaveland et al., 2001; Woolhouse et al., 2005, Ge-

oghegan et al., 2017). Schlegel (2012) zeigte, dass natürliche Spill-over-Infektionen bei 

der Evolution der Hantaviren (Hantaviridae) eine bedeutende Rolle spielen. Diese Spill-
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over-Infektionen könnten eine erste Etappe zum Wirtswechsel beziehungsweise zu ei-

nem genetischen Reassortment darstellen (Schlegel et al., 2012). Auch das Canine 

Staupevirus (Paramyxoviridae) ist bekannt für Spill-over-Infektionen, die regelmäßig zu 

einem Massensterben in diversen Wildtierpopulation führen (Beineke et al., 2015). 

Zu weiteren Überlebensstrategien von RNA-Viren zählen die Entstehung von verschie-

denen Antigenvarianten durch hohe Mutationsraten und die Infektion über Schleimhäute, 

die eine langanhaltende Immunität erschwert (Randall und Griffin, 2017).  

Um ein Virusreservoir zu charakterisieren und Präventionsmaßnahmen ausarbeiten zu 

können, geben Haydon et al. (2002) folgende praktische Empfehlungen an. In einem 

ersten Schritt werden epidemiologische Daten gesammelt, die auf eine Assoziation zwi-

schen einem Reservoir und einem Endwirt hindeuten. Dies können einzelne Nachweise, 

sowie Informationen aus Fall-Kontroll- oder Kohortenstudien sein. In einem zweiten 

Schritt folgt die Bestätigung der natürlichen Infektion in der Reservoirpopulation durch 

ein serologisches Screening und die Isolierung des Erregers beziehungsweise von Tei-

len seines Genoms. Es folgen die Charakterisierung des isolierten Erregers aus dem 

Reservoir und der Vergleich mit Daten von Endwirten. Anhand verschiedener Methoden, 

wie beispielsweise durch phylogenetische Studien oder mit Hilfe von Simulationen und 

Modellen, kann eine potentielle Übertragung des Erregers aus dem Reservoir auf den 

Endwirt festgestellt und das Übertragungsrisiko abgeschätzt werden (Haydon et al., 

2002; Viana et al., 2014). Um das Reservoir zu bestätigen, wird anhand von Interventi-

onsstudien getestet, ob spezifische Maßnahmen eine Übertragung des Erregers aus 

dem Reservoir auf den Endwirt verhindern können (Haydon et al., 2002). 

2.2 Borna Disease Virus 1 (BoDV-1) und die Bornasche 

Krankheit 

2.2.1 Historisches und Taxonomie 

Der Name der Bornaschen Krankheit (BD) geht auf einen seuchenhaften Ausbruch der 

Gehirn- und Rückenmarksentzündung in der sächsischen Stadt Borna in den Jahren 

1894 bis 1896 zurück, bei dem mehrere hunderte Kavalleriepferde starben. Autenrieth 
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beschrieb schon 1823 die „hitzige Kopfkrankheit“ der Pferde und auch Wörz schrieb 

1858 über die „halbakute Gehirnentzündung oder Kopfkrankheit der Pferde“ (zusam-

mengefasst in Heinig 1969; Dürrwald u. Ludwig 1997; Richt et al., 2000). Joest und De-

gen vermuteten seit 1909 eine Virusätiologie der Erkrankung (Joest u. Degen, 1909, 

1911). Diese Wissenschaftler führten histopathologische Untersuchungen durch und be-

schrieben auch zum ersten Mal die intranukleären Einschlusskörperchen, die bis heute 

Joest-Degensche Einschlusskörperchen genannt werden (Joest u. Degen, 1909). Zwick 

und Seifried (1924, 1925) konnten, gemäß den Henle-Koch-Postulaten, Viren als Ursa-

che der Erkrankung bestätigen. Sie konnten mithilfe eines bakterienfreien Gehirnhomo-

genates eines an BD erkrankten Pferdes die Infektion auf ein Kaninchen übertragen 

(Zwick u. Seilfried, 1925). 

In den letzten zehn Jahren wurden aufgrund moderner molekularbiologischer Nachweis-

methoden und metagenomischer Analysen viele neue Bornaviridae bei einer Reihe Vo-

gel-, Reptilien- und Hörnchenarten gefunden (zusammengefasst von Herden et al., 

2013; MacLachlan u. Dubovi, 2017; More et al., 2017). Davor hatte sich die Forschung 

auf das Borna Disease Virus 1 (BoDV-1), den Erreger der Bornaschen Krankheit beim 

Pferd und Schaf, beschränkt. Die aviären Bornaviren wurden erstmals 2008 beschrieben 

und zeigen eine Homologie von weniger als 70% zu den klassischen Bornaviren der 

Säugetiere (Honkavuori et al., 2008, Kistler et al., 2008). Sie sind weltweit verbreitet und 

verursachen die neuropathische Drüsenmagendilatation bei Psittaziden. Bislang ist un-

klar, ob Wildvögel ein natürliches Reservoir darstellen (zusammengefasst in Herden et 

al., 2013, Rubbenstroth et al., 2016). 2015 kam es zu der Entdeckung eines weiteren 

Vertreters der Bornaviridae. Das neuartige Bunthörnchen-Borna-Virus 1 (VSBV-1) ist 

das erste Bornavirus mit belegtem zoonotischen Potential und unterscheidet sich von 

den bisher bekannten Säugerbornaviren (Hoffmann et al., 2015). Phylogenetische Ana-

lysen ergaben eine Nukleotidsequenzhomologie von 68% zwischen dem Mammalian 

Bornavirus 1 und VSBV-1 (Hoffmann et al., 2015, Supplement). Durch die Entdeckung 

der neuen Bornaviren kam es 2015, 2016 und 2017 zu einer taxonomischen Reorgani-

sation der Bornaviridae (Kuhn et al., 2015; Afonso et al., 2016, Amarasingue et al., 

2017). Seit 2017 werden acht Spezies unterschieden: das Mammalian 1 Bornavirus (zu 

dem BoDV-1 gehört), das Mammalian 2 Bornavirus (mit VSBV-1 als bisher einzigen Ver-

treter), das Psittaciform 1 und 2 bornavirus, das Passeriform 1 und 2 bornavirus, das 

Waterbird 1 bornavirus und das Elapid 1 bornavirus (siehe Abb. 1). Fundamental war 
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auch die Entdeckung von endogenen Bornavirus-ähnlichen N-Elementen im Genom von 

vielen Vertebraten (Horie et al., 2010). 

 

Abb. 1 Taxonomie der Bornaviridae (modifiziert nach Rubbenstroth et al., 2016). ABBV = Aqua-
tic bird bornavirus, BoDV = Borna disease virus, CnBV = Canary bornavirus, EsBV = Estrildid 
finch bornavirus, GaVV = Gabon viper virus, LGSV = Loveridgeʼs garter snake virus, MuBV = 
Munia bornavirus, PaBV = Parrot bornavirus, VSBV = Variegated squirrel bornavirus. 

2.2.2 Wirtsspektrum und Epidemiologie der Bornaschen Krankheit 

Pferde und Schafe sind die Hauptendwirte des Virus der Bornaschen Krankheit und ent-

wickeln eine schwere neurologische Erkrankung mit Viruspersistenz (Heinig 1969, 

Staeheli et al., 2000, Grabner et al., 2002, Vahlenkamp et al., 2002; zusammengefasst 

in Herden et al., 2013). Es können allerdings auch eine Vielzahl anderer Nutz-, Zoo-, 

und Haustiere mit BoDV-1 infiziert werden (zusammengefasst in Rott u. Becht, 1995; 

Dürrwald u. Ludwig, 1997; Staeheli et al., 2000; Herden et al., 2013). Bekannt sind Fälle 

von BD unter anderem bei Kaninchen (Metzler et al., 1978), Rindern (Caplazi et al., 

1994), Alpakas (Jacobson et al., 2010), einem Zwergflusspferd und einem Zwergfaultier 

(Schüppel et al., 1994), Luchsen (Degiorgis et al., 2000) und Hunden (Weissenböck et 

al., 1998). Die Beschreibungen von BoDV-1-Nachweisen bei Füchsen (Dauphin et al., 
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2001) und Katzen mit Staggering Disease (Lundgren et al., 1995; Wensmann et al., 

2014) werden kontrovers diskutiert. Beim Menschen wurden BoDV-1-Antikörper vor al-

lem in Zusammenhang mit psychiatrischen Erkrankungen nachgewiesen (Rott et al., 

1985; Richt et al., 1997; Billich et al., 2002; Schwemmle u. Billich, 2004). Die Nachweise 

von BoDV-1-RNA-Sequenzen und -Antigen in humanen Blut- und Gehirnproben werden 

heute von der Scientific Community als Laborkontaminationen angesehen (Schwemmle 

et al., 1999; Billich et al., 2002; Dürrwald et al., 2007; Lipkin et al., 2011).  

Die klassischen Endemiegebiete der Bornaschen Krankheit sind Regionen in Mittel- und 

Süddeutschland (Bayern, Baden-Württemberg, Sachsen, Sachsen-Anhalt, Thüringen 

und Hessen), in der Schweiz (Ostschweiz), Österreich (Vorarlberg und Steiermark) und 

Liechtenstein (Heinig 1969; Herzog et al., 1994; Staeheli et al., 2000; Kolodziejek et al., 

2005; Dürrwald et al., 2006). In nahezu allen europäischen Ländern, aber auch außer-

halb von Europa, gibt es seropositive Tiere. Vereinzelt gibt es auch klinische Fälle von 

BD (zusammengefasst in Staeheli et al., 2000; Herden et al., 2013). Seropositive Pferde 

konnten in ganz Europa (Herzog et al., 1994; Rott u. Becht, 1995; Kinnunen et al., 2007; 

Björnsdóttir et al., 2013), aber auch außerhalb, beispielsweise in den USA (Kao et al., 

1993), Israel und Russland (Herzog et al., 1994) nachgewiesen werden. Der Nachweis 

von BoDV-1-RNA und -Antigen außerhalb der Endemiegebiete wird allerdings kontro-

vers diskutiert. Teilweise sind die Isolate identisch zu Laborisolaten aus den Endemie-

gebieten in Zentraleuropa, zudem können Laborkontaminationen nicht ausgeschlossen 

werden (Staeheli et al., 2000; Kolodziejek et al., 2005; Dürrwald et al., 2007). Teilweise 

sind die Fälle aber auch auf eine Infektion in einem Endemiegebiet zurückzuführen. Dies 

war der Fall bei einem an klinischer BD erkrankten Alpakahengst in Hessen und bei 

einem Pferd in England (Jacobson et al., 2010; Priestnall et al., 2011). 

Die starke Sequenzkonservierung der Bornaviren (mit Ausnahme des Subtypes No/98 

aus Österreich) ist sehr außergewöhnlich für RNA-Viren. Die Nukleinsäuresequenzen 

unterscheiden sich generell nur bis zu 5% von einander (Staeheli et al.; 2000; Kolodzie-

jek et al., 2005). Phylogenetische Analysen (1824 Nukleotide, vor allem BoDV-N, -X und 

-P Gene) von Feld-, Impf- und Laborstämmen beschreiben fünf verschiedene genetische 

Cluster des BoDV-1 innerhalb der Endemiegebiete in Mitteleuropa. Diese sind unabhän-

gig von der Wirtsspezies (Pferd, Schaf und Esel) und dem Isolationsjahr (1985 bis 1998) 
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(Kolodziejek et al., 2005). Bornaviren aus dem ersten VirusCluster stammen aus Liech-

tenstein, Österreich, der Schweiz und dem Rheintal. Das Cluster Bayern II und Baden-

Württemberg, auch He/80-Gruppe genannt, beinhaltet Viren aus Westdeutschland, vor 

allem aus Bayern und Baden-Württemberg aber auch aus Niedersachsen und Sachsen-

Anhalt. Bornaviren aus den Endemiegebieten in Bayern bilden das Cluster Bayern I, das 

auch RW98 Gruppe genannt wird. Die Dessau-Gruppe besteht aus Viren aus Ost-

deutschland, vor allem aus Sachsen-Anhalt. Einige Isolate der Gruppe stammen aus 

Thüringen, Sachsen und Hessen. Die Viren aus dem gemischten Cluster „strain V“ stam-

men aus verschiedenen Bundesländern, hauptsächlich aber aus Thüringen und Nieder-

sachsen. Innerhalb der Cluster sind die Nukleotidsequenzen zu mindestens 96% iden-

tisch (Kolodziejek et al., 2005). Der divergente Subtyp No/98 aus der Steiermark, einem 

Nichtendemiegebiet in Österreich, kann keinem dieser fünf Cluster zugeordnet werden 

(Nowotny et al., 2000, Kolodziejek et al., 2005). Er variiert in seiner Nukleotidsequenz 

um mehr als 15% im Vergleich zu den bekannten mitteleuropäischen BoDV-1-Isolaten 

(Nowotny et al., 2000). Die rezent entdeckten Bornaviren (BoDV-1) in einem neuen En-

demiegebiet in Oberösterreich lassen sich dem Cluster „strain V“ zuordnen. Die Se-

quenzhomologie zu den Viren der „strain V“ Gruppe beträgt zwischen 97,6% und 98,5% 

(Weisssenböck et al., 2017). 

Reichelt (2009) bearbeitete alle verfügbaren Fälle equiner Bornascher Krankheit, die bei 

der Tierseuchenkasse in Bayern gemeldet wurden und konnte somit einen wichtigen 

Beitrag zur Epidemiologie der Bornaschen Krankheit in Bayern zwischen 1990 und 2008 

leisten. Als Hauptendemiegebiete in Bayern konnten Regionen in den Regierungsbezir-

ken Mittelfranken, Oberpfalz, Oberbayern und Schwaben ausgemacht werden. Eine Ver-

schiebung der Endemiegebiete in den Südwesten und Südosten von Bayern konnte im 

Zeitraum von 2000 bis 2009 beobachtet werden. Zudem stellte Reichelt eine Zunahme 

der BD-Fälle in der Region um Augsburg und Landshut fest. In den Oberbayerischen 

und Allgäuer Alpen, dem Oberallgäu, dem Berchtesgadener Land, sowie dem Bayeri-

schen Wald und dem Fichtelgebirge wurden bis 2009 keine BD-Fälle registriert (Reichelt 

et al, 2009). Die Meldepflicht für die Bornasche Krankheit in Bayern wurde jedoch 2011 

aufgehoben. Für die Jahre 2015 und 2016 stehen Daten von 41 Pferden mit BD aus 

Endemiegebieten in Bayern zur Verfügung, von denen Proben zur Diagnostik an das 

Institut für Virologie in Gießen geschickt wurden. Dabei handelte es sich um acht Pferde 
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aus Oberbayern, drei aus Niederbayern, fünf aus der Oberpfalz, zwei aus Oberfranken, 

vier aus Mittelfranken und 19 aus Schwaben (persönliche Mitteilung, Herzog,). 

Die Inzidenz bei Pferden in Bayern lag 1998 bei 0,02% bis 0,04% (Grabner et al., 2002). 

Kolodziejek et al. (2005) gehen von weniger als 100 Fällen pro Jahr von BD in Mitteleu-

ropa aus. In Deutschland sind 11,5% der Pferde seropositiv, allerdings steigt diese Zahl 

in Endemiegebieten auf 22,5% und in betroffenen Ställen sogar auf 50% (Herzog et al., 

1994; Grabner et al., 2002). 

Viele Faktoren deuten auf ein natürliches Virusreservoir für BoDV-1 hin wobei vor allem 

Kleinsäuger als potentielles Reservoir vermutet wurden (Staeheli et al., 2000; Degiorgis 

et al., 2000; Sauder u. Staeheli, 2003; Kolodziejek et al., 2005; Dürrwald et al., 2006). 

Dafür sprechen die fünf geographischen Cluster, und auch, dass die BD trotz zuneh-

mendem Handel von Tieren größtenteils auf die Endemiegebiete beschränkt bleibt (Ko-

lodziejek et al., 2005). Auch das saisonale Auftreten der BD mit Erkrankungsgipfeln im 

Frühjahr und Sommer (Herzog et al., 1994; Reichelt, 2009) und die säkularen Erkran-

kungsgipfel alle drei bis fünf Jahre sind weitere Hinweise (Dürrwald et al., 2006; Reichelt, 

2009). Diese territorialen und saisonalen Faktoren, sowie das simultane Vorkommen von 

Erkrankungsgipfeln bei Pferden und Schafen sind kompatibel mit einem Kleinsäugerre-

servoir (Dürrwald et al., 2006). Schlechte Hygienebedingungen und das Halten von meh-

reren Tierarten auf einem Betrieb begünstigen weiterhin das Vorkommen der Borna-

schen Krankheit beim Pferd (Dürrwald et al., 2006). Desweiteren wurde anhand von ex-

perimentellen BoDV-1-Infektionen bei Lewis-Ratten gezeigt, dass es zu einer horizonta-

len Transmission im Zuge einer Kohabitation kommen kann (Morales et al., 1988; Sau-

der u. Staeheli, 2003). 

In der Schweiz wurde erstmals epidemiologisch eine Assoziation mit einem potentiellen 

Reservoir bewiesen, durch die Entdeckung von BoDV-1 in wildlebenden Feldspitzmäu-

sen (Crocidura leucodon, C. leucodon) in der Nähe von Chur, in einem Endemiegebiet 

für die BD (Hilbe et al., 2006; Puorger et al., 2010). Weitere BoDV-1-positive C. leucodon 

in Endemiegebieten in Bayern und Sachsen-Anhalt für Deutschland und Oberösterreich 

folgten (Dürrwald et al., 2014; Nobach et al., 2015; Weissenböck et al., 2017). Weissen-

böck et al. (2017) beschrieben zudem das erste Mal eine BoDV-1-positive Waldspitz-

maus (Sorex araneus, S. araneus). Dabei handelt es sich aber vermutlich um einen Spill-

over-Wirt (Weissenböck et al. 2017). 
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2.2.3 Charakterisierung des Erregers 

Der Erreger der BD ist das Virus der Bornaschen Krankheit (Borna Disease Virus 1, 

BoDV-1). Es gehört zur Familie der Bornaviridae und bildet zusammen mit den Pa-

ramyxoviridae, den Filoviridae und den Rhabdoviridae die Ordnung der Mononegavira-

les. Wie viele Vertreter der Mononegavirales zeichnet sich das BoDV-1 durch seinen 

neurotropen Charakter im Endwirt aus (Carbone et al., 1987; Herden et al., 2013, Tizard 

et al., 2016). Bornaviren sind sphärische, behüllte Viren, die eine Größe zwischen 80 bis 

100 nm aufweisen (Danner und Mayr, 1979; Richt et al., 1993, Kohno et al., 1999). Der 

Aufbau eines Viruspartikels ist in Abb. 2 dargestellt. 

 

Abb. 2 Virus der Bornaschen Krankheit 

Bornaviren besitzen ein einzelsträngiges, nicht-segmentiertes RNA-Genom (ssRNA) 

von negativer Polarität. Die genomische RNA weist eine Größe von 8,9 Kilobasen auf 

(De la Torre, 1994, Kohno et al., 1999). Bornaviren sind zellassoziiert und replizieren 

sich im Gegensatz zu anderen Vertretern der Ordnung Mononegavirales im Zellkern der 

infizierten Zellen (Briese et al., 1992, De la Torre, 1994, Übersicht bei Tizard et al., 2016). 

Die Gen-Expression ist komplex reguliert. Im Gegensatz zu anderen Viren mit ssRNA 

haben Bornaviren keine intergenischen Regionen und zeichnen sich durch überlap-

pende offene Leserahmen (Open reading frames, ORFʼs) aus. Es gibt drei Transkripti-

onseinheiten und sechs ORFʼs, welche für die viralen Proteine kodieren. Das Nukleopro-

tein BoDV-N (ORF I) existiert in zwei Isoformen p38 (38 kDa) und p40 (40 kDa). Pyper 

und Clement (1994) zeigten, dass BoDV-N 50% der Proteine in den Virionen darstellen. 

Weitere virale Proteine sind das Phosphoprotein BoDV-P (ORF II), das Matrixprotein 
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BoDV-M (ORF III), das Glykoprotein BoDV-GP (ORF IV) und das BoDV-L (ORF V) als 

RNA-abhängige RNA-Polymerase. Das X-Protein (ORF x1) ist ein regulatorisches Pro-

tein (De la Torre, 1994; Kiermayer et al., 2002, Poenisch et al., 2009). In Abb. 3 ist die 

Genomorganisation graphisch dargestellt. Weitere einzigartige Strategien von Bornavi-

ren sind das Überlesen von Transkriptionsterminationsignalen und das alternative Splei-

ßen (Tomonaga et al., 2002). Die kleinste infektiöse Einheit der Bornaviren sind die he-

likalen Ribonukleoproteinkomplexe, die aus BoDV-N, BoDV-P, und BoDV-L sowie der 

viralen RNA bestehen (Cubitt et al., 1994). 

 

Abb. 3 Genomorganisation von Bornaviren 

Eine weitere Besonderheit ist, dass die Sequenzen lokaler BoDV-1-Isolate über mehrere 

Jahrzehnte stabil bleiben (Kolodziejek et al., 2005, Herden et al., 2013). Zudem besteht 

eine für RNA-Viren ungewöhnlich hohe Sequenzhomologie zwischen den Isolaten aus 

natürlichen und experimentellen Infektionen (Schneider et al., 1994; Briese et al., 1994; 

Staeheli et al., 2000). Eine Ausnahme ist der Bornavirus-Subtyp No/98, der lediglich eine 

Sequenzhomologie von etwa 85% zu anderen mitteleuropäischen Isolaten aufweist 

(Nowotny et al., 2000) (siehe dazu auch Kapitel 2.2.2). 

Horie et al. beschrieben 2010 zum ersten Mal endogene Bornavirus-ähnliche N-Ele-

mente (EBLN, Borna-like N elements) im Genom von Nagern, Primaten, Elefanten und 

Menschen (Horie et al., 2010). Weitere Funde von EBLN in vielen anderen Spezies wie 

z.B. in Insektivoren (Spitzmäuse und Fledermäuse), Wirbellosen, Fischen und Reptilien 

folgten (Belyi et al., 2010; Horie et al., 2013). Außerdem wurden auch endogene Borna-

ähnliche M- und L-Elemente im Genom von Vertebraten nachgewiesen (Belyi et al., 

2010). Die Integration der EBLN während einer persistenten Infektion mit Bornaviren ist 
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speziesunabhängig und fand bei den Primaten vermutlich vor über 40 Millionen Jahren 

statt (Horie et al., 2010). Auch im Genom von natürlich BoDV-1-infizierten C. leucodon 

und experimentell infizierten M. glaerolus (Rötelmäusen) konnten EBLN nachgewiesen 

werden wobei nicht klar ist, ob diese auch eine Genomintegration darstellen (Kinnunen 

et al., 2011; Dürrwald et al., 2014; Weissenböck et al., 2017) (siehe dazu auch Kapitel 

2.3.2). 

Bornaviren sind empfindlich gegenüber Hitze (Deaktivierung bei 56°C über 30 Minuten), 

Säure, UV-Strahlung und Lipidlösungsmitteln. Allerdings sind sie bei 4°C für drei Monate 

und bei -70°C über Jahre hinweg weiter infektiös (Danner und Mayr, 1979, Rott u. Becht, 

1995, zusammengefasst in Herden et al., 2013). Bornaviren können pH-Werte von 5 bis 

12 überleben (Rott u. Becht, 1995). 

2.2.4 Pathogenese und Klinik der Bornaschen Krankheit bei 

natürlichen und experimentellen Infektionen 

2.2.4.1 Natürliche BoDV-1-Infektionen bei Kleinsäugern 

Metzler et al. (1978) berichten über eine natürliche BoDV-1-Infektion mit nicht-eitriger 

Meningoenzephalitis bei zwei Kaninchen mit zentralnervösen Symptomen in der Ost-

schweiz. Es konnten sowohl anti-BoDV-1-Antikörper im Blut und Gehirnextrakt mittels 

„fluoreszensserologischer Methoden“, sowie Virusantigen im Gehirn und infektiöses Vi-

rus über die Zellkultur nachgewiesen werden (Metzler et al., 1978). 

In einem dreijährigen Untersuchungszeitraum in einem Betrieb in Südostdeutschland mit 

dem Vorkommen von BD bei Schafen untersuchten Vahlenkamp et al. (2002) auch eine 

unbekannte Zahl an Mäusen. Es konnten allerdings weder virale RNA noch anti-BoDV-

1-Antikörper nachgewiesen werden. 

