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Einleitung und Fragestellung

1 Einleitung und Fragestellung

Die Bornasche Krankheit (BD) ist eine virale Infektionskrankheit, die hauptsachlich bei
Pferden und Schafen auftritt. Der Ausldser ist das Virus der Bornaschen Krankheit
(Borna disease virus 1, BoDV-1). Falle von Bornascher Krankheit sind auch bei Haus-,
Nutz- und Zootieren bekannt (zusammengefasst in Herden et al., 2013). Aulzerdem lasst
sich mit dem Bornavirus ein breites Wirtsspektrum experimentell infizieren. Die BoDV-1-
Infektion kann bei immunkompetenten Tieren Uber eine T-Zell-mediierte Immunopatho-
genese eine nicht-eitrige Meningoenzephalitis auslésen. In deren Folge treten vor allem
neurologische Symptome auf, die beim Pferd in den meisten Fallen zum Tod fihren. Das
BoDV-1 gehort zur Ordnung der Mononegavirales, der viele Viren mit hohem zoonoti-
schen Potential wie Rhabdo- und Filoviren angehdren und die eine schwere Krankheit
mit Viruspersistenz auslosen konnen. Kurzlich wurde ein neues, zoonotisches Bornavi-
rus bei Bunthdrnchen (Sciurus variegatoides) und Prevost-Hoérnchen (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 virusékologischen Untersuchungen
zur Herkunft der Bornaviren zum Schutz von Tier- und 6ffentlicher Gesundheit, auch im

Sinne des ,One Health-Ansatzes.

Epidemiologische Faktoren, wie beispielsweise eine sakulare 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
Feldspitzmausen (Crocidura leucodon). Bislang fehlten aber Untersuchungen von wild-
lebenden Kleinsaugern in weiteren Endemie- und Nichtendemiegebieten in Deutsch-
land, wie z.B. in Bayern, welche die generelle Rolle von Feldspitzmausen als Reservoir
von BoDV-1 bestéatigen. Hierfur sollen in dieser Arbeit Virusnachweise dargelegt und
Daten zur Viruspersistenz gesammelt werden. Einen weiteren Ansatz liefern Fragebo-
gen, um Betriebe, in denen die equine BD vorkommt, besser charakterisieren zu konnen.
Als weitere potentielle Reservoirspezies kommen der Rotfuchs (Vulpes vulpes) sowie
andere kleine Karnivoren in Frage. Sie sind auf die Pradation von Kleinsdugern spezia-

lisiert und empfanglich fur Infektionen mit Viren der Ordnung Mononegavirales. Ob sie

1



Einleitung und Fragestellung

sich durch den Kontakt mit positiven Feldspitzmausen mit BoDV-1 infizieren kdnnen oder
gar ein weiteres Reservoir darstellen, war bislang nicht bekannt. Im Hinblick auf das
vermehrte Vorkommen von Flchsen in der Nahe des Menschen hat dies eine wichtige
Frage dargestellt. Weiterhin galt es, unklare, nicht-eitrige Enzephalitiden bei kleinen Kar-
nivoren weiterfuhrend auf mogliche Infektionen mit BoDV-1 oder anderen Erregern zu

untersuchen.

Das Ziel dieser initialen Studie war die ldentifikation von BoDV-1-Reservoiren in
Deutschland, vor allem in Endemiegebieten in Bayern. Das Augenmerk lag auf der ge-
zZielten Untersuchung von wildlebenden Kleinsaugern 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 Fallen von Bornascher Krankheit und Reservoirwirten sollten dargestellt werden.
Aulerdem sollten mdgliche unterschiedliche Infektionsverlaufe bei Kleinsaugern und

kleinen Karnivoren aufgezeigt werden.

Die Uberwachung von Wildtieren zur Abschatzung der Inzidenz und der méglichen Aus-
breitung von zoonotischen Krankheitserregern hat das Ziel, eine Ubertragung von Tier
zu Tier sowie eine potentielle Ubertragung auf den Menschen zu verhindern. Die vorlie-
gende Arbeit soll zudem eine wesentliche Grundlage fir eine fundierte Risikobewertung
fur Pferde in Endemiegebieten darstellen. Aufgrund der Ergebnisse aus den Untersu-
chungen von Kleinsdugern und kleinen Karnivoren kbnnen Handlungsanweisungen zum
Schutz der Pferde vor BoDV-1-Infektionen beziehungsweise anderen Viren ausgearbei-

tet werden.