In Finnland wurden Anti-BoDV-Antikörper anhand eines Immunfluoreszenz-Tests im Se-

rum oder Brusthöhlenexsudat bei drei von 1111 untersuchten, wildlebenden Kleinsäu-

gern festgestellt. Bei den drei Tieren handelte es sich um eine Nordische Wühlmaus (M. 

oeconomus) und zwei Rötelmäuse (M. glareolus) (Kinnunen et al., 2007). Bei zwei von 

drei seropositiven Wühlmäusen konnte das Resultat mittels Peptidarray-Techniken 

und/oder durch Immunoblot bestätigt werden (Kinnunen et al., 2007). 
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In einem Endemiegebiet in der Schweiz untersuchten Hilbe et al. (2006) acht Wühl-

mäuse (Cricetidae), drei Spitzmäuse (Soricidae) und 87 andere Mäuse (Muridae) auf 

das Vorkommen von BoDV-1-Infektionen. Bei drei Feldspitzmäusen (C. leucodon) 

konnte BoDV-1-RNA und -Antigen mittels RT-PCR und Immunhistochemie (IHC) nach-

gewiesen werden (Hilbe et al., 2006). In diesem Endemiegebiet wurden 2010 weitere 12 

Spitzmäuse, darunter sechs C. leucodon und sechs S. araneus untersucht. Auch in die-

ser Studie konnte BoDV-1-RNA und -Antigen mittels RT-PCR und IHC in zwei C. leuco-

don nachgewiesen werden (Puorger et al., 2010). Weder bei den S. araneus noch bei 

den anderen Kleinsäugern konnte eine BoDV-1-Infektion festgestellt werden. In deut-

schen Endemiegebieten in Sachsen-Anhalt, Thüringen, Niedersachen und Sachsen 

wurden 107 Spitzmäuse mittels RT-PCR und IHC auf BoDV-1-RNA und -Antigen unter-

sucht. Insgesamt war BoDV-1 bei 14 C. leucodon zu finden. Neben 58 C. leucodon wur-

den auch 28 Hausspitzmäuse (C. russula), 16 S. araneus und fünf weitere Rotzahnspitz-

mäuse (vier S. minutus und eine S. alpinus) untersucht, die keine Hinweise auf eine 

BoDV-1-Infektion zeigten (Dürrwald et al., 2014).  

Weissenböck et al. (2017) untersuchten in den Jahren 2015 und 2016 insgesamt 28 

Spitzmäuse mittels RT-PCR und IHC in Oberösterreich. Bei den Tieren handelte es sich 

um neun C. leucodon, 13 S. araneus, drei N. anomalus, zwei C. suaveolens und eine S. 

minutus. Neben sechs BoDV-1 positiven C. leucodon wurde auch eine positive S. 

araneus festgestellt. Die restlichen Spitzmäuse wiesen keine BoDV-1-Infektion auf. Es 

konnte allerdings ein anderes Verteilungsmuster von BoDV-1-Antigen bei der S.araneus 

als bei den C. leucodon festgestellt werden (Weissenböck et al., 2017). Das BoDV-1-

Antigen war haupsächlich in den Neuronen und Gliazellen im Gehirn und in einzelnen 

Nervenfasern der S. araneus nachzuweisen. Das neuronale Muster ist ähnlich wie bei 

der Infektion der Endwirte und könnte auf eine Spill-over-Infektion hindeuten. Die Abwe-

senheit von Entzündungszeichen gibt einen Hinweis auf eine mögliche natürliche Resis-

tenz (Weissenböck et al., 2017). 

Die natürliche BoDV-1-Infektion der Feldspitzmaus und die Resultate der molekularbio-

logischen und immunchemischen Analysen sind im Kapitel 2.3.2 beschrieben. 
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2.2.4.2 BoDV-1-Infektion bei Labornagern 

Experimentell können viele Kleinsäuger mit BoDV-1 infiziert werden. Kaninchen und Rat-

ten sind hoch empfänglich für eine BoDV-1-Infektion (zusammengefasst von Heinig 

1969). Auch Meerschweinchen sind sehr empfänglich und erkranken an BD, während 

Hamster selbst nach einer intrazerebralen Infektion keine Klinik zeigen (Rott u. Becht, 

1995). Je nach genetischem Hintergrund verändert sich die Empfänglichkeit der 

Kleinsäuger für eine BoDV-1-Infektion. Lewis-Ratten sind hoch empfänglich für BoDV-

1-Infektionen und gelten als klassisches Modell für Studien zur Immunpathogenese und 

Viruspersistenz (Narayan et al., 1983). Sie zeigen schwerere neurologische Krankheits-

symptome als Wistar-Ratten (Rott u. Becht, 1995). Black-Hooded-(Schwarzkappen-) 

und Sprague-Dawley-Ratten gelten jedoch als resistent gegenüber BoDV-1-Erkrankun-

gen (Herzog et al., 1991; Wu et al., 2013). Auch bei den Mausstämmen gibt es, je nach 

genetischem Hintergrund, unterschiedliche Verläufe der BoDV-1-Infektion. So erkranken 

z.B. MRL-Mäuse (Murphy Roths Large) schwerer als C57BL/6-Mäuse (Hallensleben et 

al., 1998). 

Immunkompetente Lewis-Ratten, die intrazerebral mit BoDV-1 infiziert werden, erkran-

ken an einer nicht-eitrigen Meningoenzephalitis aufgrund einer Hypersensibilitätsreak-

tion des verzögerten Typs mit Beteiligung von CD8+ und CD4+ T-Zellen (Hirano et al., 

1983; Narayan et al., 1983; Carbone et al., 1987; Deschl et al., 1990; Richt et al. 1994; 

Herden et al., 2000; Stitz et al., 2002; Herden et al., 2013; Wu et al., 2013). Das Alter 

und der Immunstatus der Ratten, der genetische Hintergrund, die Inokulationsmethode 

sowie die Virulenz des Erregers bestimmen das Ausmaß der Läsionen durch die BoDV-

1-Infektion (Narayan et al., 1983; Herzog et al., 1991; Herden et al., 2000; Werner-Keišs 

et al., 2008; Wu et al., 2013). Der Verlauf nach der BoDV-1-Infektion ist biphasisch. In 

den ersten drei Wochen nach der Infektion dominiert eine Hyperaktivität, die durch mas-

sive perivaskuläre mononukleäre Infiltrate vor allem im limbischen System gekennzeich-

net ist. Danach folgen Apathie und Depression als Leitsymptome der chronischen Infek-

tion, während die entzündlichen Veränderungen im ZNS trotz Viruspersistenz rückläufig 

sind. Viele Tiere erblinden und es kann ein interner Hydrozephalus entstehen. (Hirano 

et al., 1993; Narayan et al., 1983; Rott u. Becht, 1995). Eine BoDV-1-Variante löst eine 

Adipositas ohne neurologische Symptome aus (Herden et al., 2000). Anti-BoDV-1-Anti-
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körper können im Serum und im CSF nachgewiesen werden. Die Virusreplikation be-

schränkt sich auf das ZNS (Narayan et al., 1983; Carbone et al., 1987). Viele Ratten 

sterben innerhalb von einem bis vier Monaten, während je nach immunologischem Sta-

tus 50 bis 80% überleben und Verhaltensstörungen zeigen (Hirano et al., 1983; Narayan 

et al., 1983). 

Im Gegensatz zu der BoDV-1-Infektion bei immunkompetenten Ratten kommt es bei 

neonatal intrazerebral infizierten, thymusaplastischen oder immunsupprimierten Lewis-

Ratten zu einer persistenten Infektion mit Virusausbreitung im gesamten Organismus 

und Virusausscheidung (Hirano et al., 1983; Herzog et al., 1984; Morales et al., 1988). 

Trotz eines hohen Levels an BoDV-1 im Gehirn von neonatalen Ratten werden nur eine 

transiente Entzündung nach der Infektion, Störungen der postnatalen Gehirnentwicklung 

und milde Verhaltensstörungen ausgelöst (Narayan et al., 1983; Herzog et al., 1984; 

Hornig et al., 1999). Virales Antigen findet sich bei den neonatal infizierten Tieren in 

nahezu allen peripheren Organen, auch in den Ausscheidungsorganen (Herzog et al., 

1984). Zudem bilden die neonatal infizierten Ratten im Gegensatz zu den immunsuppri-

mierten Ratten virusspezifische Antikörper (Narayan et al., 1983). 

Erstaunlicherweise erkranken adulte, intrazerebral infizierte MRL-Labormäuse nicht in 

Folge einer BoDV-1-Infektion, während intrazerebral infizierte neonatale MRL-Mäuse 

vier bis sechs Wochen nach der Infektion an einer nicht-eitrigen Meningoenzephalitis 

erkranken (Hallensleben et al., 1998; Kramer et al., 2012). 

Neben der intrazerebralen Infektion haben sich auch die intranasale und die intraokulare 

Infektion als sehr effektive Methoden zur Virusübertragung erwiesen (Carbone et al., 

1987, zusammengefasst von Herden et al., 2013). Sobald das Virus Kontakt zu Nerven-

endigungen hat, kommt es zu einer zentripetalen, axonalen und transneuronalen Aus-

breitung in Richtung Hippocampus. Dies geschieht über die olfaktorischen Nerven oder 

den Sehnerv beziehungsweise über die Spinalganglien, den Nucleus gracilis in der 

Medulla und die Pyramidalneuronen der Großhirnrinde (Carbone et al., 1987). Die intra-

venöse Injektion von BoDV-1 bei Lewis-Ratten konnte keine BoDV-1-Infektion auslösen 

(Carbone et al., 1987). Die Bedeutung der Virämie nach der Inokulation wird derzeit als 

gering eingestuft (Herden et al., 2013). Im Gegensatz zu BoDV-1, kann eine intravenöse 

Infektion mit aviären Bornaviren bei Nymphensittichen zu einer persistenten Infektion 

führen (Piepenbring et al., 2012). 
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Kinnunen et al. (2011) infizierten neonatale Rötelmäuse (M. glareolus) intrazerebral mit 

BoDV-1 (He80, rattenadaptiertes Virus). Während bei 76% der BoDV-1-infizierten Rö-

telmäuse keine klinischen Symptome festgestellt wurden, zeigten die restlichen Tiere 

(26%) neurologische Verhaltensstörungen wie Tremor, Ataxie und eine Hyperaktivität in 

unterschiedlich starken Ausprägungen. Bei 41% der Rötelmäuse kam es zu einer Sero-

konversion und bei allen wurde BoDV-1-RNA und -Antigen im Gehirn nachgewiesen. Es 

gab keine relevanten histopathologischen Veränderungen. Die BoDV-1-Infektion der in-

trazerebral infizierten Rötelmäuse war primär neurotrop, breitete sich aber zentrifugal 

auch in periphere Nerven und Ganglien aus. Bei 17% der infizierten Tiere konnte BoDV-

1-RNA mittels RT-PCR im Urin und bei 54% im Kot nachgewiesen werden. Zudem wurde 

eine Genomintegration von BoDV-1-Sequenzen festgestellt. Kinnunen et al. (2011) ge-

hen daher davon aus, dass Rötelmäuse ein Reservoir darstellen können. 

2.2.4.3 Natürliche BoDV-1-Infektion der Pferde und Schafe 

Die natürlichen Endwirte der BD sind Pferde und Schafe. Während die BD bei Pferden 

eher sporadisch als Einzeltiererkrankung auftritt, erkranken bei den Schafen oft mehrere 

Tiere aus einem Stall (Rott u. Becht, 2005). Es gibt aber auch Nachweise von BD in 

anderen Spezies. Das Wirtspektrum der BD ist in Kapitel 2.2.2 genauer beschrieben. 

Bei Pferden und Schafen werden perakute, akute, subakute und chronische (inappa-

rente) Verläufe von BD unterschieden (Richt et al., 2000; Grabner et al., 2002). Reichelt 

(2009) stellte bei 93,1% der 451 untersuchten equinen BD Fälle in Bayern einen akuten 

bis subakuten Verlauf und bei 3,5% der Fälle einen perakuten Verlauf fest. Bei 3,4% der 

betroffenen Pferde kam es zu Spontanheilungen (Reichelt, 2009). Der schwere Krank-

heitsverlauf ist durch Veränderungen der Psyche, des Sensoriums sowie des Empfin-

dungs- und Bewegungsvermögens in unterschiedlichen Ausprägungen gekennzeichnet. 

Die klinischen Symptome sind Fieber, Stupor, Somnolenz, Apathie, Depression, Ataxie, 

propriozeptive Defizite und Dysphagie (Grabner et al., 2002). Ein typisches Bild der BD 

ist das „Pfeifenrauchen“, das eine langsame und durch Unterbrechungen geprägte Fut-

teraufnahme darstellt. Auch Leerkauen und ständiges Gähnen werden beobachtet. Beim 

Hengst und Wallach ist der Penis häufig ausgeschachtet. Im Endstadium ist mit Störun-

gen des Gleichgewichtes und der Hirnnervenfunktionen, einem neurogenen Torticollis, 

Vorwärtsdrängen, konvulsiven Krämpfen, Blindheit und Koma zu rechnen (Katz et al., 

1998; Grabner et al., 2002; Richt et al., 2007; Herden u. Richt, 2009). Das Krankheitsbild 
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der BD variiert geringgradig bei Schafen, bei denen Verhaltensauffälligkeiten und Bewe-

gungsstörungen im Vordergrund stehen (Heinig 1969; Rott u. Becht, 1995). Die multifo-

kale Verteilung der Läsionen im ZNS führt zu einer Variabilität der klinischen Ausprägung 

bei betroffenen Pferden und Schafen (Grabner et al., 2002). Sowohl bei den Pferden als 

auch bei den Schafen bleibt ein Großteil der Tiere mit Anti-BoDV-1-Serumantikörpern 

asymptomatisch (Herzog et al., 1994; Grabner et al., 2002; Herden et al., 2013). 

Die natürliche Infektion erfolgt rhinogen mit dem olfaktorischen Epithel als Eintrittspforte 

(Heinig, 1969; Morales et al., 1988; Sauder u. Staeheli, 2003; Kupke et al., 2016). Die 

Inkubationszeit bei natürlich infizierten Pferden ist variabel und kann von zwei Wochen 

bis über mehrere Monate dauern (Rott u. Becht, 1995; Herden u. Richt, 2009). Katz et 

al. (1998) konnten in einem Infektionsversuch nach intrazerebraler Inokulation eine In-

kubationszeit von 15 bis 26 Tagen bei drei Ponys feststellen. Sowohl die horizontale wie 

auch die vertikale Virusübertragung werden von einem Großteil der Autoren ausge-

schlossen (Staeheli et al., 2000; Werner et al., 2000; Dürrwald et al., 2006; Herden et 

al., 2013; Weissenböck et al., 2017). Bei 80 bis 90% der erkrankten Pferde und bei 50% 

der Rinder und Schafe verläuft die Infektion in einem Zeitraum von einer bis vier bezie-

hungsweise sechs Wochen letal (Rott u. Becht, 1995; Grabner et al., 2002; Richt et al., 

2007, Herden et al., 2013). 

Viele Erkenntnisse zur Pathogenese der BoDV-1-Infektion bei natürlicher BoDV-1-Infek-

tion basieren auf Erkenntnissen aus dem Rattenmodell (Narayan et al., 1983). Die BD 

der Pferde und Schafe ist keine direkte Folge der Virusreplikation, sondern wird durch 

eine virusinduzierte, verzögerte immunpathologische Reaktion provoziert. Durch die T-

Zell-vermittelte Immunpathogenese induziert die Entzündung keine Immunabwehr mit 

Viruseliminierung (Stitz et al., 2002). In Neuronen, Astrozyten und gelegentlich auch in 

Ependymzellen sowie Oligodendrozyten sind BoDV-1-Antigen und -RNA nachzuweisen 

(Carbone et al., 1991; Herden et al., 2000; Werner-Keišs et al., 2008; zusammengefasst 

in Herden u. Richt, 2009: Herden et al., 2013). 

Makroskopisch können im Gehirn teilweise eine leptomeningeale Hyperämie, ein Ge-

hirnödem und im Endstadium auch ein Hydrocephalus internus festgestellt werden (Hei-

nig 1969; Rott u. Becht, 1995; Katz et al., 1998; Herden et al., 2013). Die histopatholo-

gischen Veränderungen sind vor allem in der grauen Gehirnsubstanz (Großhirnrinde, 

Hippocampus, Thalamus, Bulbus olfactorius, Nucleus caudatus, periventrikuläre Areale 
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der Medulla oblongata), der Retina und dem Rückenmark zu finden (Herden et al., 2013). 

Eine nicht-eitrige Poliomeningoenzephalitis und Myelitis, Immunzellinfiltrate im Pa-

renchym, perivaskuläre Infiltrate, eine Astrozyten- und Mikrogliaaktivierung und die pa-

thognomonischen intranukleären eosinophilen Einschlusskörperchen (Joest-Degen-

schen-Kerneinschlusskörperchen) in den Neuronen vor allem im Hippocampus charak-

terisieren die BD (Joest u. Degen 1909 u. 1911). Die perivaskulären und parenchymat-

ösen Infiltrate bestehen überwiegend aus T-Lymphozyten (CD4+ und CD8+ T-Zellen) 

und Makrophagen mit einer Beteiligung von Plasmazellen im späten Krankheitsstadium 

(Deschl et al., 1990; Caplazi u. Ehrensperger, 1998; Herden et al., 1999). Sowohl auf 

den Entzündungszellen wie auch teilweise auf den Neuronen und Astrozyten können 

MHC-I- und MHC-II-Antigene dargestellt werden (Caplazi u. Ehrensperger, 1998). 

2.2.5 Diagnostik der BoDV-1-Infektion 

Die neurologischen Symptome sind aufgrund ihrer Variabilität nicht pathognomonisch 

für die BD (Grabner et al., 2002). Intra vitam kann die BD beim neurologisch auffälligen 

Pferd durch das Vorhandensein von Anti-BoDV-Antikörpern im Liquor cerebrospinalis 

und im Serum bestätigt werden (Grabner et al., 2002). Eine hochspezifische Methode ist 

dabei der indirekte Immunofluoreszenztest (IIFT), bei dem die Sensitivität bei 88% liegt 

(Herzog u. Rott, 1980; Herzog et al., 1994; Herden et al., 1999; Grabner et al., 2002; 

Fluess, 2002; Herzog et al., 2008, 2010). Neben dem IIFT stehen weitere serologische 

Testverfahren wie der Immunoblot oder der ELISA zur Verfügung. In der Frühphase oder 

nach dem Einsatz von Kortikosteroiden kann es zu falsch-negativen Resultaten kommen 

(Grabner et al., 2002). Die Titer der Pferdeseren liegen zwischen 1:5 und 1:1280 und die 

des Liquors zwischen 1:2 und 1:1024. Die Höhe der Antikörpertiter korreliert aber nicht 

mit der klinischen Symptomatik (Herzog et al. 1994; Grabner et al., 2002). Klinisch un-

auffällige Pferde können Anti-BoDV-Antikörper im Serum, jedoch nie im CSF aufweisen 

(Grabner et al., 2002). Der Western Blot kann die Spezifität der anti-BoDV-1-Antikörper 

beweisen (Herzog et al., 1994, 2008). Im Anfangsstadium kann auch eine Pleozytose im 

CSF ein Hinweis auf die BD sein (Grabner et al., 2002). Eine Serokonversion oder ein 

Titeranstieg um drei bis vier Stufen gelten auch als Nachweise für die BD (Grabner et 

al., 2002). Einige Autoren geben Nachweise von zirkulierenden Immunkomplexen und 
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von BoDV-1-Antigen und RNA in mononukleären Zellen des peripheren Blutes als Diag-

nosemöglichkeit an (Bode et al., 2001). Diese ante mortem Nachweise sind allerdings 

umstritten und der Nachweis von zirkulierenden Immunkomplexen als unspezifisch be-

legt (Herzog et al. 1994; Grabner et al., 2002; Wolff et al., 2006). 

Post mortem wird die klinische Verdachtsdiagnose BD in erster Linie mit Hilfe der typi-

schen histopathologischen Veränderungen sowie durch den Nachweis von BoDV-1-An-

tigen mit Hilfe von mono- und polyklonalen Antikörpern in der Immunhistologie oder mit-

tels Western Blot bestätigt (Herden et al., 1999; Grabner et al., 2002; Herden et al., 

2013). BoDV-1-RNA wird mit Hilfe von PCR-Methoden (RT-PCR, nested-RT-PCR und 

realtime RT-PCR) und der In-situ-Hybridisierung dargestellt. Die Virusisolation aus Ge-

hirn oder Retina von infizierten Pferden rundet die Diagnostik ab (Herden et al., 1999). 

Die RT-PCR von Gehirnproben BoDV-1-infizierter Pferde hat eine Sensitivität von 100%, 

während diese bei der Virusisolierung 87% und beim RNA-Nachweis im Liquor lediglich 

28% beträgt (Grabner et al., 2002). Diese Diskrepanz ist größtenteils auf den Zustand 

des Probenmaterials (z.B. Transportbedingungen und Probengefäße) zurückzuführen 

(Grabner et al., 2002). 

2.3 Die BoDV-1-Infektion bei der Feldspitzmaus 
(Crocidura leucodon) 

2.3.1 Verbreitung, Lebensweise und Charakteristika der 
Feldspitzmaus 

Die Feldspitzmaus (C. leucodon) gehört zu den Weißzahnspitzmäusen (Crocidura) in 

der Ordnung der Insektenfresser (Eulipotyphla). Feldspitzmäuse kommen in großen Tei-

len Europas und im südwestlichen Asien vor (Nagel und Nagel, 2005; Kraft, 2008, Shen-

brot et al., 2017). Die Verbreitung der Feldspitzmaus in Europa ist in Abb. 4 dargestellt. 
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Abb. 4 Verbreitung der Feldspitzmaus in Europa (modifiziert nach Shenbrot et al. 2017, 
IUCN) 

In den flachen Landesteilen von Bayern ist die Feldspitzmaus flächendeckend und mit 

einer hohen Stetigkeit zu finden (Kraft, 2008). Auf Abb. 5 sind die Nachweise von C. 

leucodon in Bayern in den Jahren 1990 bis 2004 dargestellt. Es gibt eine Verbreitungs-

lücke, die sich von Böhmen bis zu den französisch-italienischen Westalpen erstreckt und 

die bayrischen Alpen sowie die Gebiete südlich der oberbayrischen Seen einschließt. 

Der höchste Nachweisort in Bayern liegt mit 680 m ü. NN in Kaufbeuren im Ostallgäu 

(Kraft, 2008). In Baden-Württemberg gilt die westliche Schwäbische Alb mit 830 m ü. NN 

als höchster Nachweisort (Nagel u. Nagel, 2005). In Malix in der Schweiz gibt es aber 

auch Nachweise von Feldspitzmäusen auf 1130 m ü. NN (Hilbe et al., 2006). 
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Abb. 5 Nachweise von Feldspitzmäusen in Bayern von 1990 bis 2004 (modifiziert nach 
Kraft, 2008) 

Feldspitzmäuse bevorzugen eine schüttere Vegetation und eine hohe Sonneneinstrah-

lung. Sie sind an extensiv genutzte Flächen gebunden und ziehen sich vor allem im 

Herbst und Winter zum Schutz vor der Witterung in Ställe und Häuser zurück (Kraft 2008; 

Blatt u. Resch, 2107). Es besteht eine Tendenz von C. leucodon zur Siedlungsfolge 

(Kraft, 2008; Jenrich et al., 2010). 

Die Feldspitzmaus ist 54 bis 82 mm groß, hat eine Schwanzlänge von 28 bis 40 mm und 

wiegt 6,5 bis 13 g (Kraft, 2008; Jenrich et al., 2010). Eine scharfe Farbgrenze trennt die 

schiefergraue Oberseite von der hellen Unterseite. An den Haarspitzen ist ein metalli-

scher Glanz zu erkennen (Jenrich et al., 2010; Blatt u. Resch, 2017). Weitere morpholo-

gische Charakteristika sind die weißlichen abstehenden Wimpernhaare (3 bis 6 mm) und 

die aus dem Fell ragenden nackten Ohren (Kraft 2008; Jenrich et al., 2010). Auf Abb. 6 

ist eine Feldspitzmaus mit ihren Charakteristika dargestellt. Der Tast- und Geruchssinn 
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sowie die akustischen Wahrnehmungen (inklusive Ultraschalltöne) sind gut ausgebildet, 

während das Sehvermögen gering ist (Churchfield 1990; Jenrich et al., 2010). Der cha-

rakteristische Geruch, der zur Kommunikation und Abwehr von Feinden dient, wird durch 

Hautdrüsen verursacht (Churchfield 1990). Die größte dieser Hautdrüsen ist die Flan-

kendrüse, die sich beidseits vom Rippenbogen bis zu den Hinterläufen erstreckt und sich 

aus Schweiß- und Talgdrüsen zusammensetzt (Churchfield 1990). 