Literaturtbersicht

2 Literaturubersicht

2.1 Definition und Bedeutung von Virusreservoiren

Fur 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
Okologisches System, in dem ein Infektionserreger dauerhaft Gberleben kann. Wird ein
Wirt durch einen Erreger infiziert, fur dessen Erhalt er nicht erforderlich ist, wird er als
Zufallswirt bezeichnet. Haydon et al. (2002) beschranken 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 Ubertragt. Erregerreservoire kbnnen 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 ursprunglich 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-
strangige, nicht-segmentierte, negativ-orientierte RNA-Viren, die zu der Ordnung Mono-
negavirales gehoren, zu denen auch Viren der Gattungen Lyssavirus, Henipavirus und
Marburgvirus gehéren. Die humanpathogenen Viren dieser Gattungen verursachen un-
ter anderem Enzephalitiden und hamorrhagische Fieber und sind charakterisiert durch
Okologische 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 disziplinibergreifenden ,One Health‘-Ansat-
zes dient die Untersuchung von potentiellen Erregerreservoiren in der Natur dazu, die
Ubertragungswege besser zu verstehen, Risikoanalysen zu ermdglichen und somit po-

tentiellen Zoonosen vorzubeugen.
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Einige Viren wie Hantaviren und Bornaviren flihren 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
fur 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 koevolutionare Mechanismen, bei denen sich Virus und Wirt gegensei-
tig in ihrer Evolution beeinflussen, eine groflie Rolle (Streicker et al., 2012; Geoghegan
et al.,, 2017). Anhand der Untersuchungen von Infektionen mit Rhabdoviren (Rhabdo-
viridae) bei Fledermausen 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. Fur ein besseres Verstandnis der Virusevolution missen 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 ermdglichen. Diese kdonnen beispielsweise eine Immunevasion, eine Unterdru-
ckung oder Veranderung der antiviralen, proinflammatorischen und zellularen Immunan-
twort des Wirtes oder das Ausldsen von regulatorischen Reaktionen im Wirt sein. Ande-
rerseits gibt es auch Adaptationen der Wirte, um die schadlichen 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 verandern (Easterbrook et al., 2008).

RNA-Viren zeichnen sich zudem durch die Ubertragung lber Speziesgrenzen hinweg
aus (Geoghegan et al., 2017). Die Fahigkeit eines Pathogens, mehrere Wirte, insbeson-
dere Wirte aus einer anderen taxonomischen Ordnung oder Wildtiere zu infizieren, gilt
als Risikofaktor fur Ubertragung auf den Menschen oder z.B. auf Nutztiere. Hierfir sind
vor allem RNA-Viren pradestiniert (Cleaveland et al., 2001; Woolhouse et al., 2005, Ge-
oghegan et al., 2017). Schlegel (2012) zeigte, dass naturliche Spill-over-Infektionen bei

der Evolution der Hantaviren (Hantaviridae) eine bedeutende Rolle spielen. Diese Spill-



Literaturtbersicht

over-Infektionen kénnten eine erste Etappe zum Wirtswechsel beziehungsweise zu ei-
nem genetischen Reassortment darstellen (Schlegel et al., 2012). Auch das Canine
Staupevirus (Paramyxoviridae) ist bekannt fir Spill-over-Infektionen, die regelmaRig zu

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

Zu weiteren Uberlebensstrategien von RNA-Viren zahlen die Entstehung von verschie-
denen Antigenvarianten durch hohe Mutationsraten und die Infektion Gber Schleimhaute,

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

Um ein Virusreservoir zu charakterisieren und PraventionsmalRnahmen ausarbeiten zu
kénnen, 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 kdnnen einzelne Nachweise,
sowie Informationen aus Fall-Kontroll- oder Kohortenstudien sein. In einem zweiten
Schritt folgt die Bestatigung der natlrlichen 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 Ubertragung des Erregers aus dem Reservoir auf den
Endwirt festgestellt und das Ubertragungsrisiko abgeschatzt werden (Haydon et al.,
2002; Viana et al., 2014). Um das Reservoir zu bestatigen, wird anhand von Interventi-
onsstudien getestet, ob spezifischne MaRnahmen eine Ubertragung des Erregers aus

dem Reservoir auf den Endwirt verhindern kdnnen (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 Ruckenmarksentziindung in der sachsischen Stadt Borna in den Jahren