 

Abb. 6 Charakteristika der Feldspitzmaus (C. leucodon) 

C. leucodon sind Einzelgänger und leben territorial. Die Reviere einzelner Individuen, 

die eine Größe von 60 bis 400 m² aufweisen können, überlappen sich meist deutlich. Bei 

einem Treffen von zwei sich unbekannten Feldspitzmäusen kann es neben Drohgebär-

den sogar zu Beißereien kommen (Nagel u. Nagel, 2005). Ihre Hauptaktivität entfalten 

sie in den frühen Morgen- und Abendstunden (Nagel u. Nagel, 2005). Die Feldspitz-

mäuse ernähren sich hauptsächlich von weichhäutigen Insekten (Insecta), von deren 

Larven, aber auch von Schnecken (Gastropoda), Asseln (Isopoda), Spinnentieren (Ara-

chnida) und anderen Gliederfüßern (Arthropoda), sowie von Wenigborstern (Oligoch-

aeta) wie Regenwürmern (Lumbricidae). Teilweise werden auch kleine Wirbeltiere (Ver-

tebrata) wie junge Spitz- oder Feldmäuse gefressen (Nagel u. Nagel, 2005). 

Der natürliche Hauptfeind der Feldspitzmaus ist die Schleiereule (Tyto alba). Darüber 

hinaus stellen den Feldspitzmäusen auch andere Eulen (Strigiformes) sowie kleinere 

Raubtiere (Carnivora) aus den Familien der Marderartigen (Mustelidae), der Katzen (Fe-
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lidae) und der Hunde (Canidae) nach (Nagel u. Nagel, 2005). Laut Naturschutzorgani-

sation IUCN gilt die Feldspitzmaus als nicht gefährdet. In landwirtschaftlichen Regionen 

zählt die Ausbringung von Pestiziden und Insektiziden zu den größten Bedrohungen. 

Ansonsten geht auch von der allgemeinen Vernichtung und Zersiedelung der Lebens-

räume eine große Gefahr aus (Shenbrot et al., 2016). Nobach et al. (2015) beschreiben 

eine erfolgreiche Haltung und Zucht von Feldspitzmäusen, die sich durch den Zuchter-

folg bis zur F2-Generation auszeichnet. 

2.3.2 Natürliche BoDV-1-Infektion der Feldspitzmaus 

Die ersten Nachweise einer BoDV-1-Infektion in C. leucodon stammen aus einem Ende-

miegebiet in der Schweiz (Hilbe et al., 2006). Bei drei C. leucodon aus Malix, in der 

Gegend von Chur, konnte im Gehirn und im Herz BoDV-1-RNA und -Antigen mittels RT-

PCR und Immunhistologie (IHC, mit Antikörpern gegen BoDV-N und BoDV-P) nachge-

wiesen werden. Die Virussequenz einer C. leucodon entsprach zu 99,9% der Sequenz 

eines an BD verstorbenen Pferdes aus der gleichen Gegend über eine Länge von 2041 

Nukleotiden. Damit sind das BoDV-N, -X und -P des Genoms abgedeckt (Hilbe et al., 

2006). 

Die gleiche Arbeitsgruppe konnte zwischen 2004 und 2006 weitere sechs C. leucodon, 

davon zwei weitere BoDV-1-positive Tiere, aus Seewis, in der Nähe von Chur in der 

Schweiz, untersuchen (Puorger et al., 2010). Dabei konnte BoDV-1-Antigen in der IHC 

mit zwei monoklonalen Antikörpern (gegen BoDV-N und BoDV-P) im zentralen (ZNS) 

sowie im peripheren Nervensystem (PNS) nachgewiesen werden. Das Antigen befand 

sich nicht nur in den Neuronen sondern auch in den Oligodendrozyten, Astrozyten, im 

Neuropil und in den Purkinjezellen. Auch im Sehnerv konnte virales Antigen detektiert 

werden. In der Peripherie war das Virus-Antigen in den Tubuluszellen der Niere, Hepato-

zyten, Leydigzellen, Myokardzellen, Epithelzellen der Epidermis, Speichel- und Talgdrü-

sen, im Übergangsepithel der Urethra und im bronchiolären Epithel in der Lunge zu fin-

den. Nicht aufgeführt waren Informationen zum BoDV-1-Antigen in mesenchymalen Zel-

len (glatte Muskulatur, Bindegewebe). 

Die beiden BoDV-1-infizierten Feldspitzmäuse zeigten keine histopathologischen Verän-

derungen im ZNS oder den Organen. BoDV-1-RNA wurde mittels RT-PCR im Gehirn, in 
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der Niere, in der Leber, in der Lunge und im Herzen nachgewiesen. Die Haut und der 

Urin wurden negativ in der RT-PCR getestet. In Tab. 1 sind die Nachweise von BoDV-

1-Antigen und -RNA in den jeweiligen Organen dargestellt. Im Rahmen der Studie von 

Puorger et al. (2010) wurde keine serologische Untersuchung oder In-situ-Hybridisierung 

durchgeführt. Die Sequenzierung über 1824 Nukleotide beinhaltete die Gene BoDV-N, 

X und P. Die Analyse der Sequenzen von zwei Feldspitzmäusen und einem Schaf aus 

demselben Betrieb ergab eine Differenz von lediglich sechs bis neun Nukleotiden zwi-

schen den beiden Spezies und zwischen den beiden Feldspitzmäusen (Puorger et al., 

2010). 

Dürrwald et al. (2014) fanden in Sachsen-Anhalt 14 BoDV-1-positive C. leucodon. Ins-

gesamt wurden 107 Spitzmäuse, davon 58 C. leucodon, untersucht. Es gab keine histo-

pathologisch relevanten Befunde bei den positiven Tieren. BoDV-1-Antigen konnte mit-

tels IHC im ZNS und PNS, im Bronchialepithel, im Speicheldrüsenepithel, im exokrinen 

Pankreas, in den Epithelzellen der Maulhöhle, in den Keratinozyten, im Haarfollikele-

pithel, in der glatten Muskulatur (auch im Darm), im Myokard, in der Skelettmuskulatur 

und im Fettgewebe bei 12 der 14 C. leucodon detektiert werden. In den anderen Orga-

nen, außer in einigen Hepatozyten, konnten Dürrwald et al. (2014) kein BoDV-1-Antigen 

nachweisen. Mittels RT-PCR konnte bei 12 der 14 C. leucodon BoDV-1-RNA im Gehirn, 

im Herz, in der Lunge, Leber und Milz, im Magendarmtrakt und in der Harnblase festge-

stellt werden. Dürrwald et al. (2014) konnten allerdings bei zwei Feldspitzmäusen BoDV-

1-RNA nur im Gehirn, im Magen und in der Lunge amplifizieren. Bei diesen zwei Feld-

spitzmäusen konnte auch kein Antigen mittels IHC nachgewiesen werden. In der Tab. 1 

ist eine Übersicht über die positiven Befunde bei den Feldspitzmäusen zu finden. Auch 

in dieser Studie konnte die BoDV-1-Sequenz der C. leucodon über 1824 Nukleotide, die 

Gene für BoDV-N, X und P komplett abdecken, mit anderen BoDV-1-Isolaten aus der 

Region verglichen werden. Es konnte eine hohe Sequenzhomologie zwischen den C. 

leucodon und BoDV-1-infizierten Pferden aus der gleichen Region festgestellt werden. 

Dürrwald et al. (2014) konnten zum ersten Mal BoDV-1 N Elemente im Genom von na-

türlich infizierten C. leucodon nachweisen. Insgesamt konnte bei drei der 14 BoDV-1 

infizierten C. leucodon eine Genomintegration des Virus festgestellt werden (Dürrwald 

et al., 2014). 



Literaturübersicht 

 

26 

In Oberösterreich wurden von 2015 bis 2016 insgesamt 28 Spitzmäuse untersucht 

(Weissenböck et al., 2017). Bei sechs von neun untersuchten C. leucodon konnte eine 

BoDV-1-Infektion festgestellt werden. Virales Antigen konnte mittels IHC (mit Antikör-

pern gegen BoDV-N) im Gehirn, im PNS, in der Epidermis, den Speicheldrüsen, dem 

Bronchialepithel, in der glatten Muskulatur, im Myokard und im Fettgewebe detektiert 

werden. In der Leber, den Nieren, der Milz und der Lunge konnte kein BoDV-1-Antigen 

nachgewiesen werden. Bei keinem der Tiere wurden entzündliche Veränderungen im 

Gehirn oder den Organen mittels histologischer Untersuchung gefunden. Der Vergleich 

von Nukleotidsequenzen von vier an BD-erkrankten Pferden und sieben Spitzmäusen 

aus der Region in Oberösterreich ergab eine Homologie von 99,6% bis 99,9%. Die Se-

quenz über 1824 Nukleotide, die BoDV-N, -P und -X abdeckt, zeigt die stärkste Homo-

logie (97.6% bis 98.5%) zum Cluster „strain V“, der vor allem Thüringen und Niedersach-

sen in Deutschland abdeckt. Weissenböck et al. (2017) verzeichnen zudem eine Integra-

tion von Borna-ähnlichen N und P Elementen in das Genom von zwei BoDV-1-infizierten 

C. leucodon (Weissenböck et al., 2017). 
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Tab. 1 Nachweise von BoDV-1-Antigen und -RNA bei C. leucodon 

Organ  
BoDV-1-Antigen- 
Nachweis (IHC)* 

RNA-Nach-
weis (PCR)  

Referenz 

Gehirn  
Neurone, Purkinjezellen, 
Neuropil, Astrozyten,  
Oligodendrozyten 

Ja Hilbe et al. (2008), Puorger et al.(2010), Dürr-
wald et al. (2014), Weissenböck et al. (2017) 

Periphere 
Nerven Nervenfasern Ja Puorger et al.(2010), Dürrwald et al. (2014), 

Weissenböck et al. (2017) 
Auge Sehnerv, Neurone Ja Puorger et al. (2010) 

Nase Respiratorisches u. olfak-
torisches Epithel Nein Puorger et al. (2010),Dürrwald et al. (2014) 

Lunge Bronchialepithel Ja Puorger et al. (2010), Dürrwald et al. (2014), 
Weissenböck et al. (2017) 

Herz  Myokardiozyten Ja Hilbe et al. (2006), Puorger et al. (2010), Dürr-
wald et al. (2014), Weissenböck et al. (2017) 

Niere  Tubuluszellen Ja Puorger et al. (2010), Dürrwald et al. (2014) 
Nebenniere  Medulläre Zellen Nein Puorger et al. (2010) 
Leber Hepatozyten Ja Puorger et al. (2010), Dürrwald et al. (2014) 
Penis  Epithelzellen Nein Puorger et al. (2010) 
Hoden  Leydigzellen Nein Puorger et al. (2010) 
Neben- 
hoden Myoepitheliale Zellen Nein Puorger et al. (2010) 

Urethra Übergangsepithel Nein Puorger et al. (2010) 
Blase  Epithelzellen Ja Puorger et al. (2010), Dürrwald et al. (2014) 
Uterus  Myoepitheliale Zellen Nein Puorger et al. (2010) 
Milz / Ja Dürrwald et al. (2014) 
Speichel- 
drüsen 

Epithelzellen, 
myoepitheliale Zellen Nein Puorger et al. (2010), Dürrwald et al. (2014), 

Weissenböck et al. (2017) 
Magen Hauptzellen Ja Dürrwald et al. (2014) 

Darm 
glatte Muskelzellen, Zellen 
des Plexus myentericus u. 
submucosus 

Ja Puorger et al. (2010), Dürrwald et al. (2014) 

Pankreas Drüsenzellen Nein Dürrwald et al. (2014) 
Maulhöhle Epithelzellen Nein Dürrwald et al. (2014) 
Skelett- 
muskulatur Muskelzellen Nein Dürrwald et al. (2014) 

Glatte Mus-
kulatur Muskelzellen Nein Weissenböck et al. (2017) 

Fettgewebe Fettzellen Nein Dürrwald et al. (2014), Weissenböck et al. 
(2017) 

Haut Epidermis  
(v.a. Keratinozyten) Ja Puorger et al. (2010), Dürrwald et al. (2014), 

Weissenböck et al. (2017) 
Talgdrüsen Drüsenzellen Nein Puorger et al. (2010) 
Haarfollikel Epithelzellen Nein Dürrwald et al. (2014) 
Blutgefäße Glatte Muskelzellen Nein Dürrwald et al. (2014) 
*IHC mit Antikörpern gegen BoDV-N und BoDV-P bei Hilbe et al.(2006), Puorger et al. (2010) und Dürr-
wald et al. (2014). Immunhistologie mit Antikörpern gegen BoDV-N bei Weissenböck et al. (2017) 
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2.4 BoDV-1-Infektion bei kleinen Karnivoren 

2.4.1 BoDV-1-Infektionen bei kleinen Karnivoren mit Augenmerk auf 
den Rotfuchs (Vulpes vulpes) 

2.4.1.1 Verbreitung und Lebensweise des Rotfuchses 

Rotfüchse (Vulpes vulpes) haben ein großes geographisches Verbreitungsgebiet und 

kommen in ganz Europa mit Nachweisgebieten von 3000 m ü. NN vor (Dieterlen, 2005). 

 

Abb. 7 Verbreitung des Rotfuches in Europa (modifiziert nach IUCN 2017) 

Neben Füchsen sind in Bayern, Baden-Württemberg und Hessen noch Dachse (Meles 

meles), Hermeline (Mustela erminea), Mauswiesel (Mustela nivalis), Waldiltise (Mustela 

putorius), Fischotter (Lutra lutra), Amerikanische Nerze (Mustela vision), Baummarder 

(Martes martes), Steinmarder (Martes foina), Wildkatzen (Felis silvestris), Marderhunde 
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(Nyctereutes procyonides) und Waschbären (Procyon lotor) heimisch. In Teilen Bayerns 

und Baden-Württembergs kommen neben den kleinen Karnivoren auch Luchse (Lynx 

lynx) und Wölfe (Canis lupus) vor (Dieterlen, 2005). 

Beim Rotfuchs ist die Variabilität der Streifgebietsgrößen aufgrund seiner großen Ver-

breitung und des genetischen Polymorphismus groß. Territorien sind „private“ Streifge-

biete, die gegen Artgenossen verteidigt werden (Macdonald, 1993). Die durchschnittli-

che jährliche Streifgebietsgröße für Rotfüchse in Mecklenburg-Vorpommern beträgt 

177,22 ± 36,82 ha (Zoller, 2010). Allgemein reichen die Größenangaben von zehn ha in 

den urbanen Bereichen bis zu Streifgebietsgrößen zwischen 50 und 500 ha (Durch-

schnitt 40 ha) in gemäßigten klimatischen Bereichen außerhalb städtischer Ballungszen-

tren (Macdonald, 1993).  

Als Nahrungsopportunisten stellen Füchse keine großen Anforderungen an ihren Le-

bensraum. Sie leben in Wäldern, auf Äckern und im Grasland und ziehen immer mehr 

Richtung Siedlungsgebiete, wo sie von anthropogenen Ressourcen profitieren (Macdo-

nald, 1993; Contesse et al., 2004). Füchse ernähren sich hauptsächlich von reichlich 

vorhandenen Nagetieren, insbesondere von Feldmäusen (Lanszki u. Heltai, 2002; 

Kidawa u. Kowalczyk, 2011). Mehrere Autoren beschreiben Funde von Spitzmausüber-

resten in Fäzes von Füchsen (Kauhala et al., 1998; Lanszki u. Heltai 2002, Padial et al., 

2002). Dachse (Meles meles) ernähren sich hauptsächlich von Wirbellosen, können sich 

aber in Zeiten der Nahrungsknappheit auch von Spitzmäusen ernähren (Kauhala et al., 

1998). Auch bei Iltissen und Wieseln stehen Spitzmäuse auf dem Speiseplan (Dieterlen, 

2005). Es gibt demzufolge regelmäßig Kontaktpunkte zwischen kleinen Karnivoren und 

Feldspitzmäusen. 

Die Erhebung von serologischen Daten ist ein wirkungsvolles Mittel um die Gesundheit 

in den Wildtierpopulationen zu überwachen (Åkerstedt et al., 2010; Gilbert et al., 2013). 

2.4.1.2 Natürliche BoDV-1-Infektion bei kleinen Karnivoren 

Es gibt nur wenige Literaturdaten über BoDV-1-Infektionen bei kleinen Karnivoren, zu-

dem werden einige Berichte kontrovers diskutiert. Bei Untersuchungen von Rotfüchsen 

in Frankreich konnte bei sechs von 59 Füchsen BoDV-1-RNA mittels nested-RT-PCR 

festgestellt werden (Dauphin et al., 2001). Diese Resultate waren allerdings von anderen 
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Arbeitsgruppen nicht reproduzierbar. Es wurden auch vier Hunde mittels nested-RT-

PCR auf BoDV-1 getestet. Diese wiesen kein Anzeichen einer BoDV-1-Infektion auf 

(Dauphin et al., 2001). Bei einer zweijährigen Husky-Hündin aus Vorarlberg, einem En-

demiegebiet in Österreich, die an einer schweren, nicht-eitrigen Meningoenzephalitis er-

krankt war, wurden BoDV-1-RNA und -Antigen mittels nested-RT-PCR, Immunohistolo-

gie (IHC, monoklonale Antikörper gegen BoDV-N) und In-situ-Hybridisierung (ISH) im 

Gehirn detektiert. Die Nukleotidsequenzhomologie zwischen dem Hund, der 1994 er-

krankt war, und einem an BD-erkrankten Pferd aus dem Jahr 1997 aus der gleichen 

Region, betrug 97% (Weissenböck et al., 1998). Auch in Japan wurde bei einem Welsh 

Corgi mit akuter, schwerer neurologischer Erkrankung BoDV-1 mittels nested-RT-PCR, 

IHC und ISH nachgewiesen. Allerdings wurde in diesem Fall keine Virussequenz veröf-

fentlicht (Okamoto et al., 2002). In Deutschland können bei 10% der Hunde anti-BoDV-

Antikörper festgestellt werden (persönliche Mitteilung, Herzog). Im nicht endemischen 

Finnland wiesen einer von 92 untersuchten Hunden und zwei von 283 untersuchten Kat-

zen anti-BoDV-1 Antikörper im Serum auf (Kinnunen et al., 2007). 

Immer wieder wird ein Zusammenhang zwischen einer BoDV-1-Infektion und der „Stag-

gering disease“ bei Katzen beschrieben (Lundgren et al., 1995; De Bosschere et al., 

2004; Wensman et al., 2014; Lutz et al., 2015). Lundgren et al. (1995) konnten bei Kat-

zen, die von einer nicht-eitrigen Meningoenzephalitis betroffen waren, BoDV-1 mittels 

RT-PCR, IHC und Enzym-linked Immunosorbent Assay (ELISA) feststellen. Nowotny et 

al. (1995) hingegen können zwar die Präsenz von anti-BoDV-Antikörper im Serum der 

erkrankten Tiere bestätigen, allerdings konnte weder BoDV-1-RNA noch -Antigen im Ge-

hirn von betroffenen Katzen nachgewiesen werden.  

In Schweden wurde ein verhaltensauffälliger Luchs (Lynx lynx) mit einer nicht-eitrigen 

Meningoenzephalitis positiv auf BoDV-1 getestet. BoDV-1-RNA und -Antigen konnten 

mittels IHC, ISH und RT-PCR im Gehirn detektiert werden, allerdings wurden keine Anti-

BoDV-1 Antikörper im Serum gefunden (Degiorgis et al., 2000). Die BoDV-P-Sequenz 

des Luchses zeigt auf dem Nukleotidlevel eine Homologie von 96,9% zu Sequenzen aus 

der He/80-Gruppe und 97,7% zu Sequenzen aus dem Cluster „strain V“. 

Aus Japan wird über BoDV-1 positive Waschbären (Procyon lotor) berichtet, die im Zuge 

der Schädlingsbekämpfung untersucht wurden (Hagiwara et al., 2009). Insgesamt wie-
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sen 11 von 549 mittels Antigen-ELISA untersuchten Waschbären anti-BoDV-1-Serum-

antikörper auf. Dieser Befund wurde mittels Western Blot bestätigt. Bei fünf untersuchten 

Gehirnproben der seropositiven Waschbären wurden drei mittels nested-RT-PCR positiv 

auf BoDV-1-RNA getestet. Die BoDV-P-Sequenzen (über 361 Nukleotide) der drei japa-

nischen Waschbären wurden veröffentlicht. Es wurde kein Antigen-Nachweis mittels IHC 

durchgeführt (Hagiwara et al., 2009). 

2.4.2 Ursachen von nicht-eitrigen Enzephalitiden bei kleinen 
Karnivoren 

2.4.2.1 Enzephalitiden bei kleinen Karnivoren 

Enzephalitiden können viral, bakteriell, parasitär oder durch Pilze und Algen bedingt 

sein. Auch degenerative, ischämische und hypoxische Schäden bedingt durch Vaskuli-

tiden, Medikamente, Toxine, Autoimmunerkrankungen und Stoffwechselstörungen kön-

nen Enzephalitiden begünstigen beziehungsweise auslösen (Summers et al., 1995; 

Love et al., 2008; Amude et al., 2010). Allerdings spielen nicht nur Erreger mit einem 

starken Neurotropismus, sondern auch systemische Infektionen eine Rolle (Maxie u. 

Sameh, 2007).  

Bei Füchsen gibt es immer wieder Berichte über unklare Enzephalitiden (Green et al., 

1930; Berg et al., 2007; Lempp et al., 2017). Berg et al. (2007) konnten trotz intensiver 

Bemühungen und der Untersuchung auf neun verschiedene Erreger keine Ursache für 

die nekrotisierenden Enzephalitiden bei acht Polarfüchsen (Vulpes lagopus) finden. In 

Norddeutschland konnten kürzlich bei neun von 79 untersuchten Füchsen, bei vier von 

17 Steinmardern (Martes foina) und bei drei von zehn Marderhunden (Nyctereutes pro-

cyonoides) eine Enzephalitis festgestellt werden (Lempp et al., 2017). Alle Tiere bis auf 

einen Marderhund zeigten histopathologisch eine gering- bis mittelgradige, multifokale, 

nicht-eitrige Enzephalitis. Ein Marderhund zeigte eine granulomatöse Enzephalitis. Bei 

keinem der Tiere konnte mittels IHC oder PCR die Ursache der Enzephalitiden geklärt 

werden. Einzig ein Fuchs wies einen Serumantikörper-Titer von 1:160 gegen Canine 

Staupeviren auf (Lempp et al., 2017). Bei den metagenomischen Untersuchungen konn-

ten bei zwei Füchsen mit einer Meningoenzephalitis einige Reads von Anelloviren fest-

gestellt werden. Die Bedeutung dieser Reads ist aber noch unklar (Lempp et al., 2017).  
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Auch bei Hunden und Katzen bleiben viele nicht-eitrige Menigoenzephalitiden ungeklärt 

(Hoff et al., 1981; Tipold, 1995; Callanan et al., 2002; Schwab et al., 2007; Amude et al., 

2010). Schwab et al. (2007) untersuchten 56 Hunde und 34 Katzen mit ungeklärter nicht-

eitriger Meningoenzephalitis auf 18 verschiedene Erreger. Die Klärung gelang bei 25% 

der Hunde und bei 38,2% der Katzen. Auch bei der Untersuchung von nicht-eitrigen Me-

ningoenzephalitiden von jungen Greyhounds konnte die Ursache nicht ermittelt werden. 

Es wird eine familiäre Prädisposition vermutet (Callanan et al., 2002). 

Das Signalement, die Anamnese, frühere Ergebnisse, die Symptomatik und die Lokali-

sation der Läsion im ZNS helfen oft nur wenig, um zur Diagnose zu führen (Tipold, 1995). 