1894 bis 1896 zuriick, bei dem mehrere hunderte Kavalleriepferde starben. Autenrieth
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beschrieb schon 1823 die ,hitzige Kopfkrankheit* der Pferde und auch Wérz schrieb
1858 Uber die ,halbakute Gehirnentziindung oder Kopfkrankheit der Pferde“ (zusam-
mengefasst in Heinig 1969; Dirrwald u. Ludwig 1997; Richt et al., 2000). Joest und De-
gen vermuteten seit 1909 eine Virusatiologie der Erkrankung (Joest u. Degen, 1909,
1911). Diese Wissenschaftler fihrten histopathologische Untersuchungen durch und be-
schrieben auch zum ersten Mal die intranuklearen Einschlusskérperchen, die bis heute
Joest-Degensche Einschlusskorperchen genannt werden (Joest u. Degen, 1909). Zwick
und Seifried (1924, 1925) konnten, gemaf den Henle-Koch-Postulaten, Viren als Ursa-
che der Erkrankung bestatigen. Sie konnten mithilfe eines bakterienfreien Gehirnhomo-
genates eines an BD erkrankten Pferdes die Infektion auf ein Kaninchen Ubertragen
(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 Hoérnchenarten 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, beschrankt. Die aviaren Bornaviren wurden erstmals 2008 beschrieben
und zeigen eine Homologie von weniger als 70% zu den klassischen Bornaviren der
Saugetiere (Honkavuori et al., 2008, Kistler et al., 2008). Sie sind weltweit verbreitet und
verursachen die neuropathische Drisenmagendilatation bei Psittaziden. Bislang ist un-
klar, ob Wildvdgel ein naturliches 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 Bunthdérnchen-Borna-Virus 1 (VSBV-1) ist
das erste Bornavirus mit belegtem zoonotischen Potential und unterscheidet sich von
den bisher bekannten Saugerbornaviren (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 gehért), 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-ahnlichen N-Elementen im Genom von

vielen Vertebraten (Horie et al., 2010).

SINGVOGEL WASSERGEFLUGEL
iPasseriform 1 bornavimus) (Waterbird 1 bornavirus)
MuBV-1 ABBV-1
CnBV-1 ABBV-2 SINGVOGEL
anV'Z {Passeriform 2 bornavirus]
CnBV-3 \ EsBV-1

PAPAGEIEN

PaBV-5 {Psitraciform 2 bornavirus)

VSBV-1 .
SAUGETIERE
iMarmmalian 2 bornavirus]}
REPTILIEN

[ £lapid 1 bamavirus) LGSV-1

BoDV-1
BoDV-2

SAUGETIERE
fMammalian 1 bomavirus)

PaBY-7 PaBY-4

PaBV-1

pagy-2, [SEY3

PAPAGEIEN

{Psillaciform 1 bornavirus)

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 = Loveridge’s 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 kdnnen allerdings auch eine Vielzahl anderer Nutz-, Zoo-,
und Haustiere mit BoDV-1 infiziert werden (zusammengefasst in Rott u. Becht, 1995;
Durrwald u. Ludwig, 1997; Staeheli et al., 2000; Herden et al., 2013). Bekannt sind Falle
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
(Schippel et al., 1994), Luchsen (Degiorgis et al., 2000) und Hunden (Weissenbdck et

al., 1998). Die Beschreibungen von BoDV-1-Nachweisen bei Flichsen (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-Antikérper 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; Darrwald et al., 2007; Lipkin et al., 2011).

Die klassischen Endemiegebiete der Bornaschen Krankheit sind Regionen in Mittel- und
Siddeutschland (Bayern, Baden-Wirttemberg, Sachsen, Sachsen-Anhalt, Thiringen
und Hessen), in der Schweiz (Ostschweiz), Osterreich (Vorarlberg und Steiermark) und
Liechtenstein (Heinig 1969; Herzog et al., 1994; Staeheli et al., 2000; Kolodziejek et al.,
2005; Durrwald et al., 2006). In nahezu allen europaischen Landern, aber auch aul3er-
halb von Europa, gibt es seropositive Tiere. Vereinzelt gibt es auch klinische Falle 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;
Bjornsddttir et al., 2013), aber auch aulRerhalb, 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 aulierhalb der Endemiegebiete wird allerdings kontro-
vers diskutiert. Teilweise sind die Isolate identisch zu Laborisolaten aus den Endemie-
gebieten in Zentraleuropa, zudem kdnnen Laborkontaminationen nicht ausgeschlossen
werden (Staeheli et al., 2000; Kolodziejek et al., 2005; Dirrwald et al., 2007). Teilweise
sind die Falle aber auch auf eine Infektion in einem Endemiegebiet zurtickzufiihren. 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 Osterreich) ist sehr auRergewdhnlich fiir RNA-Viren. Die Nukleinsduresequenzen
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 Laborstdmmen beschreiben flinf verschiedene genetische
Cluster des BoDV-1 innerhalb der Endemiegebiete in Mitteleuropa. Diese sind unabhan-

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, Osterreich, der Schweiz und dem Rheintal. Das Cluster Bayern Il und Baden-
Wirttemberg, auch He/80-Gruppe genannt, beinhaltet Viren aus Westdeutschland, vor
allem aus Bayern und Baden-Wurttemberg 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
Thiringen, Sachsen und Hessen. Die Viren aus dem gemischten Cluster ,strain V* stam-
men aus verschiedenen Bundeslandern, hauptsachlich aber aus Thiringen 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 Osterreich, kann keinem dieser finf 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 mitteleuropaischen BoDV-1-Isolaten
(Nowotny et al., 2000). Die rezent entdeckten Bornaviren (BoDV-1) in einem neuen En-
demiegebiet in Oberdsterreich lassen sich dem Cluster ,strain V* zuordnen. Die Se-
quenzhomologie zu den Viren der ,strain V* Gruppe betragt zwischen 97,6% und 98,5%
(Weisssenbock et al., 2017).

Reichelt (2009) bearbeitete alle verfigbaren Falle 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 Stidwesten und Stdosten von Bayern konnte im
Zeitraum von 2000 bis 2009 beobachtet werden. Zudem stellte Reichelt eine Zunahme
der BD-Falle in der Region um Augsburg und Landshut fest. In den Oberbayerischen
und Allgauer Alpen, dem Oberallgdu, dem Berchtesgadener Land, sowie dem Bayeri-
schen Wald und dem Fichtelgebirge wurden bis 2009 keine BD-Falle registriert (Reichelt
et al, 2009). Die Meldepflicht fur die Bornasche Krankheit in Bayern wurde jedoch 2011
aufgehoben. Fir die Jahre 2015 und 2016 stehen Daten von 41 Pferden mit BD aus
Endemiegebieten in Bayern zur Verfligung, von denen Proben zur Diagnostik an das

Institut fur Virologie in Gie3en geschickt wurden. Dabei handelte es sich um acht Pferde
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aus Oberbayern, drei aus Niederbayern, flinf aus der Oberpfalz, zwei aus Oberfranken,

vier aus Mittelfranken und 19 aus Schwaben (personliche 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 Fallen 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 Stéllen sogar auf 50% (Herzog et al.,
1994; Grabner et al., 2002).