Oft kann erst anhand der post mortalen Untersuchungen zwischen infektiösen und nicht 

infektiösen Menigoenzephalitiden unterschieden werden. Aber auch hier sind die Vertei-

lung der Läsionen im ZNS und das Vorhandensein von Einschlusskörperchen lediglich 

Anhaltspunkte und keine definitiven Diagnosekriterien (Maxie u. Sameh, 2007). 

2.4.2.2 Infektiöse Ursachen  

Neurotrope Viren nutzen den retrograden axonalen Transport entlang motorischer und 

olfaktorischer Neurone sowie den hämatogenen Weg für die Infektion des Wirtes (Maxie 

u. Sameh, 2007; Ludlow et al., 2015; van Riel et al., 2015). Es sind unterschiedliche 

virale Stategien beschrieben: das Überwinden der Blut-Hirn- beziehungsweise Blut-Li-

quor-Schranke, die direkte Infektion der Zellen die die Barriere ausmachen wie z.B. das 

Endothel, die Infektion über die Meningen und der Transport der Viren über infizierte 

Leukozyten, die die Blut-Hirn-Schranke überwinden (Ludlow et al., 2015). Neurotrope 

Viren lösen in der Regel nicht-eitrige Meningoenzephalitiden aus, die durch perivasku-

läre mononukleäre Zellinfiltrate, Gliaproliferation, Satellitose und neuronale Degenera-

tion charakterisiert sind (Summers et al., 1995; Maxie u. Sameh, 2007). 

Als virale Erreger von (Meningo-) Enzephalitiden bei kleinen Karnivoren sind Rhabdovi-

ren (Finnegan et al., 2012); Paramyxoviren (Van Moll et al, 1995; Frölich et al., 2000; 

Maxie u. Sameh; 2007; Origgi et al., 2012; Denzin et al., 2013; Beineke et al., 2015), 

Herpesviren (Schwab et al., 2007; Widén et al., 2012); Bornaviren (Weissenböck et al., 

1998); Parvoviren (Truyen et al., 1998; Schwab et al., 2007; Schaudien et al., 2010), 

Circoviren (Bexton et al., 2015); Flaviviren (Tipold et al., 1995; Lichtensteiger et al., 2003; 

Schwab et al., 2007), Arboviren (Amundson et al., 1981), Influenzaviren (Klopfleisch et 
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al., 2007; Reperant et al., 2008), Astroviren (Maxie u. Sameh, 2007) und Alphaviren 

(Blomström et al., 2010) beschrieben. 

Lyssaviren, die Erreger von Tollwut, sind die bekanntesten Vertreter der Familie der 

Rhabdoviren. Bei den Paramyxoviren müssen neben den Caninen Staupeviren (Van 

Moll et al, 1995; Frölich et al., 2000; Origgi et al., 2012; Denzin et al., 2013; Beineke et 

al., 2015) auch Nipah-Viren als Erreger von Enzephalitiden bei kleinen Karnivoren ge-

nannt werden (Maxie u. Sameh, 2007). Zu den Herpesviren, die eine Enzephalitis bei 

Karnivoren auslösen, gehören das Suide Herpesvirus 1, als Erreger der Aujeszkyschen 

Krankheit, das Canine Herpesvirus 1 (Maxie u. Sameh, 2007) und noch nicht weiter cha-

rakterisierte α-Herpesviren (Widén et al., 2012). Zu den Flavivirus-induzierten Enzepha-

litiden gehören z.B. die Frühsommer-Meningoenzephalitis, West-Nil-Enzephalitis und 

Louping Ill (Tipold et al., 1995; Wurm et al., 2000; Lichtensteiger et al., 2003; Maxie u. 

Sameh, 2007; Schwab et al., 2007). Bei den Arbovirus-induzierten Enzephalitiden ist das 

La Crosse Virus zu nennen (Amundson et al., 1981). Karnivoren können sich aber auch 

mit dem Japanische-Enzephalitis-Virus infizieren (Maxie u. Sameh, 2007). Schwab et al. 

(2007) fanden immunhistologisch im ZNS von Hunden Hinweise auf Infektionen mit dem 

caninem Parainfluenzavirus, einem weiteren Paramyxovirus und dem Enzephalomyo-

karditisvirus, einem Picornavirus. Maxie und Sameh (2007) geben zusätzlich an, dass 

Karnivoren empfänglich sind für das Östliche-, Westliche- und Venezolanische-Pferde-

enzephalomyelitis-Virus. Viren, die zu den Alphaviren gehören. Klopfleisch et al. (2007) 

beschreiben eine Enzephalitis durch Influenza-A-Viren (H5N1) bei einem Steinmarder. 

Auch Füchse können nach einer experimentellen intratrachealen Infektion mit Influenza-

A-Viren eine Enzephalitis bekommen (Reperant et al., 2008). Bei Nerzen können neu 

entdeckte Astroviren neurologische Symptome auslösen (Blomström et al., 2010). 

Bakterielle oder mykotische Infektionen sind in der Regel gekennzeichnet durch eitrige 

beziehungsweise granulomatöse und gelegentlich auch fibrinöse Entzündungen (Sum-

mers et al., 1995; Maxie u. Sameh, 2007). Infektionen mit Listeria monocytogenes beim 

Hund sind beschrieben (Schroeder u. van Rensburg, 1993). Cryptococcus neoformans 

ist der häufigste Erreger von ZNS-Mykosen bei Hunden (Malik et al., 1995). Dagegen 

wird auch eine ätiologische Beteiligung von Chlamydien an Enzephalitiden des Hundes 

als möglich erachtet (Werth, 1989). Bei Schwab et al. (2007) konnte allerdings mittels 



Literaturübersicht 

 

34 

IHC kein Hinweis auf Chlamydien bei Hunden mit unklarer Enzephalitis gefunden wer-

den. 

Die wichtigsten protozoären Erreger bei kleinen Karnivoren sind: Toxoplasma gondii, 

Neospora caninum und Enzephalitozoon cuniculi (Sᴓrensen et al., 2005; Maxie u. 

Sameh, 2007; De Craeye et al., 2011) Diese Erreger können eine lymphohistiozytäre bis 

granulomatöse Enzephalitis, teils mit hochgradigen Nekrosen, induzieren. Die Protozoen 

Acanthamoeba encephalitis und Sarcocystis canis sowie Babesien können sporadisch 

eine Enzephalitis beziehungsweise zerebrale Infarkte oder Blutungen bei Karnivoren 

auslösen (Maxie u. Sameh, 2007). Gelegentlich wird auch die cerebrospinale Nemato-

diasis bei Hunden beschrieben, die durch aberrante Wanderungen von Nematoden wie 

beispielsweise Angiostrongylus vasorum verursacht werden kann (Maxie u. Sameh, 

2007). Bei Katzen sind auch Meningomyelitiden durch Gurltia paralysans bekannt 

(Goméz et al., 2010). 

2.4.2.3 Nicht-infektiöse Ursachen  

Nicht-infektiöse Ursachen einer Enzephalitis können angeboren beziehungsweise gene-

tisch bedingt oder immunmediiert sein. Enzephalitiden können auch als Reaktion auf 

thermische Schäden oder post-traumatisch auftreten. 

Beim Hund gibt es eine Reihe unklarer Enzephalitiden. Die granulomatöse Meningoen-

zephalitis (GME) tritt vor allem bei kleinen Hunderassen, wie Terriern, Pudeln, Chihua-

huas und Maltesern auf und macht 5 bis 25% der ZNS-Erkrankungen von Hunden aus 

(Amude et al., 2010). Zu den rassespezifischen, nekrotisierenden Enzephalitiden gehö-

ren die nekrotisierende Meningoenzephalitis (NME, „Pug-type“) und die nekrotisierende 

Leukoenzephalitis (NLE „Yorkshire-type“). Die NME und NLE treten gehäuft bei kleinen 

Hunderassen insbesondere bei Möpsen beziehungsweise Yorkshire Terriern, auf (zu-

sammengefasst in Amude et al., 2010; Ushida et al., 2016). Histopathologisch sind die 

Enzephalomalazie und Enzephalitis bei der NME und NLE im Prosencephalon und teil-

weise im Mesencephalon zu finden, während die GME hauptsächlich im Rhombence-

phalon lokalisiert ist (Park et al., 2012). Es werden sowohl autoimmune als auch heredi-

täre Mechanismen für die Pathogenese der GME, NME und NLE diskutiert (Amude et 

al., 2010; Ushida et al., 2016). Immunhistologisch sind die Anteile der verschiedenen 

Entzündungszellen im Zuge der Enzephalitiden vergleichbar bei GME, NME und NLE, 
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wobei Makrophagen und CD3+ T-Zellen überwiegen (Kipar et al., 1998; Park et al., 

2012). Daher wird eine ähnliche Pathogenese dieser Erkrankungen vermutet (Park et 

al., 2012). Bei Hunden mit einer GME oder NME wurden Autoantikörper gegen das saure 

Gliafaserprotein (GFAP) im CSF festgestellt (Shibuya et al., 2007; Toda et al., 2007; 

Ushida et al., 2016). GFAP ist der Hauptbestandteil der Intermediärfilamente im Zyto-

plasma von Gliazellen, hauptsächlich von Astrozyten. Es wird angenommen, dass der 

Verlust von GFAP eine wichtige Rolle bei der Pathogenese der NME und eventuell auch 

bei der GME spielt (Ushida et al., 2016). 

Das Krankheitsbild der idiopathischen eosinophilen Meningoenzephalitis wird haupt-

sächlich bei Golden Retrievern und Rottweilern beschrieben (Williams et al., 2008). Das 

Ansprechen auf eine Steroidtherapie läßt eine immunvermittelte Erkrankung vermuten 

(Maxie u. Sameh, 2007). Auch bei Beaglen, Berner Sennenhunden, Boxern, Deutsch-

Drahthaar und gelegentlich auch bei anderen Rassen sind steroid-responsive Meningi-

tiden beschrieben, die durch eine nekrotisierende Vaskulitis charakterisiert sind und zu 

den wichtigsten entzündlichen ZNS-Erkrankungen bei jungen Hunden gehören (Tipold, 

1995). 

Bei dem Eisbär (Ursus maritimus) Knut aus dem Berliner Zoo ist der erste nicht humane 

Fall einer Autoimmunenzephalitis in Form einer anti-NMDA-Rezeptor-Enzephalitis be-

schrieben worden (Prüss et al., 2015). Knut zeigte epileptische Anfälle, Bewusstseins- 

und Verhaltensstörungen und eine schwere, multifokale, lymphoplasmatische und eo-

sinophile Panmeningoencephalomyelitis (Szentiks et al., 2014). Es konnte ein hoher Ti-

ter an anti-NMDA-Rezeptor-Antikörpern im CSF festgestellt werden (Prüss et al., 2015). 

Bislang ist noch unbekannt, ob diese Form der Enzephalitis auch bei Karnivoren auftre-

ten kann.  
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5 Zusätzliche Untersuchungen 

5.1 Charakterisierung der Betriebe in Bayern mit 
Vorkommen der Bornaschen Krankheit beim Pferd 

Insgesamt haben 16 Pferdebetriebe an dieser Studie teilgenommen und Kleinsäuger 

aus ihrer Schädlingsbekämpfung für die Untersuchungen zur Verfügung gestellt. Fast 

alle Betriebe (n=13) befinden sich in Bayern und haben Fälle von equiner BD in den 

Jahren 1994 bis 2014 gemeldet (siehe Tab. 2). In Tab. 2 sind auch drei Betriebe aus 

Baden-Württemberg und Hessen aufgelistet, durch die ein Vergleich der Daten ermög-

licht wird. 

Tab. 2 Auflistung der Fälle von BD beim Pferd in den teilnehmenden Betrieben 

Betrieb Landkreis Bundesland Ø Anzahl der 
Pferde 

Equine     
BD-Fälle  

Betriebsinfo* 
Ja/Nein 

Betrieb 1 LKR Augsburg Bayern >40 2001, 2011 Ja 
Betrieb 2 LKR Günzburg Bayern 1–5 2002, 2011 Ja 
Betrieb 3 LKR Augsburg Bayern 6–20 1997 Ja 

Betrieb 4 LKR Unterallgäu Bayern 21–40 2012, 2014 Ja 

Betrieb 5 LKR Günzburg Bayern 6–20 2001, 2012, 
2013 Ja 

Betrieb 6 LKR Augsburg Bayern >40 2011 Ja 

Betrieb 7 LKR Aichach- 
Friedberg Bayern >40 2001, 2002, 

2007, 2008 Ja 

Betrieb 8 LKR Weilheim-
Schongau Bayern 6–20 2012 Ja 

Betrieb 10 LKR Neumarkt  
i. d. Oberpfalz Bayern 6–20 2002, 2013 Ja 

Betrieb 12 LKR Eichstätt Bayern >40 2000, 2014 Ja 

Betrieb 13 Hochtaunuskreis Hessen 21–40 keine Ja 
Betrieb 14 LKR Günzburg Bayern 1–5 1994 Ja 
Betrieb 9 LKR Günzburg Bayern 0 keine Nein 

Betrieb 11 LKR Erlangen-
Höchstadt Bayern 0 keine Nein 

Betrieb 15 Schäbische Alb,  
diverse LKR 

Baden- 
Württemberg 0 keine Nein 

Betrieb 16 Hessen,  
diverse LKR Hessen 0 keine Nein 

*Das Arbeitsblatt Betriebsinformationen wurde ausgefüllt 

 



Zusätzliche Untersuchungen 

 

54 

Die Betriebe 1 bis 12 befinden sich in Endemiegebieten in Bayern. Obwohl Hessen als 

Nichtendemiegebiet gilt, wurde im Betrieb 13 aus dem Hochtaunuskreis ein seropositi-

ves Pferd festgestellt und neun Kleinsäuger aus dessen Schädlingsbekämpfung unter-

sucht. Der Betrieb 15 befindet sich auf der Schwäbischen Alb in Baden-Württemberg, 

die als Endemiegebiet gilt. Die Betriebe 9, 11, 15 und 16 werden in dieser Studie zwar 

als Betriebe gelistet, allerdings handelt es sich entweder um Privatpersonen mit Pferde-

bezug oder um Pferdekliniken, die eine Schädlingsbekämpfung durchgeführt haben. Auf 

der Abb. 8 (S. 59) sind die Landkreise in Bayern, Baden-Württemberg und Hessen her-

vorgehoben, aus denen die Kleinsäuger stammen. Die Anzahl der Pferde in den von BD 

betroffenen Ställen in Bayern variiert in dieser Studie von zwei bis 60, mit einer durch-

schnittlichen Anzahl von 27 Tieren. In vier Ställen wird von einer einzigen BoDV-Infektion 

im Betrieb berichtet. Sieben Ställe hatten jeweils zwei bis vier BD Fälle in den 20 Jahren 

von 1994 bis 2014. 

Alle pferdehaltenden Betriebe mit Fällen von BD haben ein Formular mit Betriebsinfor-

mationen ausgefüllt (siehe Anhang 10.1 „Arbeitsblatt Betriebsinformationen“). Die aus-

gewerteten Daten der elf Betriebe sind im Anhang 10.2 „Informationen zu den einzelnen 

Pferdebetrieben mit dem Vorkommen der Bornaschen Krankheit beim Pferd“ zu finden. 

In allen Betrieben gibt es seit mindestens drei Jahren Pferde und es kommen alle For-

men der Pferdehaltung vor, von reiner Boxenhaltung bis zur Offenstallhaltung. Als Ein-

streu überwiegt Stroh, und ausgemistet wird in sechs Betrieben täglich, in einem Betrieb 

drei bis sechs Mal pro Woche und in zwei Betrieben stehen die Pferde auf einer Stroh-

matratze. Kontakte zu betriebsfremden Pferden bestehen bei fünf Betrieben regelmäßig 

und bei weiteren vier Betrieben ein- bis zehnmal im Jahr. Nur zwei Betriebe haben kaum 

Kontakte zu anderen Pferden. In einem Großteil der Betriebe kommen Hunde (n=8) und 

Katzen (n=7) vor. Drei Betriebe haben eine Hobbygeflügelhaltung und auf einem Betrieb 

gibt es zusätzlich zu den Pferden und dem Geflügel einen Esel und eine Ziege. Nutztiere 

gibt es auf keinem der Betriebe. In der Umgebung der Betriebe überwiegen Acker- und 

Wiesenlandschaften. Zugangsmöglichkeiten für Kleinsäuger gibt es sowohl im Stall als 

auch in der Futterkammer bei allen Betrieben mit der Ausnahme eines Betriebes, wel-

cher das Kraftfutter in einem geschlossenen Raum aufbewahrt. Eine Schädlingsbe-

kämpfung wird in zwölf Betrieben bei Hinweisen auf einen Befall mittels Giftköder und 
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Totschlagfallen durchgeführt. In zwei Betrieben wird eine ständige Schadnagerbekämp-

fung mittels Giftködern durchgeführt. 

5.2 Untersuchung auf potentielle BoDV-1-Infektionen bei 
Kleinsäugern in Bayern, Baden-Württemberg und 
Hessen 

Die Gesamtzahl der untersuchten Kleinsäuger belief sich auf 337 (87 Soricidae, 122 

Muridae, 128 Cricetidae). Die Tiere stammten aus der Schädlingsbekämpfung von 16 

Betrieben in Bayern, Baden-Württemberg und Hessen.  

In dem Artikel “Bicolored white-toothed shrews as reservoir for Borna disease virus, Ba-

varia, Germany” von Bourg et al. (2013) (siehe Veröffentlichung 1), wurden die Daten 

von 120 Kleinsäugern (53 Cricetidae, 41 Muridae, 26 Soricidae) aus sieben Betrieben (1 

bis 6, 8) aus den Regierungsbezirken Schwaben und Oberbayern in Bayern veröffent-

licht. Das Hauptaugenmerk des Artikels lag auf zwei BoDV-1 positiven C. leucodon 

(#2001 und #5017). In dem Artikel “Shedding of Infectious Borna Disease Virus-1 in Liv-

ing Bicolored White-Toothed Shrews” von Nobach et al. (2015) wurden die Daten einer 

weiteren BoDV-1 positiven C. leucodon (#5072) zum Vergleich mit den lebenden C. leu-

codon in der Haltung publiziert.  

Insgesamt wurden zusätzlich weitere 109 Kleinsäuger aus Bayern, Baden-Württemberg 

und Hessen nach den gleichen Schemata wie bei Bourg et al. (2013) mittels etablierten 

Protokollen untersucht. Die Kleinsäuger wurden auf anti-BoDV-1-Antikörper mittels IIFT 

und auf BoDV-1-RNA mittels RT-qPCR und ggf. nested-RT-PCR getestet (Sorg u. Metz-

ler, 1995; Herzog et al., 2010; Schindler et al., 2007). BoDV-1-positive Tiere wurden 

mittels Immunhistologie (IHC) und In-situ-Hybridisierung (ISH) auf BoDV-1-Antigen und 

-RNA untersucht (Herden et al., 2000; Werner-Keišs et al; 2008). Überdies wurden noch 

weitere 107 Kleinsäuger auf das Vorhandensein von anti-BoDV-1-Antikörpern unter-

sucht. Die einzelnen Tiere aus Baden-Württemberg und Hessen wurden mitaufgeführt. 

Die Tab. 3 gibt eine Übersicht über die veröffentlichten und unveröffentlichten Kleinsäu-

gerdaten. 
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Tab. 3 Übersicht der veröffentlichten und unveröffentlichten Kleinsäugerdaten (n=337) 

Anzahl Tiere  Anzahl C. leucodon Testmethoden Referenz 

120 20 IIFT, RT-PCR, IHC*, ISH*  Bourg et al. 2013  
1 1 IIFT, RT-PCR, IHC, ISH  Nobach et al. 2015  

109 9 IIFT, RT-PCR, IHC*, ISH*  unveröffentlicht 
107 0 IIFT unveröffentlicht 

  *Bei BoDV-1 positiven Tieren u. Kontrollen   

Siehe Tab. 4 für eine Übersicht aller Kleinsäuger und den Anteil an Spitzmäusen und C. 

leucodon aus den einzelnen teilnehmenden Betrieben. 

Tab. 4 Anzahl aller Kleinsäuger aus den jeweiligen Betrieben in Bayern, Baden-Württemberg 
und Hessen 

Betrieb Landkreis Bundesland 
Anzahl 

Kleinsäuger  
Anzahl  

Soricidae 
Anzahl C. 
leucodon 

Betrieb 1 LKR Augsburg BY 22 2 0 
Betrieb 2 LKR Günzburg BY 4 1 1 
Betrieb 3 LKR Augsburg BY 5 0 0 
Betrieb 4 LKR Unterallgäu BY 27 0 0 
Betrieb 5 LKR Günzburg BY 80 30 25 

Betrieb 6 LKR Augsburg BY 28 0 0 
Betrieb 7 LKR Aichach-Friedberg BY 0 0 0 

Betrieb 8 LKR Weilheim- 
Schongau BY 12 3 0 

Betrieb 9 LKR Günzburg BY 8 0 0 

Betrieb 10 LKR Neumarkt 
in der Oberpfalz BY 29 1 1 

Betrieb 11 LKR Erlangen- 
Höchstadt BY 44 24 2 

Betrieb 12 LKR Eichstätt BY 10 2 0 
Betrieb 13 Hochtaunuskreis HE 6 3 0 
Betrieb 14 LKR Günzburg BY 1 1 1 

Betrieb 15 Schäbische Alb,  
diverse LKR BW 49 16 0 

Betrieb 16 Hessen, diverse LKR HE 13 4 0 

  Total 337* 87 30 

*inklusive 121 bereits veröffentlichte Kleinsäuger (Bourg et al., 2013; Nobach et al., 2015) 

 

Zu den 87 Soricidae (Spitzmäusen) zählten 30 C. leucodon. Alle C. leucodon stammten 

aus Bayern und der größte Teil davon (n=25) kam aus dem Betrieb 5 aus dem Landkreis 
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Günzburg. Zwei C. leucodon stammten aus dem Betrieb 11 aus dem Landkreis Erlan-

gen-Höchstadt sowie jeweils eine aus den Betrieben 2 und 14 aus dem Landkreis Günz-

burg und eine aus dem Betrieb 10 aus dem Landkreis Neumarkt in der Oberpfalz. In 

einigen Betrieben in Bayern, genau wie in Baden-Württemberg und Hessen, wurden mit-

tels Schädlingsbekämpfung keine Feldspitzmäuse gefangen (Tab. 3). 

Die Tab. 5 zeigt eine Übersicht aller verfügbaren Blut- und Gehirnproben und die Resul-

tate der Nachweise von BoDV-1-RNA und anti-BoDV-1-Antikörpern sowohl von den ver-

öffentlichten als auch den unveröffentlichten Kleinsäugern (n=337).  

Tab. 5 Zusammenfassung aller verfügbaren Kleinsäugerproben und Resultate (n=337) 

Herk
unft 

Art Art 
Anzahl 
Tiere* 

Verfügbare 
Blutproben 

 IIFT 
positiv 

Verfügbare 
Gehirnproben 

PCR 
positiv 

BY C. leucodon Feldspitzmaus 30 (21) 20/30 5/20 30/30 5/30 
  C. russula Hausspitzmaus 1 (1) 1/1 0/1 1/1 0/1 
  S. araneus Waldspitzmaus 24 (5) 22/24 2/22 15/24 0/15 
  S. minutus Zwergspitzmaus 7 6/7 1/6 3/7 0/3 

  S. coronatus Schabracken-
spitzmaus 2 2/2 0/2 1/2 0/1 

  M. musculus Hausmaus 33 (28) 27/33 2/27 33/33 0/33 
  A. sylvaticus Waldmaus 47 (10) 47/47 1/47 35/47 0/35 
  A. flavicollis Gelbhalsmaus 7 (2) 6/7 0/6 6/7 0/6 
  M. glareolus Rötelmaus 6 (2) 4/6 0/4 5/6 0/5 
  A. terrestris Schermaus 25 (9) 24/25 0/24 22/25 0/22 
  M. minutus Zwergmaus 2 (2) ½ 1/1 2/2 0/2 
  Microtus sp. Wühlmäuse 85 (41) 82/85 1/82 67/85 0/67 

BW C. russula Hausspitzmaus 13 13/13 1/13 1/13 0/1 
  S. araneus Waldspitzmaus 1 1/1 0/1 0/1 0/0 

  S. coronatus Schabracken-
spitzmaus 2 2/2 0/2 0/2 0/0 

  M. musculus Hausmaus 20 20/20 0/20 0/20 0/0 
  A. sylvaticus Waldmaus 1 1/1 0/1 0/1 0/0 
  A. terrestris Schermaus 2 2/2 0/2 0/2 0/0 
  Microtus sp. Wühlmäuse 10 10/10 0/10 0/10 0/0 

HE C. russula Hausspitzmaus 6 6/6 1/6 3/6 0/3 
  S. araneus Waldspitzmaus 1 1/1 1/1 1/1 0/1 
  M. musculus Hausmaus 7 7/7 0/7 0/7 0/0 
  A. sylvaticus Waldmaus 4 4/4 0/4 3/4 0/3 
  A. flavicollis Gelbhalsmaus 1 1/1 0/1 1/1 0/1 

Gesamt  337 310/337 16/310 229/337 5/229 
*Die Zahlen in Klammern geben die Anzahl bereits in Bourg et al. (2013) und Nobach et al. (2015)  
veröffentlichter Kleinsäuger an (n=121) 
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Die morphologische Unterscheidung zwischen Feldmäusen (Microtus arvalis) und Erd-

mäusen (Microtus agrestis) war nicht immer möglich (Jenrich et al., 2010). Da keine ge-

netische Bestimmung (mittels Sequenzunterschieden im Cytochrom b-Gen) durchge-

führt wurde, wurden in der Studie beide Spezies als „Microtus sp.“ bezeichnet. 