Viele Faktoren deuten auf ein natirliches Virusreservoir fir BoDV-1 hin wobei vor allem
Kleinsduger als potentielles Reservoir vermutet wurden (Staeheli et al., 2000; Degiorgis
et al., 2000; Sauder u. Staeheli, 2003; Kolodziejek et al., 2005; Darrwald et al., 2006).
Dafir sprechen die flinf geographischen Cluster, und auch, dass die BD trotz zuneh-
mendem Handel von Tieren gréftenteils auf die Endemiegebiete beschrankt bleibt (Ko-
lodziejek et al., 2005). Auch das saisonale Auftreten der BD mit Erkrankungsgipfeln im
Frihjahr und Sommer (Herzog et al., 1994; Reichelt, 2009) und die sakularen Erkran-
kungsgipfel alle drei bis funf Jahre sind weitere Hinweise (Dirrwald et al., 2006; Reichelt,
2009). Diese territorialen und saisonalen Faktoren, sowie das simultane Vorkommen von
Erkrankungsgipfeln bei Pferden und Schafen sind kompatibel mit einem Kleinsaugerre-
servoir (Durrwald et al., 2006). Schlechte Hygienebedingungen und das Halten von meh-
reren Tierarten auf einem Betrieb beglinstigen weiterhin das Vorkommen der Borna-
schen Krankheit beim Pferd (Dirrwald 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 Feldspitzmau-
sen (Crocidura leucodon, C. leucodon) in der Nahe von Chur, in einem Endemiegebiet
fur die BD (Hilbe et al., 2006; Puorger et al., 2010). Weitere BoDV-1-positive C. leucodon
in Endemiegebieten in Bayern und Sachsen-Anhalt fur Deutschland und Oberésterreich
folgten (Durrwald et al., 2014; Nobach et al., 2015; Weissenboéck et al., 2017). Weissen-
bdck 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 (Weissenbdck et al. 2017).

10
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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 gehort 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 spharische, behillte Viren, die eine Gré3e 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 dargestellit.

BORNAVIRUS

=== Lipidhille
wnnnnn Matrixprotein (M)
T  Glykoprotein (GP)
o Polymerase (L)
) Nukleoprotein (N)

] Phosphoprotein (P)

Abb. 2 Virus der Bornaschen Krankheit

Bornaviren besitzen ein einzelstrangiges, nicht-segmentiertes RNA-Genom (ssRNA)
von negativer Polaritat. Die genomische RNA weist eine Gréle 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, Ubersicht bei Tizard et al., 2016).
Die Gen-Expression ist komplex reguliert. Im Gegensatz zu anderen Viren mit ssSRNA
haben Bornaviren keine intergenischen Regionen und zeichnen sich durch uberlap-
pende offene Leserahmen (Open reading frames, ORF’s) aus. Es gibt drei Transkripti-
onseinheiten und sechs ORF’s, welche fir die viralen Proteine kodieren. Das Nukleopro-
tein BoDV-N (ORF 1) 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 Il), das Matrixprotein
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BoDV-M (OREF IlII), das Glykoprotein BoDV-GP (ORF V) und das BoDV-L (ORF V) als
RNA-abhangige 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 Uberlesen von Transkriptionsterminationsignalen und das alternative Splei-
Ren (Tomonaga et al., 2002). Die kleinste infektidse 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).
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Abb. 3 Genomorganisation von Bornaviren

Eine weitere Besonderheit ist, dass die Sequenzen lokaler BoDV-1-Isolate tiber mehrere
Jahrzehnte stabil bleiben (Kolodziejek et al., 2005, Herden et al., 2013). Zudem besteht
eine fir RNA-Viren ungewéhnlich hohe Sequenzhomologie zwischen den Isolaten aus
naturlichen 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 mitteleuropaischen Isolaten aufweist
(Nowotny et al., 2000) (siehe dazu auch Kapitel 2.2.2).

Horie et al. beschrieben 2010 zum ersten Mal endogene Bornavirus-ahnliche 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 (Spitzmause und Fledermause), Wirbellosen, Fischen und Reptilien
folgten (Belyi et al., 2010; Horie et al., 2013). AuRerdem wurden auch endogene Borna-
ahnliche M- und L-Elemente im Genom von Vertebraten nachgewiesen (Belyi et al.,

2010). Die Integration der EBLN wahrend einer persistenten Infektion mit Bornaviren ist
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speziesunabhangig und fand bei den Primaten vermutlich vor tGber 40 Millionen Jahren
statt (Horie et al., 2010). Auch im Genom von natirlich BoDV-1-infizierten C. leucodon
und experimentell infizierten M. glaerolus (Rotelmausen) konnten EBLN nachgewiesen
werden wobei nicht klar ist, ob diese auch eine Genomintegration darstellen (Kinnunen
et al., 2011; Durrwald et al., 2014; Weissenbdck et al., 2017) (siehe dazu auch Kapitel
2.3.2).

Bornaviren sind empfindlich gegenuber Hitze (Deaktivierung bei 56°C Uber 30 Minuten),
Saure, UV-Strahlung und Lipidlésungsmitteln. Allerdings sind sie bei 4°C fur drei Monate
und bei -70°C Uber Jahre hinweg weiter infektiés (Danner und Mayr, 1979, Rott u. Becht,
1995, zusammengefasst in Herden et al., 2013). Bornaviren kbnnen pH-Werte von 5 bis
12 Uberleben (Rott u. Becht, 1995).

2.2.4 Pathogenese und Klinik der Bornaschen Krankheit bei

natlrlichen und experimentellen Infektionen

2.2.4.1 Naturliche BoDV-1-Infektionen bei Kleinsaugern

Metzler et al. (1978) berichten Uber eine natlrliche BoDV-1-Infektion mit nicht-eitriger
Meningoenzephalitis bei zwei Kaninchen mit zentralnervésen Symptomen in der Ost-
schweiz. Es konnten sowohl anti-BoDV-1-Antikorper im Blut und Gehirnextrakt mittels
Jfluoreszensserologischer Methoden®, sowie Virusantigen im Gehirn und infektiéses Vi-

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

In einem dreijahrigen Untersuchungszeitraum in einem Betrieb in Sidostdeutschland mit
dem Vorkommen von BD bei Schafen untersuchten Vahlenkamp et al. (2002) auch eine
unbekannte Zahl an Mausen. Es konnten allerdings weder virale RNA noch anti-BoDV-

1-Antikdrper nachgewiesen werden.

In Finnland wurden Anti-BoDV-Antikdrper anhand eines Immunfluoreszenz-Tests im Se-
rum oder Brusthdhlenexsudat bei drei von 1111 untersuchten, wildlebenden Kleinsau-
gern festgestellt. Bei den drei Tieren handelte es sich um eine Nordische Wihlmaus (M.
oeconomus) und zwei Rotelmause (M. glareolus) (Kinnunen et al., 2007). Bei zwei von
drei seropositiven Wuhlmausen konnte das Resultat mittels Peptidarray-Techniken

und/oder durch Immunoblot bestatigt werden (Kinnunen et al., 2007).
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In einem Endemiegebiet in der Schweiz untersuchten Hilbe et al. (2006) acht Wuhl-
mause (Cricetidae), drei Spitzmause (Soricidae) und 87 andere Mause (Muridae) auf
das Vorkommen von BoDV-1-Infektionen. Bei drei Feldspitzmausen (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
Spitzmause, 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 Kleinsaugern konnte eine BoDV-1-Infektion festgestellt werden. In deut-
schen Endemiegebieten in Sachsen-Anhalt, Thuringen, Niedersachen und Sachsen
wurden 107 Spitzmause 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 Hausspitzmause (C. russula), 16 S. araneus und funf weitere Rotzahnspitz-
mause (vier S. minutus und eine S. alpinus) untersucht, die keine Hinweise auf eine
BoDV-1-Infektion zeigten (Dirrwald et al., 2014).

Weissenbdck et al. (2017) untersuchten in den Jahren 2015 und 2016 insgesamt 28
Spitzmause mittels RT-PCR und IHC in Oberdsterreich. 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 Spitzmause 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 (Weissenboéck et al., 2017). Das BoDV-1-
Antigen war haupsachlich in den Neuronen und Gliazellen im Gehirn und in einzelnen
Nervenfasern der S. araneus nachzuweisen. Das neuronale Muster ist ahnlich wie bei
der Infektion der Endwirte und kénnte auf eine Spill-over-Infektion hindeuten. Die Abwe-
senheit von Entziindungszeichen gibt einen Hinweis auf eine moégliche natirliche Resis-
tenz (Weissenbock et al., 2017).

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

logischen und immunchemischen Analysen sind im Kapitel 2.3.2 beschrieben.