Von den 310 verfügbaren Blutproben wiesen 16 spezifische anti-BoDV-1-Antikörper auf. 

Dabei handelte es sich um fünf seropositive Nager (Muridae und Cricetidae) und elf se-

ropositive Spitzmäuse (Soricidae). Sowohl in Bayern als auch in Baden-Württemberg 

und Hessen gab es seropositive Kleinsäuger, in Endemie- wie auch in Nichtendemiege-

bieten. Es standen 229 Gehirnproben für die Untersuchung auf BoDV-1-Antigen und -

RNA zur Verfügung. Dabei konnten insgesamt fünf C. leucodon (#2001, #5017, #5071, 

#5072, #5077) aus Bayern positiv auf BoDV-1-Antigen und -RNA getestet werden. Auf 

der Abb. 8 (S. 59) sind sowohl die Probengebiete wie auch die Herkunft der BoDV-1-

positiven Feldspitzmäuse und der seropositiven Kleinsäuger dargestellt. 
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Abb. 8 Seropositive Kleinsäuger und BoDV-1-positive C. leucodon in Bayern, Baden-

Württemberg und Hessen. 

Bourg et al. (2013) und Nobach et al. (2015) bearbeiteten drei BoDV-1-positive C. leu-

codon (#2001, #5017, #5072). Von den 16 seropositiven Kleinsäugern aus Bayern sind 

acht Kleinsäuger bei Bourg et al. (2013) beschrieben. Die Abb. 9 und 10 (S. 60) zeigen 

Immunfluoreszenzen mit den Seren von C. leucodon #2001 und S. minutus #11001 auf 

BoDV-1-infizierten MDCK-Zellen.  
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Abb. 9 Nachweis von Anti-BoDV-1-Antikörpern bei C. leucodon #2001 (400x). Die weißen 
Pfeile zeigen die granuläre Fluoreszenz im Zellkern der BoDV-1-infizierten MDCK-Zellen (Hun-
denierenzellen). Balken: 10 µm. 

 

Abb. 10 Nachweis von Anti-BoDV-1-Antikörpern bei S. minutus #11001 (400x). Die weißen 
Pfeile zeigen die granuläre Fluoreszenz im Zellkern der BoDV-1-infizierten MDCK-Zellen. Balken: 
50 µm.  
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Die Tab. 6 listet die Ergebnisse der weiterführenden Untersuchungen der unveröffent-

lichten BoDV-1-positiven Kleinsäuger aus Bayern, Baden-Württemberg und Hessen auf. 

Tab. 6 Bisher unveröffentlichte BoDV-1-positive Kleinsäuger aus Bayern, Baden-Württemberg 
und Hessen 

Kenn-
ung 

Art Herkunft  
Her-
kunft 

BoDV-1 
PCR 

IIFT 
IHC 

(Bo 18) 
ISH 

5071 C. leucodon LKR Günzburg BY positiv < 1:10 positiv positiv 
5077 C. leucodon LKR Günzburg BY positiv k.A. positiv positiv 
9001 A. sylvaticus LKR Günzburg BY negativ positiv* negativ / 
11001 S. minutus LKR Erlangen-Höchstadt BY negativ positiv* negativ / 
11014 S. araneus LKR Erlangen-Höchstadt BY negativ 1:320 negativ / 
12006 Microtus sp. LKR Eichstätt BY negativ positiv* negativ / 
13002 C. russula Hochtaunuskreis HE negativ 1:80 negativ / 
15001 C. russula LKR Tuttlingen BW negativ 1:320 negativ / 

H1 S. araneus LKR Marburg- 
Biedenkopf HE negativ positiv* negativ / 

* Probenmenge nicht ausreichend für Titration 

 

Insgesamt fünf Soricidae, darunter eine Waldspitzmaus (S. araneus, #11014) und eine 

Zwergspitzmaus (S. minutus, #11001) aus dem Landkreis Erlangen-Höchstadt in Bay-

ern, wiesen anti-BoDV-1-Antikörper auf. Auch in Baden-Württemberg im Landkreis Tutt-

lingen wurde eine Hausspitzmaus (C. russula, #15001) und im Hochtaunuskreis und im 

Landkreis Marburg-Biedenkopf in Hessen, wurden jeweils eine Hausspitzmaus (#13002) 

und eine Waldspitzmaus (#H1) positiv auf anti-BoDV-1-Antikörper getestet. Bei den 

Muridae und Cricetidae wurden eine Waldmaus (A. sylvaticus, #9001) aus dem Land-

kreis Günzburg und eine Wühlmaus aus dem Landkreis Eichstätt (Microtus sp. #12006) 

positiv auf anti-BoDV-1-Antikörper getestet. Die Probenmenge reichte aber nicht für eine 

Titration aus. 

Es wurden noch zwei weitere C. leucodon (#5071 u. #5077) aus Bayern positiv auf 

BoDV-1 getestet. Die Tiere stammten aus dem Betrieb 5 aus dem Landkreis Günzburg, 

in dem auch die BoDV-1-positiven C. leucodon #5017 und #5072 gefangen wurden. C. 

leucodon #5071 wies keine anti-BoDV-1-Antikörper auf, allerdings konnten sowohl 

BoDV-1-RNA wie auch -Antigen festgestellt werden (Tab. 7). Von C. leucodon #5077 

war keine Blutprobe verfügbar, sie wies aber BoDV-1-RNA und -Antigen auf. Die restli-

chen neun C. leucodon zeigten keine Hinweise auf eine BoDV-1-Infektion. Die Verteilung 
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von BoDV-1-Antigen, von viraler genomischer und mRNA in den zwei unveröffentlichten 

BoDV-1-positiven C. leucodon #5071 und #5077 wird in Tab. 7 dargestellt. 
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Tab. 7 Verteilung von BoDV-1-Antigen und -RNA in C. leucodon #5071 und #5077 

 C. leucodon #5071 (männlich) C. leucodon #5077 (männlich) 

 IHC  
(Bo 18) ISH gen. RNA ISH mRNA IHC (Bo 18) ISH gen. RNA ISH mRNA 

Gehirn  +++ +(+) +++ +++ + ++(+) 
Periphere           
Nerven, Kopf +++ - - +++ + + 

Trigeminus-
ganglion ++ ++ ++ +++ ++ +++ 

Speicheldrüse - - fraglich - - fraglich 
Auge - - - ++ k.A k.A 
Sehnerv +++ k.A k.A k.A k.A k.A 
Tränendrüse fraglich fraglich fraglich k.A fraglich ++ 
Herzmuskel - - - - - - 
Lunge,       
Bronchial 
epithel 

- - - - - - 

Trachea - - - - - - 
Ösophagus - - +(+) - - - 
Thymus - - - k.A k.A k.A 
Zunge, Keratin - - - (+) - - 
Leber - fraglich fraglich - - - 
Milz k.A. k.A k.A - - - 
Darm, glatte 
Muskulatur -  k.A k.A fraglich - - 

Nerven und 
Ganglien im 
Darm 

k.A. k.A k.A +++ k.A k.A 

Niere,            
Tubulusepithel - - fraglich - - - 

Hoden - - - - - - 
Nerven in Bgw. 
um den Hoden + - - k.A - - 

Knochen - - - - - - 
Knorpel k.A. - - - - - 
Skelett-  
muskulatur  - - - - - - 

Haut, Keratin - - - +(+) - - 
Talgdrüsen - - fraglich - - - 
Flankendrüse k.A. k.A k.A k.A k.A k.A 
Nasenepithel - + ++ ++(+) fraglich + 
Nerven um das 
Nasenepithel +++ + + +++ +  + 

Rückenmark +(+) + + +++ + + 
Spinalganglion ++ + ++ +++ + + 
Fettgewebe - - - - - - 
Braunes       
Fettgewebe - - - - - - 

Zahnhalte- 
apparat k.A. k.A k.A k.A fraglich fraglich 
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In der immunhistologischen Untersuchung konnte bei beiden männlichen C. leucodon 

#5071 und #5077 BoDV-1-Antigen in ZNS und PNS festgestellt werden. Auch virale ge-

nomische und messenger RNA konnten sowohl im Gehirn, im Rückenmark, in den 

Ganglien und den peripheren Nerven nachgewiesen werden. In Abb. 11 (S. 65) sind der 

Nachweis von BoDV-1-Antigen und -RNA im Gehirn und im Trigeminusganglion darge-

stellt.  

Bei C. leucodon #5071 konnte BoDV-1-Antigen zusätzlich im Sehnerv, in den Nerven 

um das Nasenepithel und den Hoden dargestellt werden. BoDV-1-RNA konnte im Plat-

tenepithel des Ösophagus und im Epithel in der Nase markiert werden. Fraglich blieben 

die Nachweise von Antigen in der Tränendrüse sowie von RNA in der Speichel- und 

Tränendrüse, in den Hepatozyten, im Tubulusepithel der Niere und in den Talgdrüsen. 

Bei C. leucodon #5077 war das Verteilungsmuster ähnlich. Es konnte auch BoDV-1-

Antigen im Keratin der Zunge und der Haut, im Auge, in den Nerven um das Na-

senepithel sowie in den Nerven und Ganglien im Darm dargestellt werden. In der Trä-

nendrüse konnte mRNA festgestellt werden genau wie im Nasenepithel und in den um-

liegenden Nerven. Auch genomische RNA konnte in den Nerven um die Nase markiert 

werden. Fraglich blieben bei C. leucodon #5077 der Nachweis von Antigen in der glatten 

Muskulatur des Darmes und der Nachweis von genomischer RNA in der Tränendrüse, 

im Nasenepithel und im Zahnhalteapparat sowie der Nachweis von mRNA in der Spei-

cheldrüse und im Zahnhalteapparat. Gefrierartefakte und autolytische Prozesse in eini-

gen Organen, wie beispielsweise im Darm und der Speicheldrüse, erschwerten teilweise 

die exakte Identifizierung der markierten Zellen in der IHC und ISH.  

 

Abb. 11 Nachweis von BoDV-1-Antigen, von genomischer und messenger BoDV-1-RNA im 

Gehirn von C. leucodon #5071 und im Trigeminusganglion von C. leucodon #5077 (S.62). 

A und B: Nachweis von BoDV-1-Antigen im Gehirn (A) und im Trigeminusganglion (B) mittels 
immunhistologischer Untersuchung mit dem BoDV-1-spezifischen monoklonalen Antikörper Bo 
18. C und D: Nachweis von BoDV-1-spezifischer mRNA im Gehirn (C) und im Trigeminusganglion 
(D) mittels In-situ-Hybridisierung. E und F: Nachweis von BoDV-1-spezifischer genomischer RNA 
im Gehirn (E) und im Trigeminusganglion (F) mittels In-situ-Hybridisierung. Die weißen Pfeile 
markieren in allen 6 Bildern Beispiele für ein positives Signal. A, C u. E: Vergrößerung 40x. B, D 
u. F: Vergrößerung 100x. Balken: 100 µm. 
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Abb. 12 Nachweis von BoDV-1-Antigen in der Nase von C. leucodon #5077. Nachweis von 
BoDV-1-Antigen im olfaktorischen Epithel mittels Immunhistologie mit dem BoDV-1-spezifischen 
monoklonalen Antikörper Bo 18 (weiße Pfeile). Vergrößerung 100x. Balken: 100 µm. 
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5.3 Untersuchung auf potentielle BoDV-1-Infektionen bei 
Füchsen (Vulpes vulpes), Dachsen (Meles meles) und 
Marderartigen (Mustelidae) 

Die Ergebnisse der Untersuchungen von 232 Füchsen (Vulpes vulpes) sind in dem Arti-

kel „Screening red foxes (Vulpes vulpes) for possible causes of encephalitis“ (Veröffent-

lichung 2) von Bourg et al. (2016) aufgeführt. Dabei konnten bei 37 Füchsen aus Ende-

mie- und Nichtendemiegebieten in Bayern, Baden-Württemberg und Hessen anti-BoDV-

1-Antikörper nachgewiesen werden (siehe Abb. 13). Die Titer reichten von 1:40 bis 

1:2560. Weder BoDV-1-Antigen noch -RNA konnten mittels Immunhistologie, RT-PCR 

oder pan-Borna-RT-PCR im Gehirn der Füchse nachgewiesen werden. Auch metage-

nomische Analysen konnten keine BoDV-1-Infektion feststellen. 

 
 

 

Abb. 13 Nachweis von anti-BoDV-1-Antikörpern beim Fuchs. Die weißen Pfeile zeigen die 
granuläre Fluoreszenz im Zellkern der BoDV-1-infizierten MDCK-Zellen (Hundenierenzellen). 
Diese markieren die Anwesenheit von anti-BoDV-1-Antikörpern beim Fuchs #T8 (Titer von 
1:640). Balken: 10µm. 

Im Zuge der Fuchsbeprobungen haben einige Jäger und Untersuchungsämter in Bay-

ern, Baden-Württemberg und Hessen auch Dachse (Meles meles) und Marderartige 
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(Mustelidae) beprobt. Insgesamt wurden elf Dachse (Meles meles), ein Mauswiesel 

(Mustela nivalis) und ein Iltis (Mustela putorius) mittels IIFT untersucht (Herzog et al., 

2010). Die Herkunft der Tiere und die Ergebnisse des IIFT sind in Tab. 8 dargestellt. Von 

den elf Tieren stammten acht aus Bayern, zwei aus Baden-Württemberg und drei aus 

Hessen. Ein adulter, weiblicher Dachs (#XS755) aus dem Ortenaukreis in Baden-Würt-

temberg wies anti-BoDV-1-Antikörper mit einem Titer von 1:160 auf. Der Ortenaukreis 

gilt als nicht endemische Region für BoDV-1-Infektionen. Der verhaltensauffällige Dachs 

wurde im „Chemischen und Veterinäruntersuchungsamt Freiburg“ seziert und als Haupt-

befunde wurden eine Kachexie und eine Nephrose festgestellt. Alle anderen kleinen Kar-

nivoren wiesen einen Titer von <1:10 auf. 

Tab. 8 Anzahl an seropositiven Dachsen und Marderartigen aus Bayern, Baden-Württemberg 
und Hessen 

Herkunft Spezies Anzahl IIFT positiv 

BY Dachs 6 0/6 
BY Wiesel 1 0/1 

BY Iltis 1 0/1 

BW Dachs 2 1/2 

HE Dachs 3 0/3 
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6 Diskussion 

6.1 Charakterisierung des Reservoirs für BoDV-1 in 
Bayern 

6.1.1 Die Feldspitzmaus als Reservoir für BoDV-1 

6.1.1.1 Vorkommen von BoDV-1-positiven Feldspitzmäusen in 
Endemiegebieten in Bayern 

Neurotrope RNA-Viren werden häufig durch inapparente, persistierende Infektionen in 

natürlichen Reservoiren erhalten. Koevolutionäre Mechanismen in der Wirt-Virus-Inter-

aktion sowie Spill-over-Infektionen spielen hierbei eine große Rolle (Streicker et al., 

2012; Geoghegan et al., 2017). Auch für das neurotrope Borna Disease Virus wurde 

schon lange ein Vorkommen in natürlichen Reservoiren angenommen (Staeheli et al., 

2000; Sauder u. Staeheli, 2003; Kolodziejek et al., 2005; Dürrwald et al., 2006) und im 

Jahr 2006 erstmals in der Schweiz bestätigt (Hilbe et al., 2006). In einem Endemiegebiet 

in der Schweiz wurden BoDV-1-RNA und -Antigen im Gehirn von C. leucodon nachge-

wiesen. Es war jedoch völlig unbekannt, ob diese Spitzmaus die einzige Reservoirspe-

zies ist oder ob sie nur das Reservoir in diesem Endemiegebiet darstellt. Fraglich war, 

ob sie auch ein potenzielles Reservoir in deutschen Endemiegebieten und damit das 

generelle Erregerreservoir darstellt. In der vorliegenden Studie, die 337 Kleinsäuger ein-

schließt, wurden BoDV-1-Antigen und -RNA im ZNS, PNS und in der Peripherie in fünf 

C. leucodon erstmals auch aus Endemiegebieten in Bayern nachgewiesen. 

Die höchste Dichte an C. leucodon befindet sich im Nord- und im Südwesten sowie zent-

ral im Süden von Bayern (Kraft, 2008) (siehe Abb. 5, S. 22). Im Gegensatz zu den Regi-

onen in Nordwestdeutschland, wo C. leucodon erhebliche Bestandseinbußen zu ver-

zeichnen hatte, ist die Populationsdichte in Bayern seit 1960 stabil (Kraft, 2008). Die 

Vorkommenswahrscheinlichkeit von C. leucodon ist in bayerischen BoDV-1-Endemiege-

bieten deutlich höher als in zufällig ausgewählten Gebieten in Bayern (Encarnação et 

al., 2013). Mit Hilfe des Habitatmodells von Encarnação et al. (2015) können Endemie-
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gebiete mit einer Wahrscheinlichkeit von 70% prognostiziert werden. Die wichtigsten Ha-

bitatfaktoren für die Feldspitzmaus sind die mittlere Jahrestemperatur, der Jahresnieder-

schlag und weitläufige Agrar- und Siedlungsflächen in der Umgebung (Encarnação et 

al., 2015). Das Vorkommen der Feldspitzmaus bis 680 m ü. NN (Kraft, 2008) korreliert 

mit dem Vorkommen der equinen BD (Reichelt, 2009) in Bayern. In der Schweiz, in 

Seewis und in Malix, konnten allerdings sowohl an BD-erkrankte Pferde wie auch BoDV-

1-positive C. leucodon in Höhenlagen bis 1130 m ü. NN festgestellt werden (Hilbe et al., 

2006; Puorger et al., 2010). Die Populationsdynamik der Feldspitzmaus steht auch im 

Einklang mit dem jährlich und saisonal variierenden Auftreten der equinen BD. Nach 

milden Wintern werden vermehrt equine BoDV-1-Infektionen registriert (Reichelt, 2009). 

Daten von equiner BD in Bayern konnten aufgrund der Meldepflicht bis 2009 

ausgewertet werden (Reichelt, 2009). Die equine BD ist seit 2011 nicht mehr 

meldepflichtig. Unsere Informationen beschränkten sich daher auf Einsendungen von 

Probenmaterial an das Institut für Virologie der JLU Gießen. In der Region um Augsburg 

wurden bis 2009 vermehrt Fälle von equiner BD registriert (Reichelt, 2009). Auch in den 

Jahren 2015 und 2016 stammten 19 von 41 gemeldeten Pferden aus dem Regierungs-

bezirk Schwaben (persönliche Mitteilung, Herzog). Die BoDV-1-positiven C. leucodon 

aus dieser Studie stammten aus dem Landkreis Günzburg in Schwaben, der direkt an 

den Landkreis Augsburg grenzt. In Sachsen-Anhalt gibt es keine Meldungen von equiner 

BD, obwohl hier BoDV-1-positive C. leucodon vorkommen. Dies deutet darauf hin, dass 

sich der BoDV-1-Infektionszyklus selbständig in der Feldspitzmauspopulation hält, ohne 

auf eine Infektion der Endwirte angewiesen zu sein (Dürrwald et al., 2014). 

6.1.1.2 Unterschiedliche Infektionsmuster bei Feldspitzmäusen 

Bei fünf BoDV-1-positiven C. leucodon (#2001, #5017, #5072, #5071 und #5077) aus 

dem Landkreis Günzburg konnten unterschiedliche Nachweismuster der Infektion fest-

gestellt werden.  

Bei drei BoDV-1-positiven C. leucodon (#2001, #5017, #5072) war die Verteilung der 

viralen RNA und des Antigens vergleichbar mit den in der Schweiz, in Ostdeutschland 

und in Österreich untersuchten C. leucodon. Virales Antigen und RNA wurden im ZNS 

und PNS detektiert, aber auch in vielen peripheren Organen, wie in der Literatur be-

schrieben (Hilbe et al., 2006; Puorger et al., 2010; Dürrwald et al., 2014; Weissenböck 
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et al., 2017). Da auch in den Ausscheidungsorganen der Haut inklusive Flankendrüse 

und Talgdrüsen sowie in der Niere, in der Lunge und in den Speichel- und Tränendrüsen 

BoDV-1-Antigen und -RNA gefunden wurden, ist eine Virusausscheidung sehr wahr-

scheinlich ähnlich wie bei persistent infizierten, immunotoleranten, neonatalen Lewis-

Ratten (PTI-Ratten) (Narayan et al. 1983; Herzog et al., 1984; Sauder u. Staeheli, 2003). 

Das Vorhandensein von mRNA und genomischer RNA zeigt die Virusverbreitung in der 

Peripherie und gilt als Hinweis für eine periphere virale Replikation. Dies ist eine Voraus-

setzung für eine erfolgreiche virale Ausscheidung und Übertragung auf andere Spezies. 

Die erfolgreiche Ausscheidung von infektiösem Virus bei C. leucodon konnte von 

Nobach et al. (2015) bestätigt werden. 

Die beiden C. leucodon #5071 und #5077 spiegeln entweder verschiedene Infektions-

verläufe oder verschiedene Zeitpunkte der BoDV-1-Infektion wieder. Bei einer C. leuco-

don (# 5071) waren BoDV-1-Antigen und -RNA fast ausschließlich im ZNS, den Spinal-

ganglien sowie in den peripheren Nerven im Bereich des Kopfes zu finden. Im Na-

senepithel konnte virale RNA, aber kein Antigen nachgewiesen werden. Dies spricht für 

eine frühe Phase der Infektion oder für eine Elimination des Erregers. Diese C. leucodon 

wies keine anti-BoDV-1-Antikörper auf. Bei der zweiten C. leucodon (# 5077) wurde ein 

ähnliches Muster der BoDV-1-Antigen und -RNA-Verteilung festgestellt. Allerdings 

konnte bei dieser C. leucodon deutlich mehr virales Antigen und RNA in den peripheren 

Nerven gefunden werden. Von dieser Spitzmaus stand keine Blutprobe zur Verfügung. 

Auch Dürrwald et al. (2014) wiesen bei zwei C. leucodon nur im Gehirn, im Magen und 

in der Lunge BoDV-1-RNA mittels RT-PCR nach, während in der IHC kein BoDV-1-An-

tigen detektiert wurde. Bei der experimentellen intranasalen Infektion von Lewis-Ratten 

wurde BoDV-1-Antigen sechs Tage nach der Inokulation im olfaktorischen Epithel und 

zehn bis 13 Tage nach der Inokulation im Gehirn nachgewiesen (Morales et al., 1988). 

Kupke (2016) detektierte vier Tagen nach der intranasalen BoDV-1-Infektion von Lewis-

Ratten Antigen und mRNA und nach sieben Tagen genomische RNA im olfaktorischen 

Epithel. Im Gehirn der Ratten waren 14 Tage nach der intranasalen BoDV-1-Infektion 

sowohl Antigen als auch genomische und mRNA nachzuweisen. Anti-BoDV-1-Antikör-

per konnten nach intranasaler Infektion von Lewis-Ratten erst ab Tag 20 gefunden wer-

den (Morales 1988). Bei den Spitzmäusen #5071 und #5077 könnte es sich also im Ge-

gensatz zu den zuvor untersuchten C. leucodon um eine Frühinfektion handeln (Bourg 
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et al., 2013, Nobach et al., 2015). Verschiedene Infektionswege oder individuelle Unter-

schiede im Immunstatus könnten allerdings auch eine Ursache des abweichenden Mus-

ters sein. 

Ähnlich wie bei den PTI-Ratten zeigten die fünf BoDV-1-positiven C. leucodon keine ent-

zündlichen oder degenerativen Läsionen im Nervensystem oder in den peripheren Or-

ganen. Ob sie allerdings subtile Veränderungen im Sozialverhalten zeigen, Lern- oder 

Gedächtnisschwierigkeiten haben, wie es für die PTI-Ratten beschrieben ist, wird Ge-

genstand weiterführender Untersuchungen im Tiermodell sein. Bei den täglichen Ge-

sundheitschecks wiesen die BoDV-1-infizierten C. leucodon in der Haltung keine neuro-

logische Symptomatik oder Gewichtsabweichungen auf (Nobach et al., 2015). 

Bei den positiven C. leucodon wurde BoDV-1-Antigen und -RNA im olfaktorischen 

Epithel festgestellt. Dies stimmt mit den Ergebnissen früherer Studien an experimentell 

infizierten Ratten überein und spricht für den intranasalen Übertragungsweg mit Virus-

ausbreitung vom olfaktorischen Epithel zum Gehirn, wie es auch Morales et al. (1988) 

bei den PTI-Ratten festgestellt haben. Die BoDV-1-Ausscheidung über Sekrete, wie bei-

spielsweise Speichel und Urin, wurde in experimentellen Studien bei Ratten nachgewie-

sen (Narayan et al., 1983; Sauder u. Staeheli, 2003). Nobach et al. (2015) haben durch 

Analysen von BoDV-1-positiven Wildfängen von C. leucodon in der Haltung gezeigt, 

dass es eine Virusausscheidung über Hautsekrete, Kot, Urin, Tränenflüssigkeit und 

Speichel gibt. Eine horizontale Übertragung im Reservoir erscheint daher möglich, da es 

durch den territorialen Charakter von C. leucodon häufig zu Beißereien kommt und im 

Speichel BoDV-1-RNA festgestellt wurde (Nagel u. Nagel, 2005; Nobach et al., 2015). 

Die kontinuierliche Ausscheidung über die Haut bringt mit sich, dass neugeborene C. 

leucodon von persistent BoDV-1-infizierten Müttern direkt nach der Geburt Erregerkon-

takt haben und sich mit BoDV-1 infizieren könnten. Aufgrund des Nachweises von BoDV-

1-Antigen und -RNA im Uterus einer C. leucodon (#5072) kann auch eine vertikale oder 

sexuelle Übertragung vermutet werden. Dürrwald et al. (2014) haben auch BoDV-1 An-

tigen in Uterus, Hoden und Nebenhoden nachgewiesen.  

Zwei weitere adulte C. leucodon (#5063 und #5066) wiesen anti-BoDV-1-Antikörper auf, 

ohne dass virales Antigen oder RNA nachgewiesen wurden. Die beiden Tiere könnten 

auf eine Infektion mit Virusclearance im immunkompetenten Alter hindeuten. 
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Zusammenfassend kann festhalten werden, dass es unterschiedliche Infektionsmuster 

bei den bisher untersuchten C. leucodon gibt. Inwieweit die Genetik, der individuelle Im-

munstatus, das Alter des Wirtes, die individuelle BoDV-1-Empfänglichkeit, die Infektions-

route oder die Virusdosis und Virulenz des Feldvirus eine Rolle spielen, muss im Tier-

modell weiter untersucht werden. Die Rolle des genetischen Hintergrunds wurde bereits 

bei Ratten- und Mausstämmen nachgewiesen (Herzog et al., 1991; Hallensleben et al., 

1998; Wu et al., 2013). Eine Erklärung für die unterschiedlichen Infektionsverläufe 

könnte sein, dass es sowohl zu persistenten Infektionen im Neugeborenenalter durch 

eine Immuntoleranz wie auch zu Spill-over-Infektionen in den C. leucodon kommen kann 

(Weissenböck et al., 2017). In diesem Sinne sind weiterführende Studien über das Im-

munsystem der C. leucodon und die Bedeutung der EBLN für die Viruspersistenz und 

Übertragung notwendig. 

6.1.1.3 Bestätigung der Feldspitzmaus als Reservoir für BoDV-1 

Die Sequenzierung des BoDV-1-Genomes von C. leucodon #5017 aus dem eigenen 

Untersuchungsmaterial konnte die Reservoirtheorie weiter bestätigen. Es bestand eine 

Nukleotidsequenzhomologie von 98% (über 2150 Nukleotide, Abdeckung der Gene für 

BoDV-N, -X und -P und der Hälfte von BoDV-M) zwischen der Spitzmaussequenz und 

BoDV-1-Isolaten aus dem Baden-Württemberg-Bayern-II-Cluster (Bourg et al., 2013). 

Damit passte die Sequenz der positiven C. leucodon #5017 genau in das Cluster. In 

unserem Untersuchungsgut war keine der drei C. leucodon aus den Landkreisen 

Eichstätt, Erlangen-Höchstadt und Neumarkt in der Oberpfalz BoDV-1-positiv. Diese Re-

gionen gehören zum BoDV-Bayern-1-Cluster und hätten einen Vergleich zwischen zwei 

endemischen Regionen in Bayern ermöglicht (Kolodziejek et al., 2005). 

Die Feldspitzmaus konnte als ein Reservoir für BoDV-1 in Bayern bestätigt werden 

(Bourg et al., 2013). Der Nachweis einer dauerhaften und kontinuierlichen Ausscheidung 

von BoDV-1 in der Feldspitzmauspopulation stammt aus Untersuchungen von natürlich 

infizierten C. leucodon (Nobach et al., 2015). Durch die Erkenntnisse von Bourg et al. 

(2013) und Nobach et al. (2015) kann die C. leucodon-Population im bayerischen Ende-

miegebiet als Virusreservoir bezeichnet werden (Ashford, 2003). Es kann nicht ausge-

schlossen werden, dass zusätzlich andere epidemiologisch an C. leucodon gebundene 

Populationen eine Rolle bei der Infektion der Endwirte spielen (Haydon et al., 2002). 
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Lange Zeit standen Nagetiere (Rodentia) als natürliche BoDV-1-Reservoire im Vorder-

grund der Überlegungen (Sauder u. Staeheli, 2003; Dürrwald et al., 2007; Kinnunen et 

al., 2007 u. 2011). Allerdings ermöglichen der territoriale Charakter, das Sozialverhalten 

und die geringe Dispersionsdistanz von C. leucodon, im Gegensatz zu Nagetieren, eher 

epidemiologische Hotspots (Dürrwald et al., 2014). Auch Fledermäuse (Chiroptera) wur-

den immer wieder als natürliche Reservoire für Mononegavirales bestätigt (Drexler et al., 

2012). Die Theorie über das Vorkommen von BoDV-1-Infektionen bei Fledermäusen und 

Nagetieren sowie ihr Potential als Erregerreservoir wird durch Nachweise von endoge-

nen Borna-ähnlichen Elementen in ihrem Genom bestärkt (Beyli et al., 2010; Horie et al., 

2010; Kinnunen et al., 2011; Dacheux et al., 2014). Da Tiere mit EBLN im Genom an-

scheinend resistenter gegen die Bornavirus-Infektion zu sein scheinen, wird die Endo-

genisation als Zeichen der adaptiven Koevolution gewertet. Möglicherweise schützen 

die EBLN den Wirt auf bisher ungeklärte Weise vor einer klinischen Bornavirus-Infektion 

und sind eine neue Form antiviraler Abwehr (Fujino et al., 2014; Honda u. Tomonaga 

2016).  

6.1.1.4 Weitere potentielle Kleinsäugerreservoire  

Eine Arbeitsgruppe in Finnland zeigte, dass wildlebende M. glareolus (Rötelmäuse) anti-

BoDV-1-Antikörper aufweisen können und empfänglich für experimentelle BoDV-1-In-

fektionen sind (Kinnunen et al., 2007; Kinnunen et al., 2011). Das Verteilungsmuster von 

BoDV-1 ist zwar primär neurotrop bei intrazerebral infizierten neonatalen M. glareolus, 

aber BoDV-1 konnte auch im Urin und in den Fäzes festgestellt werden. Kinnunen et al. 

(2011) gehen davon aus, dass M. glareolus ein Reservoir für BoDV-1 darstellen könnte. 

Im Zuge der eigenen Studie konnten keine Anzeichen einer BoDV-1-Infektion bei den 

untersuchten M. glareolus gefunden werden. Allerdings stand mit fünf M. glareolus nur 

eine geringe Anzahl an Tieren zur Verfügung. 

Weissenböck et al. (2017) beschrieben kürzlich eine wildlebende S. araneus mit einer 

BoDV-1-Infektion, welche sich vor allem im ZNS und PNS manifestierte. Das BoDV-1-

Verteilungsmuster in den positiven S. araneus ist denen von Endwirten wie Pferden und 

Schafen ähnlicher als jenen des Reservoirwirtes C. leucodon. Im Gegensatz zu den 

Endwirten lagen allerdings keine entzündlichen Veränderungen im Gehirn vor. Es han-

delt sich daher höchstwahrscheinlich um eine Spill-over-Infektion durch eine hohe Virus-
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last im endemischen Gebiet (Weissenböck et al., 2017). In der vorliegenden Arbeit konn-

ten bei zwei (von 24 mittels IIFT getesteten) bayerischen S. araneus anti-BoDV-1-Anti-

körper gefunden werden. Es konnte allerdings weder BoDV-1-RNA noch -Antigen im 

Gehirn und der Peripherie festgestellt werden. Spill-over-Infektionen spielen eine große 

Rolle beim Wirtswechsel von RNA-Viren (Schlegel et al., 2012). Weitere Untersuchun-

gen von wildlebenden Kleinsäugern in den Endemiegebieten sind aus diesem Grund 

anzustreben. 

6.1.2 Nachweis von BoDV-1-spezifischen Antikörpern bei 
wildlebenden Kleinsäugern 

Im Zuge der Studie (Bourg et al., 2013; zusätzliche Untersuchungen in dieser Arbeit) 

wurden seroepidemiologische Daten über das Vorkommen von anti-BoDV-1-Antikörpern 

bei wildlebenden Kleinsäugern erhoben. Dafür wurde ein indirekter Immunofluoreszenz-

test (IIFT) durchgeführt. Schlegel et al. (2012) zeigten, dass der Kaninchen-anti-suncus-

IgG mit Seren von Crocidura sp. und Sorex sp. reagiert. Bei den Mäusen wurde ein 

Ziege-anti-Maus-IgG verwendet. Bislang untersuchten nur Vahlenkamp et al. (2002) 

Mäuse in einem Stall mit BD bei Schafen in Südostdeutschland. Sie konnten allerdings 

keine anti-BoDV-1-Antikörper nachweisen. 

Seroepidemiologische Untersuchungen ermöglichen einen großen Probendurchlauf und 

werden regelmäßig im Zuge von Wildtiergesundheitsprogrammen angewendet. Serolo-

gische Assays erkennen Antikörper, die durch Infektionen oder Impfungen induziert wer-

den und können auch vergangene Expositionen mit den Erregern nachweisen. Die Ein-

schränkungen der Serologie sind eine eventuelle geringe Präzision der Antikörper sowie 

unspezifische Kreuzreaktionen (Gilbert et al., 2013). 

Insgesamt wurden bei 16 Kleinsäugern anti-BoDV-1-Antikörper nachgewiesen. Neben 

C. leucodon konnten auch bei Waldspitzmäusen (S. araneus), Hauspitzmäusen (Croci-

dura russula), Hausmäusen (Mus musculus), einer Zwergmaus (Micromys minutus), ei-

ner Waldmaus (Apodemus sylvaticus) und einer Wühlmaus (Microtus sp.) anti-BoDV-1-

Antikörper detektiert werden. Es konnte jedoch weder BoDV-1-Antigen noch -RNA bei 

diesen Kleinsäugern außer bei den C. leucodon festgestellt werden. Keiner der Kleinsäu-
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ger zeigte charakteristische histologische Veränderungen, wie beispielsweise eine Ent-

zündung oder Degeneration im Nervensystem. Die Antikörper-Titer reichten bei den 

Feldspitzmäusen bis zu 1:20480 (#5017) und bei den anderen Kleinsäugern bis zu 1:320 

(#11014 und #15001). Aufgrund der geringen Körpermasse und Blutvolumens war eine 

Titerbestimmung nicht immer möglich. Zum Teil wurden blutige Thorakal- und Abdomi-

nalergüsse für die serologischen Untersuchungen genutzt. Demzufolge darf die Titerbe-

stimmung nur als Anhaltspunkt dienen. 

Die Verteilung der seropositiven Kleinsäuger zeigt, dass sowohl in Endemiegebieten, 

wie beispielsweise der Schwäbischen Alb oder dem Regierungsbezirk Schwaben, aber 

auch in Nichtendemiegebieten BoDV-1-spezifische Antikörper auftreten (siehe Abb. 8, 

S. 59). In Hessen, wo seit Jahrzehnten keine equinen Bornafälle mehr aufgetreten sind, 

wurden zwei seropositive Hausspitzmäuse gefunden. Ob es auch hier Reservoirpopula-

tionen gibt, in denen sich BoDV-1 ohne Übertragung auf Pferde oder Schafe halten kann, 

muss daher weiter untersucht werden. 

Es gibt mehrere mögliche Erklärungen für die rein seropositiven Kleinsäuger. Vermutlich 

handelt es sich bei diesen Tieren um Spill-over-Wirte, bei denen die Infektion nicht an-

geht. Spill-over-Infektionen spielen eine große Rolle bei der Evolution von RNA-Viren 

(Schlegel, 2012). Erklärungen hierfür sind verschiedene genetische Hintergründe, Al-

tersunterschiede zum Infektionszeitpunkt, Geschlechtsunterschiede oder unterschiedli-

che immunologische Voraussetzungen. Im Gegensatz zu den vermutlich immuntoleran-

ten, persistent infizierten C. leucodon handelt es sich bei den seropositiven Kleinsäugern 

vermutlich um immunkompetente Tiere. Ein Großteil der seropositiven Kleinsäuger ge-

hörten zu der Familie der Soricidae, weshalb man deren Vertreter besonders berück-

sichtigen sollte, um eventuelle weitere natürliche Reservoire für BoDV-1 oder andere 

Bornaviren auszumachen. 
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6.1.3 Betriebe mit dem Vorkommen sowohl der Feldspitzmaus als 
auch der Bornaschen Krankheit beim Pferd  

6.1.3.1 Charakterisierung der Betriebe mit dem Vorkommen von 
equiner BD 

Die untersuchten Kleinsäuger stammen aus Schädlingsbekämpfungsmaßnahmen von 

Pferdeställen in denen in den Jahren 1994 bis 2014 Fälle von klinischer BD bei Pferden 

aufgetreten sind. Von zwölf verschiedenen Betrieben konnten zudem Daten über die 

Ställe, die Umgebung und die Haltungsbedingungen erhoben und analysiert werden. Zu 

den anderen vier Betrieben waren keine weiteren Informationen verfügbar, weil es sich 

um Pferdepraxen und -Kliniken oder Privatpersonen handelte. Die Anzahl an Pferden 

auf den Betrieben variierte von zwei bis 60, mit einer durchschnittlichen Anzahl von 27 

Tieren. Sowohl kleinere als auch Betriebe mit über 40 Pferden hatten equine BD-Fälle 

registriert. In vier Ställen wurde von einer einzigen BD-Erkrankung im Betrieb berichtet. 

Sieben Ställe hatten jeweils zwei bis vier equine BD-Fälle in den letzten 20 Jahren. Al-

lerdings wird die Aufklärungsrate bei Todesfällen mit neurologischem Ursprung nur zu 

einem geringen Prozentsatz aufgeklärt, und einige BD-Erkrankungen somit wahrschein-

lich nicht diagnostiziert. Außerdem gibt es verschiedene Verlaufsformen der equinen BD. 

Am häufigsten kommen klinisch inapparente Fälle vor (Richt et al., 2000; Staeheli et al., 

2000; Grabner et al., 2002; Herden et al., 2013; Tizard et al., 2016). Die Seroprävalenz 

liegt bei 22,5% in den endemischen Gebieten und bei bis zu 50% in betroffenen Ställen 

(Herzog et al., 1994; Grabner et al., 2002). In den eigenen Untersuchungen schien es 

keine Bedeutung zu haben, wie viele Kontakte es zu betriebsfremden Pferden in den 

einzelnen Betrieben gab. Diese Beobachtung passt zu der Annahme, dass die horizon-

tale Übertragung zwischen Endwirten keine Rolle spielt (Kolodziejek et al., 2005; Dürr-

wald et al., 2006; Weissenböck et al., 2017). 

In den Betrieben gab es neben den Pferden vor allem Hunde und Katzen, aber kaum 

Nutztiere. Drei Betriebe (1, 2 und 8) hatten eine kleine Geflügelhaltung und bei einem 

Betrieb (1) gab es noch einen Esel und eine Ziege. Fast alle Boxen wurden täglich ge-

reinigt, mit Ausnahme von zwei Ställen (Betriebe 5 und 7), bei denen die Pferde in Mat-

ratzenhaltung standen. In einem der Ställe mit Matratzenhaltung (Betrieb 5) konnten vier 

BoDV-1-positive C. leucodon detektiert werden. In Betrieb 7 wurde ein Teil der Pferde 
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auf einer Strohmatratze gehalten. In diesem Betrieb konnten keine Kleinsäuger gefan-

gen werden, allerdings gab es hier mindestens vier equine Bornafälle. Auch Dürrwald et 

al. (2006) sehen einen Zusammenhang zwischen den hygienischen Bedingungen und 

dem Vorkommen equiner BD. In der Umgebung der Betriebe waren hauptsächlich 

Ackerland und Wiesen zu finden, weniger Siedlungen und Waldflächen. Diese Beobach-

tungen passen mit den Habitatbedingungen des Reservoirwirtes C. leucodon überein 

(Kraft, 2008; Encarnação et al., 2013). Zugangsmöglichkeiten für Kleinsäuger gab es auf 

fast allen Betrieben im Stall und in der Futterkammer, und somit bestand jederzeit die 

Möglichkeit des Eindringens von Kleinsäugern. Eine Schädlingsbekämpfung wurde fast 

ausschließlich über die Hofkatzen oder bei Hinweisen auf einen Befall mit Hilfe von Gift-

ködern (fünf Betriebe) oder Totschlagfallen (zwei Betriebe) durchgeführt. Ein Großteil 

der Kleinsäuger, die von den Betrieben zur Verfügung gestellt wurden, waren demzu-

folge Totfunde durch Katzenfänge. 

6.1.3.2 Mögliche Übertragungswege von der Feldspitzmaus auf das 
Pferd 

Im Frühjahr und Frühsommer wird eine Anhäufung von klinischer BD bei Pferden regis-

triert (Dürrwald et al., 2006; Reichelt, 2009). Allgemein geht man von einer Inkubations-

zeit von zwei bis vier Monaten bei einer natürlichen equinen BoDV-1-Infektion aus (Rott 

u. Becht, 1995; Katz et al., 1998). Viele Pferde werden im Herbst und Winter im Stall 

gehalten. Ungünstige Witterungsbedingungen und die Nahrungsmittelknappheit in die-

sem Zeitraum stimulieren auch die Feldspitzmäuse zum Rückzug in Ställe und Gebäude 

(Kraft, 2008). In dieser Zeit des intensiven Kontakts kann es zu einer Virusübertragung 

mit Infektion der Endwirte kommen. Da alle positiven C. leucodon in den Futterkammern 

oder in der Nähe der Futterplätze gefangen wurden, besteht die Möglichkeit einer Ver-

unreinigung des Futters durch die Ausscheidungen der Reservoirwirte. Nobach et al. 

(2015) bestätigten, dass BoDV-1-positive C. leucodon kontinuierlich infektiöses Virus 

über mehrere Wege ausscheiden, inklusive über den Urin und den Kot. Die positiven 

Tiere können somit eine Infektionsquelle für die Pferde darstellen. Bornaviren können 

bei einer Temperatur von 4°C über drei Monate infektiös bleiben. Allerdings werden sie 

durch die gängigen Desinfektionsmethoden inaktiviert (Danner et Mayr, 1979; Herden et 

al., 2013). 
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Der wichtigste Beweis für eine Beteiligung der Feldspitzmaus bei der Übertragung der 

Infektion auf Pferde ist die Sequenzhomologie. Bei einer Feldspitzmaus aus dem Betrieb 

5 im Landkreis Günzburg in Schwaben gab es eine 100% Homologie über eine Länge 

von 2150 Nukleotiden (Gene für BoDV-N, -P, -X und die Hälfte von BoDV-M) zu einer 

Sequenz eines an BD erkrankten Pferdes aus demselben Stall (Bourg et al., 2013). 

Die geringe Anzahl an klinisch betroffenen Pferden im Gegensatz zu dem hohen Anteil 

an seropositiven Pferden in den jeweiligen Ställen zeigt jedoch, dass zusätzliche Fakto-

ren für eine erfolgreiche BoDV-1-Infektion und eine nachfolgende klinische Erkrankung 

des Fehl-/Endwirts eine Rolle spielen müssen. Die Infektionsdosis und die Virulenz des 

Feldvirus oder die Genetik, das Alter und der Immunstatus des Tieres könnten hier eine 

Rolle spielen (Herden et al., 2013). Die Prävalenz der BoDV-1-infizierten C. leucodon 

variierte je nach Endemiegebiet in der Schweiz, Deutschland und Österreich von 5 bis 

100% (zusammengefasst in Nobach et al., 2015). Dies weist auf eine unterschiedliche 

Durchseuchungsquote in den Feldspitzmauspopulationen hin. Auch können soziale 

Unterschiede in der Populationstruktur, eine plötzliche Vermehrung der C. leucodon oder 

ihr vermehrter Rückzug in die Ställe eine Rolle bei der Übertragung auf die Endwirte 

spielen (Weissenböck et al., 2017). Obwohl in Ostdeutschland BoDV-1-positive C. 

leucodon vorkommen, gibt es keine aktuellen Artikel über die equine BD (Dürrwald et 

al., 2014). Im mitteldeutschen Endemiegebiet (Sachsen, Thüringen und Sachsen-An-

halt) war die BD bis zum Jahr 2000 stark rückläufig und beschränkte sich auf Einzelfälle. 

Seit der Aufhebung der Meldepflicht (2011) sind keine gesicherten Daten mehr verfüg-

bar. Der letzte Fall aus der Klinik für Pferde der Universität Leipzig datiert aus dem Jahre 

2013 (persönliche Mitteilung, Uhlig). 

Zusammenfassend lässt sich sagen, dass die vorliegende Studie zuverlässige Hinweise 

auf eine BoDV-1-Übertragung vom Reservoirwirt C. leucodon auf den Endwirt Pferd in 

Bayern liefert. Weiterführende Untersuchungen zur Ausscheidung bei den C. leucodon 

und Übertragung sowohl in der C. leucodon-Population als auch auf den Endwirt sind 

notwendig. Zum Schutz vor einer BoDV-1-Infektion sollten die Pferde in Endemiegebie-

ten aus Heuraufen und Futtertrögen anstatt vom Boden gefüttert werden, um eventuelle 

Kontaminationen des Futters durch Ausscheidungen von BoDV-1-positiven C. leucodon 
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auszuschließen. Das Futter sollte hygienisch in geschlossenen Boxen oder Räumen ge-

lagert, und die Einstreu regelmäßig gewechselt werden. Auf eine konsequente Schäd-

lingsbekämpfung ist zu achten. 

6.2 Verlauf von BoDV-1-Infektionen bei kleinen 
Karnivoren (Rotfuchs, Dachs, Marderartige) 

6.2.1 Vorkommen von anti-BoDV-1-Antikörpern bei kleinen 
Karnivoren 

Blut- und Gehirnproben von 232 Füchsen (Vulpes vulpes), elf Dachsen (Meles meles) 

und zwei Marderartigen (Mustela nivalis und Mustela putorius) aus Bayern, Baden-Würt-

temberg und Hessen wurden auf anti-BoDV-1-Antikörper und BoDV-1-RNA untersucht 

(Bourg et al., 2016). Bei den serologisch positiven Tieren wurde zusätzlich eine histolo-

gische und immunhistologische Untersuchung angeschlossen. Alle kleinen Karnivoren 

mit einer Enzephalitis wurden auf acht verschiedene Erreger untersucht. Insgesamt zeig-

ten 37 Füchse und ein Dachs anti-BoDV-1-Antikörper mit Titern von 1:40 bis 1:2560. Es 

liegen bislang kaum weitere Daten zu Seroprävalenzen bei Füchsen und anderen klei-

nen Karnivoren vor. Kinnunen et al. (2007) beschreiben einen gesunden, seropositiven 

Hund aus einem Betrieb in Finnland, in dem auch ein seropositives Pferd festgestellt 

wurde. Die anti-BoDV-1-Antikörper können eine Reaktion der kleinen Karnivoren auf ei-

nen spezifischen Erregerkontakt sein. Es kann allerdings nicht ausgeschlossen werden, 

dass es sich um eine Kreuzreaktion auf andere Erreger handelt, obwohl die Ergebnisse 

des Western Blots dagegen sprechen (Gilbert et al., 2013). 

6.2.2 Enzephalitiden bei kleinen Karnivoren 

6.2.2.1 Untersuchung auf BoDV-1-Infektion  

Insgesamt wurde bei 16 Füchsen eine nicht-eitrige Enzephalitis festgestellt. Die perivas-

kulären, mononukleären Infiltrate und Gliaknötchen deuteten auf einen viralen Ursprung 

der Enzephalitis hin. BoDV-induzierte Enzephalitiden im Endwirt Pferd zeigen die glei-

chen histologischen Merkmale (Joest u. Degen, 1911; Herden et al., 2013). Bei sieben 
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Füchsen mit Enzephalitis wurden zudem anti-BoDV-1-Antikörper nachgewiesen. Es fan-

den sich allerdings weder BoDV-1-Antigen noch -RNA im Gehirn der Karnivoren. Zu-

sätzlich zu den gängigen RT-PCR-Assays wurde eine neu entwickelte pan-Borna-RT-

PCR angewendet, um eventuelle Varianten von Bornaviren zu erkennen. Auch eine me-

tagenomische Analyse von drei Gehirnproben von seropositiven Füchsen mit Enzepha-

litis wurde am Friedrich-Löffler-Institut in Riems (Deutschland) durchgeführt. Diese 

konnte allerdings keine bornavirusspezifischen Sequenzen in den Gehirnproben der 

Füchse detektieren. Metagenomische Untersuchungen haben in den letzten Jahren 

dazu beigetragen, viele neue Pathogene, wie beispielsweise auch VSBV-1, zu entde-

cken (Dacheux et al., 2014; Hoffmann et al., 2015). 

Unveröffentlichte Daten von Zimmermann et al., die von Kolodziejek et al. (2005) be-

schrieben wurden, bestätigen die Abwesenheit von BoDV-1-RNA in Gehirnproben bei 

kleinen, wildlebenden Karnivoren. In den Jahren 1994 bis 1995 wurden Fuchs-, Dachs- 

und Mardergehirnproben in endemischen Gebieten in Ostdeutschland mittels RT-PCR 

auf BoDV-1-RNA untersucht. Alle Tests waren negativ (Kolodziejek et al., 2005). Auch 

Lempp et al. (2017) konnten kein BoDV-1-Antigen mittels Immunhistologie (mit Antikör-

pern gegen BoDV-N) bei neun Füchsen mit nicht-eitriger Enzephalitis aus Norddeutsch-

land nachweisen. Ob es sich bei den Nachweisen von BoDV-1-RNA im Gehirn von Füch-

sen aus Frankreich um echte Nachweise oder um falsch-positive unspezifische Banden 

beziehungsweise um Laborkontaminationen handelt, bleibt fraglich, da die Ergebnisse 

nicht reproduzierbar waren (Dauphin et al., 2001). Als gesichert gelten die Nachweise 

bei einem Hund in Österreich (Weissenböck et al., 1998) und einem Hund in Deutsch-

land (unveröffentlichte Daten von Zimmermann et al., beschrieben von Kolodziejek et 

al., 2005), da von diesen beiden Tieren Virussequenzen in der GenBank hinterlegt sind. 

Von einem an BoDV-1-erkrankten Hund in Japan ist keine Virussequenz veröffentlicht 

(Okamota et al., 2002). Bislang gibt es keine Nachweise von endogenen Bornavirus-

ähnlichen Nukleoprotein-Elementen im Genom von kleinen, wildlebenden Karnivoren. 

6.2.2.2 Mögliche Ursachen der Enzephalitiden 

Amude et al. (2010) erläutern die Möglichkeit von virusinduzierten Enzephalitiden, selbst 

wenn das Virus zum Zeitpunkt der Untersuchung nicht mehr nachweisbar ist. Auch Lud-

low et al. (2016) beschreiben sowohl eine unmittelbare, wie auch eine verzögerte neu-

ropathologische Reaktion bei viralen Infektionen. Somit kann auch die auf die Infektion 
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folgende Immunantwort zu einer irreversiblen Schädigung im ZNS führen. Es kann nicht 

vollständig ausgeschlossen werden, dass Bornaviren eine Rolle bei der Entstehung der 

Enzephalitiden der Füchse gespielt haben. In diesem Zusammenhang werden auch im-

mer wieder canine Staupeviren erwähnt, und bei sechs von 16 Füchsen mit einer nicht-

eitrigen Enzephalitis wurde eine Infektion mit dem caninen Staupevirus mittels RT-PCR 

und IHC bestätigt. Die Staupeinfektion von Fuchs #21 konnte mittels metagenomischer 

Analyse bestätigt werden. Weitere zehn Enzephalitiden bei den Füchsen sind ätiologisch 

unklar geblieben. Eine Tollwutinfektion konnte mittels direktem Immunfluoreszenztest 

ausgeschlossen werden. Immunhistologische Methoden zum Nachweis von Toxoplas-

men (T. gondii), caninen Adenoviren (CAV-1) und suiden Herpesviren (SHV-1) sowie 

molekularbiologische Methoden zum Nachweis von Flaviviren und Parvoviren konnten 

keinen Hinweis auf einen dieser Erreger geben. Bei den Fuchsgehirnproben aus Bourg 

et al. (2016) handelte es sich um die Tollwutrückstellproben aus veterinärmedizinischen 

Untersuchungsämtern. Die Proben bestanden also hauptsächlich aus Anteilen des Hip-

pocampus, des zerebralen Cortex, des Thalamus, der Pons und/oder der Medulla ob-

longata. Teilweise war auch ein Teil der Meningen vorhanden. Dies führte dazu, dass 

meistens nicht das gesamte Gehirn zur Untersuchung vorlag und so teilweise nicht die 

optimale Gehirnregion für den bestimmten Erregernachweis vorhanden war. Diese Tat-

sache könnte zu falsch-negativen Resultaten geführt haben. Es besteht auch die Mög-

lichkeit, dass bislang unbekannte neurotrope Erreger bei den Füchsen eine Rolle ge-

spielt haben oder eine Speziesbarriere überschritten haben. Dieses Risiko ist vor allem 

im Zusammenhang mit RNA-Viren beschrieben (Cleaveland et al., 2001; Woolhouse et 

al., 2005; Geoghegan et al., 2017). 

Bei Hunden wurden z.B. anti-GFAP-Antikörper in der CSF im Zuge von nicht-eitrigen 

Enzephalitiden unklarer Genese festgestellt (Shibuya et al., 2007; Toda et al., 2007; 

Ushida et al., 2016). Da diese Antikörper einen Hinweis auf immunvermittelte Enzepha-

litiden geben könnten, sollte die Untersuchung der CSF auf anti-GFAP-Antikörper in Zu-

kunft bei Füchsen miteingeschlossen werden. In dieser Studie lagen allerdings nur Ge-

hirn- und Blutproben vor. Auch andere Autoimmunerkrankungen wie die Anti-NMDA-En-

zephalitis, die bei Eisbär Knut diagnostiziert wurde, könnten eine größere Rolle bei der 

Entstehung von Enzephalitiden bei Karnivoren spielen als bisher angenommen (Prüss 

et al., 2015). Zudem könnten hereditäre Erkrankungen, wie sie beim Hund bekannt sind, 

von Bedeutung sein (Maxie u. Sameh, 2007). 



Diskussion 

 

83 

6.2.2.3 Füchse als Reservoir für BoDV-1? 

Soweit bisher untersucht, stellen Füchse und andere kleine Karnivoren somit im Gegen-

satz zu C. leucodon kein Reservoir für BoDV-1 dar. Sowohl in den endemischen als auch 

in den nicht-endemischen Regionen in Bayern, Baden-Württemberg und Hessen konn-

ten allerdings anti-BoDV-1-Antikörper bei kleinen Karnivoren festgestellt werden. Füchse 

sind jedoch Naturherde für viele Infektionen. Vor allem Enzephalitiden bleiben öfters trotz 

modernster Nachweismethoden heutzutage immer noch ungeklärt (Bourg et al., 2016; 

Lempp et al., 2017). Durch das Vorkommen der Füchse in der Nähe des Menschen 

können sie ein potentielles Risiko für bisher nicht bekannte oder auch potentiell zoono-

tische Erreger darstellen. Großflächige Untersuchungen von Füchsen zur Aufklärung 

dieser nicht-eitrigen Enzephalitiden sind daher anzustreben. 

6.3 Potentieller Zusammenhang zwischen BoDV-1-
Infektionen der Feldspitzmaus und der kleinen 
Karnivoren 

Ein Ziel dieser Studie war es, die potentielle Interaktion und Erregerübertragung zwi-

schen dem Reservoirwirt C. leucodon und kleinen Karnivoren, vor allem Füchsen, aus-

zuarbeiten. In den untersuchten Gebieten in Deutschland kommen C. leucodon und 

kleine Karnivoren flächendeckend vor, dies sowohl in BoDV-1-Endemie- als auch in 

Nichtendemiegebieten (Dieterlen, 2005; Kraft, 2008). Füchse haben eine große Streif-

gebietsgröße und legen besonders in Zeiten der Nahrungsknappheit viele Kilometer zu-

rück (Macdonald, 1993). Diese Eigenschaft könnte eine Virusverschleppung begünsti-

gen. Zwischen den C. leucodon und den kleinen Karnivoren besteht sowohl ein direkter 

Kontakt über die Nahrungskette als auch ein indirekter Kontakt über die Nutzung der 

gleichen Lebensräume. Die Hauptnahrungsquelle von Füchsen sind Wühlmäuse (Micro-

tus sp.), welche die gleichen trockenen und extensiv genutzten Flächen bewohnen wie 

C. leucodon (Lanzki u. Heltai, 2002; Kraft, 2008; Kidawa u. Kowalczyk, 2011). Außerdem 

steht die Feldspitzmaus auch auf dem Speiseplan von Füchsen und kleinen Karnivoren, 

wie zahlreiche Funde von Spitzmausresten in den Fäzes von Rotfüchsen, Dachsen so-

wie Iltissen und Wieseln zeigen (Kauhala et al., 1998; Lanszki u. Heltai 2002; Padial et 

al., 2002; Dieterlen, 2005). In Zeiten der Nahrungsknappheit, vor allem im Winter, ziehen 
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sich Feldspitzmäuse häufig in die Nähe von menschlichen Siedlungen zurück (Kraft, 

2008). Auch Füchse und kleine Karnivoren ziehen immer mehr in die Nähe des Men-

schen (Macdonald, 1993; Contesse et al., 2004). Somit kann es vor allem in den Winter-

monaten zu Kontaktpunkten zwischen den beiden Spezies kommen. Eine Übertragung 

von BoDV-1 durch positive C. leucodon auf kleine Karnivoren in Endemiegebieten wäre 

somit über mehrere Wege möglich, insbesondere da C. leucodon BoDV-1 über viele 

Wege ausscheidet (Nobach et al., 2015). 

Es konnten allerdings kein BoDV-1-Antigen oder virale RNA im Gehirn der seropositiven 

kleinen Karnivoren aus der gleichen Region wie die BoDV-1-positiven C. leucodon de-

tektiert werden. Nicht alle seropositiven Kleinsäuger und kleine Karnivoren stammten 

aus den BoDV-1 Endemiegebieten. Auch in Nichtendemiegebieten, wie in Hessen und 

in Teilen Baden-Württembergs, gab es sowohl seropositive Kleinsäuger als auch sero-

positive Füchse. Dies wird in der Literatur auch für die Endwirte Pferd und Schaf be-

schrieben (Herzog et al., 1994; Grabner et al., 2002). Gründe hierfür können exogene 

und endogene Faktoren sowie unterschiedliche Viruseigenschaften sein. Herzog et al. 

(1994) vermuten, dass stabile equine BoDV-1-Varianten mit veränderter Pathogenität 

eine Rolle spielen könnten. 

Zusammenfassend kann man sagen, dass die Interaktion zwischen den BoDV-1-positi-

ven C. leucodon und den kleinen Karnivoren zumindest laut unseren bisherigen Daten 

keine Rolle im BoDV-1-Infektionszyklus spielt. Weiterführende Untersuchungen zur Be-

deutung der seropositiven kleinen Karnivoren wie die Untersuchung von weiteren Orga-

nen könnten Klarheit bringen. Spill-over-Infektionen, wie bei einer S. araneus aus Öster-

reich (Weissenböck et al., 2017) könnten allerdings jederzeit stattfinden und zeichnen 

neurotrope RNA-Viren aus. Epidemiologische Studien in Kombination mit virusökologi-

schen Fragestellungen sind demzufolge essentiell für das weitere Verständnis über die 

Verbreitung, den Erhalt und die Übertragung von BoDV-1 und weiterer neurotroper und 

potentiell zoonotischer Viren.  
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7 Zusammenfassung 

Die Bornasche Krankheit wird durch das Borna Disease Virus 1 (BoDV-1), einem Virus 

aus der Ordnung Mononegavirales, ausgelöst. Vor allem Pferde und Schafe können an 

dieser tödlich endenden Krankheit, die eine Meningoenzephalitis auslöst, erkranken. 

Aufgrund epidemiologischer Untersuchungen wird seit längerem ein natürliches Virusre-

servoir in den Endemiegebieten vermutet. In der Schweiz wurde BoDV-1 im Jahre 2006 

bei Feldspitzmäusen (C. leucodon) nachgewiesen. Das Ziel der vorliegenden Arbeit war 

die Charakterisierung des Virusreservoirs in den Endemiegebieten in Bayern. Das 

Hauptaugenmerk wurde auf die Rolle der Feldspitzmaus und die unterschiedlichen Ver-

läufe der Infektion bei den Kleinsäugern gelegt. Zusätzlich sollten zuverlässige Nach-

weise einer BoDV-1-Übertragung von der Spitzmaus auf das Pferd erbracht werden. In 

einem zweiten Teil der Studie wurde untersucht, ob sich Füchse (Vulpes vulpes), Dachse 

(Meles meles) und andere kleinen Karnivoren durch den Kontakt mit BoDV-1-infizierten 

Feldspitzmäusen anstecken und als Reservoir fungieren können. 

Für den ersten Teil der Studie wurden insgesamt 337 Kleinsäuger, davon 87 Soricidae, 

122 Muridae und 128 Cricetidae aus der Schädlingsbekämpfung von 16 Pferdebetrieben 

beziehungsweise von Privatpersonen aus Bayern, Baden-Württemberg und Hessen un-

tersucht. Elf Betriebe aus Endemiegebieten in Bayern verzeichneten mindestens einen 

Fall von equiner Bornascher Krankheit. Die Auswertung der Betriebsdaten zeigte unter 

anderem, dass die Umgebung der Betriebe mit den Habitatbedingungen von C. leuco-

don korrelierte und es in fast allen Betrieben offene Zugänge zu Ställen und Futterkam-

mern gab, die ein Endringen von Kleinsäugern ermöglichten. Die Kleinsäuger wurden 

auf anti-BoDV-1-Serumantikörper mittels indirektem Immunofluoreszenztest (IIFT) und 

auf BoDV-1-RNA mittels RT-qPCR und nested-RT-PCR untersucht. BoDV-1-positive 

Tiere und Kontrolltiere wurden zusätzlich mittels Immunhistologie (IHC) und In-situ-Hyb-

ridisierung (ISH) auf BoDV-1-Antigen, genomische und messenger RNA untersucht und 

die virale RNA wurde sequenziert. 

Bei fünf C. leucodon waren BoDV-1-RNA und -Antigen im zentralen und peripheren Ner-

vensystem, sowie in peripheren Organen und Geweben nachweisbar. Von diesen fünf 

C. leucodon waren drei seropositiv mit Titern bis zu 1:20480, eine wies einen Titer von 
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<1:10 auf, und von einer C. leucodon war kein Serum verfügbar. Zwei C. leucodon waren 

nur serologisch positiv. Die BoDV-1-positiven C. leucodon stammten aus zwei Betrieben 

im Landkreis Günzburg in Schwaben. Der Vergleich der Virussequenzen einer BoDV-1-

positiven C. leucodon und einem an BD erkrankten Pferd aus demselben Betrieb ergab 

eine 100% Homologie. Zusätzlich konnte eine 98% Homologie zu anderen Feldisolaten 

aus dem Cluster Baden-Württemberg und Bayern II festgestellt werden (über 2150 

Nukleotide). Desweiteren wurden noch bei sechs Soricidae, vier Muridae und einer 

Cricetidae anti-BoDV-1-Antikörper mit Titern bis zu 1:320 festgestellt. 

Im zweiten Teil der Studie wurden Blut- und Gehirnproben von 232 Rotfüchsen, elf Dach-

sen, einem Mauswiesel (Mustela nivalis) und einem Iltis (Mustela putorius) aus Bayern, 

Baden-Württemberg und Hessen auf anti-BoDV-1-Serumantikörper, BoDV-1-RNA und 

ggf. auf BoDV-1-Antigen mittels IIFT, RT-qPCR, nested-RT-PCR und IHC untersucht. 

Eine speziell entwickelte pan-Borna-RT-PCR, die auch das zoonotische VSBV-1 er-

kennt, sowie eine metagenomische Analyse von drei repräsentativen Gehirnproben wur-

den weiterhin angewendet. Insgesamt lagen bei 38 von 238 untersuchten Kleinsäu-

gerseren (37 Füchse und ein Dachs) anti-BoDV-1-Antikörper vor. Die Titer reichten von 

1:40 bis 1:2650. Die positiven IIFT-Resultate wurden mit Hilfe eines Western Blots be-

stätigt. Es konnte kein statistisch signifikanter Unterschied zwischen dem Vorkommen 

von seropositiven Füchsen aus Endemie- und Nichtendemiegebieten festgestellt wer-

den. Histologisch wiesen 16 Rotfüchse eine nicht-eitrige (Meningo-) Enzephalitis auf. Es 

konnte jedoch weder BoDV-1-Antigen noch -RNA im Gehirn der Tiere nachgewiesen 

werden. Bei sechs von zehn Füchsen wurde eine Staupeinfektion festgestellt, allerdings 

konnte bei den restlichen zehn Tieren die Ursache der Enzephalitis nicht geklärt werden. 

Tollwut, Staupe, Aujeszky’sche Krankheit, Toxoplasmose, Parvovirose, sowie Infektio-

nen mit Flaviviren und caninen Adenoviren konnten ausgeschlossen werden.  

Abschließend kann C. leucodon als Reservoirwirt für BoDV-1 in Bayern bestätigt wer-

den. Es kann von einer BoDV-1-Übertragung von infizierten C. leucodon auf das Pferd 

ausgegangen werden. Die BoDV-1-Infektion der Kleinsäuger kann sich in unterschiedli-

chen Infektionsverläufen manifestieren. Füchse und Dachse stellen aufgrund bisher vor-

liegender Daten kein Reservoir für Bornaviren in Deutschland dar.   
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8 Summary 

The etiological agent of Borna disease (BD) is the Borna disease virus (BoDV-1) within 

the order Mononegavirales. BD is a fatal disease and can induce a meningoencephalitis 

in the main natural hosts horses and sheep. Epidemiologic studies have indicated natural 

virus reservoirs in endemic regions for BD for a long time. The first evidence of BoDV-1-

infection in the bicoloured white-toothed shrew (C. leucodon) was found in 2006 in Swit-

zerland. The aim of the present study was to characterise BoDV-1 reservoirs in endemic 

regions in Bavaria. The role of C. leucodon in natural BoDV-1 infection and the different 

courses of BoDV-1-infection in small mammals were of particular interest. An additional 

objective was to provide reliable evidence for a shrew to horse transmission. The aim of 

the second part of the study was to investigate whether red foxes (Vulpes vulpes), badg-

ers (Meles meles) and other small carnivores can be affected by BoDV-1 and act as a 

reservoir after they have been in contact with BoDV-1-shedding C. leucodon. 

In a first study, we investigated samples from 337 small mammals, including 87 Sori-

cidae, 122 Muridae and 128 Cricetidae from pest control of a total of 16 horse farms 

respectively from private persons in Bavaria, Baden-Württemberg and Hesse. Eleven 

farms in Bavaria had a history of equine borna disease. The evaluation of farm data 

showed amongst other factors that the surroundings of the farms correlated with the 

habitat conditions of C. leucodon and almost all farms presented open access to stables 

and feeding chambers for small mammals. Antibody detection was performed by indirect 

immunofluorescence test (IIFT) and BoDV-1-RNA-detection by RT-qPCR and nested-

RT-PCR. BoDV-1 positive small mammals and control animals were additionnally ana-

lysed by immunohistochemistry (IHC) and in situ hybridization (ISH) for the detection of 

BoDV-1 antigen, genomic and messenger BoDV-1 RNA. Viral RNA was sequenced. 

A total of five out of 30 C. leucodon were positive for BoDV-1-antigen and -RNA in the 

central and peripheral nervous system and in peripheral organs and tissues. However, 

only three C. leucodon displayed anti-BoDV-1-antibodies with titers up to 1:20480. One 

C. leucodon displayed no antibodies and no serum sample was available for another C. 

leucodon. Two out of 30 C. leucodon displayed only anti-BoDV-1 antibodies. The positive 

shrews originated from two horse farms in the Günzburg administrative district in Swabia. 
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A BoDV-1 shrew sequence revealed 100% homology to an amplificate from a diseased 

horse of the same flock and 98% homology to field strains from the virus cluster of Ba-

den-Württemberg and Bavaria II (covering 2150 nucleotides). Furthermore, six 

Soricidae, four Muridae and one Cricetidae displayed anti-BoDV-1-antibodies with titers 

up to 1:320. 

In the second part of the study, samples of 232 red foxes, eleven badgers, one weasel 

(Mustela nivalis) and one polecat (Mustela putorius) from Bavaria, Baden-Württemberg 

and Hesse were analysed for anti-BoDV-1-antibodies, BoDV-1-RNA and BoDV-1-anti-

gen (where applicable) by IIFT, RT-qPCR, nested-RT-PCR and IHC. A specially de-

signed pan-Borna-RT-PCR detecting the zoonotic VSBV-1 and a metagenomic analysis 

for three representative brain samples were additionally applied. 38 out of 238 small 

carnivores (37 foxes and one badger) displayed anti-BoDV-1-antibodies. Titers reached 

from 1:40 to 1:2560. The specificity of the antibodies was confirmed by western blot. 

There was no statistically significant difference between the occurrences of seropositive 

small carnivores in endemic and non-endemic regions. 16 red foxes showed a non sup-

purative (meningo-) encephalitis by histological examination. Neither BoDV-1-antigen 

nor -RNA could be detected in the brain samples. Canine distemper virus was found in 

the brains of six foxes, but for ten out of 16 foxes with encephalitis the cause remained 

unclear. Foxes with non-suppurative encephalitis were investigated for the presence of 

rabies, canine distemper, toxoplasmosis, aujeszky’s disease, parvovirus, flavivirus and 

canine adenovirus infections. 

To conclude, C. leucodon act as a reservoir for BoDV-1 in Bavaria. The transmission 

from BoDV-1-infected C. leucodon to horses is highly likely. There exist different courses 

of BoDV-1-infection in small mammals. Regarding the present data there are no indices 

that small carnivores act as a reservoir for BoDV-1 in Germany.  
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10 Anhang 

10.1  Arbeitsblatt „Betriebsinformationen“ 

Das Arbeitsblatt „Betriebsinformationen“ wurde in Zusammenarbeit mit den Stallbesit-

zern oder deren Vertretern bei der ersten Übergabe von Kleinsäugern aus der Schäd-

lingsbekämpfung der Betriebe ausgefüllt. 
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Betriebsinformationen 

Name Betrieb   __________________________________________________ 
Adresse            __________________________________________________ 
Stallbesitzer      __________________________________________________ 
Telefonnummer__________________________________________________ 
Datum               __________________________________________________ 

 
1. Pferde 

 
1.1. Pferdehaltung auf dem Betrieb 

o Seit mehr als 50 Jahren 
o Seit 49–20 Jahren 
o Seit 19–3 Jahren 
o Seit < als 3 Jahren 

 
1.2. Anzahl der Pferde 

o 1–5 
o 6–20 
o 21–40 
o >40 

 
1.3. Kontakte zu betriebsfremden Pferden (Neuzugänge, Gruppenwechsel, 

Turniere, Lehrgänge, Wanderreitstation) 
o Regelmäßig 
o 5–10* im Jahr 
o 1–4* im Jahr 
o Weniger 

 
1.4. Andere Tierarten in dem Betrieb 

o Rinder 
o Esel 
o Schweine 
o Hunde 
o Katzen 
o Sonstige: _____________ 

 
1.5. Umgebung des Betriebes 

o Waldgebiet (Entfernung zum Wald in km _____) 
o Ackerlandschaft 
o Wiesenlandschaft 
o Siedlungsbereich 
o Sonstiges _____________ 

NR: 
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2. Haltung 

 
2.1. Haltung 

o Reine Boxenhaltung 
o Boxen- und Paddockhaltung (s. 2.2.) 
o Boxen- und Weidehaltung (s. 2.3.) 
o Offenstall 
o Sonstiges _____________ 

 

2.2. Auslauffläche in m² ___________ 
2.3. Weidefläche in m² ____________ 
2.4. Entfernung zwischen Weidefläche und Stall/Box: __________ 
2.5. Isolation des Stalles 

o Eindringen von Nagern schwer möglich (Türen und Fenster Tag und 
Nacht geschlossen) 

o Tagsüber Türen und Fenster im Stallgebäude offen 
o Weitere Zugänge (Spalten und Löcher) offen 
o Unterstand ohne Türen und Fenster 

 
3. Hygiene 

 
3.1.  Einstreu 

o Stroh 
o Späne 
o Spezialmatten 
o Sonstiges ______________ 

 
3.2. Zeitplan Ausmisten der Boxen/Reinigung von Paddocks, Unterständen 

o Mind. 1* täglich 
o 3–6* pro Woche 
o 1–2* pro Woche 
o Matratzenhaltung 
o Sonstiges ______________ 

 
3.3. Lagerung des Kraftfutters 

o In einem geschlossenen Raum (s. 3.4.) 
o Auf der Stallgasse 
o In geschlossenen Boxen/Truhen 
o Ohne Deckel/offene Futtersäcke 
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3.4. Isolation der Futterkammer 
o Eindringen von Nagern schwer möglich (Türen und Fenster Tag und 

Nacht geschlossen) 
o Tagsüber Türen und/oder Fenster der Futterkammer offen 
o Weitere Zugänge (Spalten und Löcher) offen 

 
4. Schadnagerbekämpfung 

 
4.1. Häufigkeit der Schadnagerbekämpfung 

o Ständig Bekämpfungsmaßnahmen 
o Jährlich 
o Nur bei Problemen oder Hinweis auf Befall 

 
4.2. Arten der Schadnagerbekämpfung 

o Katzen 
Anzahl: _______________ 

o Lebendfallen 
Anzahl: _______________ 

o Totschlagfallen 
Anzahl: _______________ 

o Auslegen von Gift 
An wievielen Stellen: __________ 

o Sonstiges____________________ 
 

4.3. In welchen Bereichen wird eine Schadnagerbekämpfung vorgenommen 
o Gesamter Betrieb (Innen- sowie Außenbereich) 
o Futterkammer 
o Scheune 
o Außenbereich 
o Stallgasse 
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10.2 Informationen zu den einzelnen Pferdebetrieben mit 
dem Vorkommen der Bornaschen Krankheit beim 
Pferd 

Die folgenden Tabellen beinhalten eine Übersicht der Informationen, die anhand des 

Arbeitsblattes „Betriebsinformationen“ (siehe Anhang 10.1) gewonnen werden konnten.  
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1. Pferde         
         

Nummer  Pferdehaltung auf dem Betrieb (J) Anzahl der Pferde 
Betrieb >50  49–20 19–3 <3 1–5 6–20 21–40 >40 

1   x           x 
2     x   x       
3     x     x     
4     x       x   
5   x       x     
6   x           x 
7   x           x 
8   x       x     

10     x     x     
12 x             x 
14 x       x       

         
         
         

Nummer  Kontakte zu betriebsfremden Pferden Andere Tierarten im Betrieb 
Betrieb Rglm. 5–10*/Jahr 1–4*/Jahr Weniger Nutztiere Hunde Katzen Sonstige* 

1 x         x x x1 
2     x       x x2 
3 x         x x   
4     x     x x   
5     x           
6   x       x x   
7 x         x     
8 x         x x x3 

10       x   x     
12 x         x x   
14       x         

     *Sonstige: Geflügel (x1, x2, x3) Esel (x1), Ziege (x1)  

         
         

Nummer  Umgebung des Betriebes (vorwiegend)     
Betrieb Wald Ackerland Wiesen Siedlung     

1 x   x       
2 x x   x     
3       x     
4   x x       
5     x       
6 x           
7 x x         
8   x x       

10   x x       
12   x x       
14   x x x     
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2. Haltung         
         

Nummer  Haltung Isolation des Stalls 

Betrieb Box 
Box+ 

Paddock Box+Weide Offenstall geschlossen tags. offen immer offen  
Unter-
stand 

1   x x     x x   
2   x       x x   
3   x x     x x   
4   x x     x x   
5     x     x x   
6       x   x x   
7 x x       x x   
8   x x     x x   

10     x   k.A. k.A. k.A. k.A. 
12 x x x     x x   
14 x           x   

     k.A. keine Angabe 
3. Hygiene 

         
Nummer  Einstreu Ausmisten, reinigen von Box/Paddock/Unterstand 
Betrieb Späne Stroh Matten Sonstiges >1* tägl. 3–6*/Woche 1–2*/Woche Matratze 

1 x x     x       
2   x     x       
3   x     x       
4   x           x 
5   x     x       
6   x           x 
7 x x     x       
8 x       x       

10 k.A. k.A. k.A. k.A. k.A. k.A. k.A. k.A. 
12 x x     k.A. k.A. k.A. k.A. 
14   x       x     

 k.A. keine Angabe       
         
         

Nummer  Lagerung von Kraftfutter Isolation der Futterkammer  

Betrieb eig. Raum Stallgasse Truhe offen geschlossen tlw. offen 
mult. 

Zugänge  
1   x   x   x x  
2   x x     x x  
3     x x   x x  
4   x x     x x  
5     x     x x  
6     x     x x  
7       x   x x  
8   x       x x  

10                
12 k.A. k.A. k.A. k.A. k.A. k.A. k.A.  
14 x       x      

 k.A. keine Angabe       
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4. Schadnagerbekämpfung       
        
Nummer Arten der Schadnagerbekämpfung Häufigkeit der Maßnahmen* 

Betrieb Katzen Lebendfallen 
Totschlag-

fallen Giftköder ständig jährlich bei Hinweis 
1 x  x x   x 
2 x   x x   
3 x   x   x 
4 x   x   x 
5       x 
6 x       
7    x x   
8 x  x    x 

10       x 
12 x      x 
14       x 

     *Bekämpfung durch Katzen nicht  

     eingeschlossen  
        
Nummer Bereiche in denen Schadnager bekämpft werden   

Betrieb Gesamtbetrieb 
Futter- 

kammer Scheune 
Außen- 
bereich Stallgasse   

1  x   x   
2    x    
3    x    
4  x x  x   
5        
6        
7 x       
8  x      

10 k.A. k.A. k.A. k.A. k.A.   
12 k.A. k.A. k.A. k.A. k.A.   
14        

 k.A. keine Angabe      
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10.3 Untersuchung von 100 Kleinsäugern auf anti-BoDV-1-
Antikörper und BoDV-1-RNA 

Kennung Art Herkunft  Herkunft BoDV-1 PCR IIFT 
10001 Microtus sp. LKR Neumarkt i.d. Oberpfalz BY Negativ <1:10 
10002 A. sylvaticus LKR Neumarkt i.d. Oberpfalz BY Negativ <1:10 
10003 A. sylvaticus LKR Neumarkt i.d. Oberpfalz BY Negativ <1:10 
10004 A. sylvaticus LKR Neumarkt i.d. Oberpfalz BY Negativ <1:10 
10005 M. musculus LKR Neumarkt i.d. Oberpfalz BY Negativ <1:10 
10006 C. leucodon LKR Neumarkt i.d. Oberpfalz BY Negativ <1:10 
10007 A. sylvaticus LKR Neumarkt i.d. Oberpfalz BY Negativ <1:10 
10008 A. sylvaticus LKR Neumarkt i.d. Oberpfalz BY Negativ <1:10 
10009 A. sylvaticus LKR Neumarkt i.d. Oberpfalz BY Negativ <1:10 
10010 A. flavicollis LKR Neumarkt i.d. Oberpfalz BY Negativ <1:10 
11002 A. sylvaticus LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ <1:10 
11003 S. araneus LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ <1:10 
12001 A. sylvaticus LKR Eichstätt BY Negativ <1:10 
6012 A. terrestris LKR Augsburg BY Negativ <1:10 
6013 Microtus sp. LKR Augsburg BY Negativ <1:10 
6014 Microtus sp. LKR Augsburg BY Negativ <1:10 
6016 A. terrestris LKR Augsburg BY Negativ <1:10 
6017 A. terrestris LKR Augsburg BY Negativ <1:10 
6018 A. terrestris LKR Augsburg BY Negativ <1:10 
6019 A. terrestris LKR Augsburg BY Negativ <1:10 
6020 A. terrestris LKR Augsburg BY Negativ <1:10 
6021 A. terrestris LKR Augsburg BY Negativ <1:10 
4003 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4004 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4005 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4006 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4007 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4008 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4009 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4010 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4011 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4012 Hausmaus LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4013 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4014 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4015 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4016 M. glareolus LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4017 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4018 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4019 M. musculus LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4020 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4021 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4022 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4023 A. sylvaticus LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4024 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4025 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
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Kennung Art Herkunft  Herkunft BoDV-1 PCR IIFT 
4026 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
4027 Microtus sp. LKR Unterallgäu BY Negativ <1:10 
6022 M. glareolus LKR Augsburg BY Negativ <1:10 
6023 A. terrestris LKR Augsburg BY Negativ <1:10 
6024 A. terrestris LKR Augsburg BY Negativ <1:10 
6025 A. sylvaticus LKR Augsburg BY Negativ <1:10 
6026 A. terrestris LKR Augsburg BY Negativ <1:10 
6027 Microtus sp. LKR Augsburg BY Negativ <1:10 
8007 A. sylvaticus LKR Weilheim-Schongau BY Negativ < 1: 10 
8008 A. sylvaticus LKR Weilheim-Schongau BY Negativ < 1: 10 
8009 A. sylvaticus LKR Weilheim-Schongau BY Negativ < 1: 10 
11004 A. sylvaticus LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ < 1: 10 
11005 A. sylvaticus LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ < 1: 10 
11006 M. musculus LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ k.A. 
10011 A.terrestris LKR Neumarkt i.d. Oberpfalz BY Negativ < 1: 10 
10012 Microtus sp. LKR Neumarkt i.d. Oberpfalz BY Negativ < 1: 10 
5073 M. musculus LKR Günzburg BY Negativ < 1: 10 
5074 S. minutus LKR Günzburg BY Negativ k.A. 
11007 S. araneus LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ < 1:10 
11010 S. araneus LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ < 1: 10 
11011 S. araneus LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ < 1:10 
11012 S. araneus LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ < 1:10 
11013 S. araneus LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ k.A. 
11015 S. araneus LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ < 1: 10 
11016 S. araneus LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ k.A. 
11017 A. flavicollis LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ k.A. 
11018 A. flavicollis LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ < 1: 10 
11019 S. coronatus LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ < 1: 10 
12002 M. glareolus LKR Eichstätt BY Negativ k.A. 
5076 A. sylvaticus LKR Günzburg BY Negativ < 1:10 
11020 A. terrestris LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ <1:10 
11022 A. flavicollis LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ <1:10 
5078 A. sylvaticus LKR Günzburg BY Negativ <1:10 
5079 C. leucodon LKR Günzburg BY Negativ <1:10 
14001 C. leucodon LKR Günzburg BY Negativ <1:10 
5080 C. leucodon LKR Günzburg BY Negativ k.A. 
11023 C. leucodon LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ k.A. 

F5 A. flavicollis LKR Gießen HE Negativ <1:10 
11008 C. leucodon LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ <1:10 
11009 S. araneus LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ <1:10 
11021 S. minutus LKR Erlangen-Höchstadt BY Negativ <1:10 
9002 A. sylvaticus LKR Günzburg BY Negativ <1:10 
9003 A. sylvaticus LKR Günzburg BY Negativ <1:10 
9004 A. sylvaticus LKR Günzburg BY Negativ <1:10 
9005 A. sylvaticus LKR Günzburg BY Negativ <1:10 
9006 A. sylvaticus LKR Günzburg BY Negativ <1:10 
5075 C. leucodon LKR Günzburg BY Negativ <1:10 
13001 A. sylvaticus Hochtaunuskreis HE Negativ <1:10 
13003 C. russula Hochtaunuskreis HE Negativ <1:10 
13004 C. russula Hochtaunuskreis HE Negativ <1:10 
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Kennung Art Herkunft Herkunft BoDV-1 PCR IIFT 
13005 A. sylvaticus Hochtaunuskreis HE Negativ <1:10 
13006 A. sylvaticus Hochtaunuskreis HE Negativ <1:10 
6006 A. terrestris LKR Augsburg BY Negativ <1:10 
9007 A. sylvaticus LKR Günzburg BY Negativ <1:10 
9008 A. sylvaticus LKR Günzburg BY Negativ <1:10 
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10.4 Kein Nachweis von anti-BoDV-1-spezifischen 
Antikörpern bei 107 Kleinsäugern 

Kennung Art Herkunft Herkunft IIFT 

11024 S. minutus LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:5 

11025 A. sylvaticus LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:10 

11026 S. minutus LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:5 

11027 S. minutus LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:5 

11028 A. sylvaticus LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:10 

11029 M. glareolus LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:10 

11031 A. sylvaticus LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:10 

11032 A. sylvaticus LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:10 

11033 A. sylvaticus LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:10 

11034 A. sylvaticus LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:10 

11035 A. sylvaticus LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:10 

11036 A. flavicollis LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:10 

11037 A. terrestris LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:10 

12003 Microtus sp. LKR Eichstätt BY <1:10 

12004 Microtus sp. LKR Eichstätt BY <1:10 

12005 Microtus sp. LKR Eichstätt BY <1:10 

12007 S. araneus LKR Eichstätt BY <1:5 

12008 Microtus sp. LKR Eichstätt BY <1:10 

12009 Microtus sp. LKR Eichstätt BY <1:10 

12010 S. araneus LKR Eichstätt BY <1:5 

10013 Microtus sp. LKR Neumarkt i. d. Oberpfalz BY <1:10 

10014 Microtus sp. LKR Neumarkt i. d. Oberpfalz BY <1:10 

10015 Microtus sp. LKR Neumarkt i. d. Oberpfalz BY <1:10 

10016 Microtus sp. LKR Neumarkt i. d. Oberpfalz BY <1:10 

10017 Microtus sp. LKR Neumarkt i. d. Oberpfalz BY <1:10 

10018 A. sylvaticus LKR Neumarkt i. d. Oberpfalz BY <1:10 

10019 A. terrestris LKR Neumarkt i. d. Oberpfalz BY <1:10 

10020 Microtus sp. LKR Neumarkt i. d. Oberpfalz BY <1:10 

10021 A. sylvaticus LKR Neumarkt i. d. Oberpfalz BY <1:10 

10022 A. sylvaticus LKR Neumarkt i. d. Oberpfalz BY <1:10 

10023 Microtus sp. LKR Neumarkt i. d. Oberpfalz BY <1:10 

10024 Microtus sp. LKR Neumarkt i. d. Oberpfalz BY <1:10 

10025 Microtus sp. LKR Neumarkt i. d. Oberpfalz BY <1:10 

10026 Microtus sp. LKR Neumarkt i. d. Oberpfalz BY <1:10 

10027 Microtus sp. LKR Neumarkt i. d. Oberpfalz BY <1:10 

10028 Microtus sp. LKR Neumarkt i. d. Oberpfalz BY <1:10 

10029 A. terrestris LKR Neumarkt i. d. Oberpfalz BY <1:10 

8010 S. coronatus LKR Weilheim-Schongau BY <1:5 

8011 S. araneus LKR Weilheim-Schongau BY <1:5 

8012 S. araneus LKR Weilheim-Schongau BY <1:5 

11038 S. araneus LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:5 



Anhang 

 

125 

Kennung Art Herkunft Herkunft IIFT 

11039 S. araneus LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:5 

11040 A. sylvaticus LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:10 

11041 A. sylvaticus LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:10 

11042 S. minutus LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:5 

11043 S. araneus LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:5 

11044 S. araneus LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:5 

11051 S. araneus LKR Erlangen-Höchstadt BY <1:10 

12 M. musculus Zollernalbkreis BW <1:10 

15 M. musculus Zollernalbkreis BW <1:10 

21 C. russula Zollernalbkreis BW <1:10 

23 Microtus sp. Zollernalbkreis BW <1:10 

25 Microtus sp. Zollernalbkreis BW <1:10 

44 M. musculus LKR Sigmaringen BW <1:10 

48 A. sylvaticus Zollernalbkreis BW <1:10 

52 A. terrestris Zollernalbkreis BW <1:10 

67 C. russula Zollernalbkreis BW <1:10 

68 M. musculus Zollernalbkreis BW <1:10 

71 M. musculus Zollernalbkreis BW <1:10 

72 M. musculus Zollernalbkreis BW <1:10 

73 M. musculus Zollernalbkreis BW <1:10 

74 M. musculus Zollernalbkreis BW <1:10 

10 Microtus sp. Zollernalbkreis BW <1:10 

16 C. russula Zollernalbkreis BW <1:10 

20 S. coronatus LKR Reutlingen BW <1:10 

20A C. russula Zollernalbkreis BW <1:10 

40 M. musculus LKR Sigmaringen BW <1:10 

41 M. musculus LKR Sigmaringen BW <1:10 

42 M. musculus LKR Sigmaringen BW <1:10 

47 M. musculus LKR Sigmaringen BW <1:10 

49 M. musculus Zollernalbkreis BW <1:10 

50 Microtus sp. Zollernalbkreis BW <1:10 

60 C. russula Zollernalbkreis BW <1:10 

61 M. musculus Zollernalbkreis BW <1:10 

62 C. russula Zollernalbkreis BW <1:10 

65 C. russula Zollernalbkreis BW <1:10 

77 Microtus sp. Zollernalbkreis BW <1:10 

198 C. russula Zollernalbkreis BW <1:10 

207 C. russula Zollernalbkreis BW <1:10 

225 C. russula Zollernalbkreis BW <1:10 

237 C. russula Zollernalbkreis BW <1:10 

242 S. coronatus LKR Rottweil BW <1:10 

245 S. araneus LKR Rottweil BW <1:10 

14 M. musculus Zollernalbkreis BW <1:10 

24 Microtus sp. Zollernalbkreis BW <1:10 

26 Microtus sp. Zollernalbkreis BW <1:10 
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Kennung Art Herkunft Herkunft IIFT 

38 M. musculus LKR Sigmaringen BW <1:10 

39 M. musculus LKR Sigmaringen BW <1:10 

43 M. musculus LKR Sigmaringen BW <1:10 

46 M. musculus LKR Sigmaringen BW <1:10 

51 Microtus sp. Zollernalbkreis BW <1:10 

63 C. russula Zollernalbkreis BW <1:10 

75 M. musculus Zollernalbkreis BW <1:10 

76 Microtus sp. Zollernalbkreis BW <1:10 

U1 Microtus sp. k.A. BW <1:10 

U2 A. terrestris Zollernalbkreis BW <1:10 

H2 C. russula Lahn-Dill-Kreis HE <1:5 

H3 C. russula LKR Giessen HE <1:5 

H4 A. sylvaticus LKR Giessen HE <1:10 

H5 C. russula LKR Giessen HE <1:10 

16001 M. musculus LKR Giessen HE <1:10 

16002 M. musculus LKR Giessen HE <1:10 

16003 M. musculus LKR Giessen HE <1:10 

16004 M. musculus LKR Giessen HE <1:10 

16005 M. musculus LKR Giessen HE <1:10 

16006 M. musculus LKR Giessen HE <1:10 

16007 M. musculus LKR Giessen HE <1:10 
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Eigenanteil 

Nachweis der Eigenleistung von Manon Bourg bei den zwei Veröffentlichungen und dem 

Kapitel „Zusätzliche Untersuchungen“ für die kumulative Dissertation 

Veröffentlichung 1: BOURG M, HERZOG S, ENCARNAÇÃO JA, NOBACH D, LANGE-

HERBST H, EICKMANN M, HERDEN C. Bicolored white-toothed shrews as reservoir 

for Borna disease virus, Bavaria, Germany [letter]. Emerg Infect Dis. 2013;19(12):2064-

6. 

Veröffentlichung 2: BOURG M, NOBACH D, HERZOG S, LANGE-HERBST H, NESSE-

LER A, HAMANN HP, BECKER S, HÖPER D, HOFFMANN B, EICKMANN M, HERDEN 

C. Screening red foxes (Vulpes vulpes) for possible viral causes of encephalitis. Virol J. 

2016;13:151. doi: 10.1186/s12985-016-0608-1. 

Konzeption und Planung sowie Durchführung der Studien, Auswertung der Resul-

tate und Manuskripterstellung 

Manon Bourg konzipierte die Studien zusammen mit ihrer Betreuerin. Sie suchte eigen-

ständig nach Kooperationspartnern für die Beschaffung der Proben von wildlebenden 

Tieren und übernahm die Kommunikation mit den Kooperationspartnern von anderen 

Universitäten und öffentlichen Instituten, den praktischen Tierärzten, den Jägern und 

den Pferdebesitzern. Sie organisierte die Abholung der Kleinsäuger und der Proben der 

kleinen Karnivoren in Bayern, Baden-Württemberg und Hessen, die Dokumentation und 

Probenlagerung, sowie den Austausch zwischen den beteiligten Laboren. Außerdem 

übernahm Sie die Planung der verschiedenen Untersuchungen. 

Manon Bourg charakterisierte die an Studie 1 beteiligten Pferdebetriebe mit dem Vor-

kommen von Bornascher Krankheit mit Hilfe der Auswertung eines selbst erstellten Fra-

gebogens. Sie übernahm die Bestimmung, Sektion und Probenentnahme bei den 

Kleinsäugern. Zum Teil beprobte sie die kleinen Karnivoren eigenständig auf Jagdver-

anstaltungen in Hessen und Bayern. Die Beurteilung der histologischen Schnitte mittels 

Lichtmikroskopie, die komplette BoDV-1-Immunhistologie und In-situ-Hybridisierung und 

deren Interpretation gehörten zu Ihren Aufgaben. Sie half bei der Planung, Durchführung 
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und vor allem Auswertung der molekularbiologischen Resultate zum Nachweis von 

Bornaviren, Flaviviren und Parvoviren mittels pan-Borna-RT-PCR, pan-Flavi-RT-PCR 

und Parvovirus-PCR sowie den immnunhistologischen Analysen zum Nachweis anderer 

Erreger wie BoDV-1 (Canine Staupe-, Adeno-, sowie Parvoviren, Toxoplasma gondii und 

Suides Herpesvirus 1). 

Manon Bourg war für die Planung, Interpretation, Diskussion und Niederschrift der er-

zielten Ergebnisse verantwortlich, die sie in zwei wissenschaftlichen Artikeln in peer-re-

viewed Fachzeitschriften veröffentlichte. Sie bereitete die Manuskripte mit der Interpre-

tation der Daten, allen Tabellen und Abbildungen sowie der Diskussion nach dem aktu-

ellen Stand der Wissenschaft vor. Nach dem Feedback der Ko-Autoren stellte sie die 

fertigen Manuskripte zusammen. Manon Bourg reichte beide Artikel eigenständig ein 

und war für die Revision mit den schriftlichen Stellungnahmen zuständig. 

Folgende Untersuchungen wurden von Kollegen durchgeführt:  

Indirekter Immunofluoreszenztest, Western Blot, BoDV-1-RT-qPCR und nested-

RT-PCR, Tollwut-IFT, Staupe-RT-PCR und NGS. 
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