14



Literaturtbersicht

2.2.4.2 BoDV-1-Infektion bei Labornagern

Experimentell kbnnen viele Kleinsauger mit BoDV-1 infiziert werden. Kaninchen und Rat-
ten sind hoch empfanglich flr eine BoDV-1-Infektion (zusammengefasst von Heinig
1969). Auch Meerschweinchen sind sehr empfanglich und erkranken an BD, wahrend
Hamster selbst nach einer intrazerebralen Infektion keine Klinik zeigen (Rott u. Becht,
1995). Je nach genetischem Hintergrund verandert sich die Empfanglichkeit der
Kleinsduger fur eine BoDV-1-Infektion. Lewis-Ratten sind hoch empfanglich fir BoDV-
1-Infektionen und gelten als klassisches Modell fur 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 gegeniber BoDV-1-Erkrankun-
gen (Herzog et al., 1991; Wu et al., 2013). Auch bei den Mausstdmmen gibt es, je nach
genetischem Hintergrund, unterschiedliche Verlaufe der BoDV-1-Infektion. So erkranken
z.B. MRL-Mause (Murphy Roths Large) schwerer als C57BL/6-Mause (Hallensleben et
al., 1998).

Immunkompetente Lewis-Ratten, die intrazerebral mit BoDV-1 infiziert werden, erkran-
ken an einer nicht-eitrigen Meningoenzephalitis aufgrund einer Hypersensibilitatsreak-
tion des verzdgerten 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 Ausmal der Lasionen durch die BoDV-
1-Infektion (Narayan et al., 1983; Herzog et al., 1991; Herden et al., 2000; Werner-Keiss
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 Hyperaktivitat, die durch mas-
sive perivaskulare mononukleare Infiltrate vor allem im limbischen System gekennzeich-
net ist. Danach folgen Apathie und Depression als Leitsymptome der chronischen Infek-
tion, wahrend die entztndlichen Veranderungen im ZNS trotz Viruspersistenz ricklaufig
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 |0st eine
Adipositas ohne neurologische Symptome aus (Herden et al., 2000). Anti-BoDV-1-Anti-
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kérper kdnnen im Serum und im CSF nachgewiesen werden. Die Virusreplikation be-
schrankt sich auf das ZNS (Narayan et al., 1983; Carbone et al., 1987). Viele Ratten
sterben innerhalb von einem bis vier Monaten, wahrend je nach immunologischem Sta-
tus 50 bis 80% uberleben und Verhaltensstorungen 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 Entzindung nach der Infektion, Stérungen der postnatalen Gehirnentwicklung
und milde Verhaltensstérungen ausgeldst (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 Antikérper (Narayan et al., 1983).

Erstaunlicherweise erkranken adulte, intrazerebral infizierte MRL-Labormause nicht in
Folge einer BoDV-1-Infektion, wahrend intrazerebral infizierte neonatale MRL-Mause
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 VirusUbertragung 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 tiber die olfaktorischen Nerven oder
den Sehnerv beziehungsweise Uber die Spinalganglien, den Nucleus gracilis in der
Medulla und die Pyramidalneuronen der Grohirnrinde (Carbone et al., 1987). Die intra-
vendse Injektion von BoDV-1 bei Lewis-Ratten konnte keine BoDV-1-Infektion auslésen
(Carbone et al., 1987). Die Bedeutung der Viramie nach der Inokulation wird derzeit als
gering eingestuft (Herden et al., 2013). Im Gegensatz zu BoDV-1, kann eine intravendse
Infektion mit aviaren Bornaviren bei Nymphensittichen zu einer persistenten Infektion

fuhren (Piepenbring et al., 2012).
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Kinnunen et al. (2011) infizierten neonatale Rételmause (M. glareolus) intrazerebral mit
BoDV-1 (He80, rattenadaptiertes Virus). Wahrend bei 76% der BoDV-1-infizierten R6-
telmause keine klinischen Symptome festgestellt wurden, zeigten die restlichen Tiere
(26%) neurologische Verhaltensstérungen wie Tremor, Ataxie und eine Hyperaktivitat in
unterschiedlich starken Auspragungen. Bei 41% der Rételmause kam es zu einer Sero-
konversion und bei allen wurde BoDV-1-RNA und -Antigen im Gehirn nachgewiesen. Es
gab keine relevanten histopathologischen Veranderungen. Die BoDV-1-Infektion der in-
trazerebral infizierten Roételmause war primar 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 Rotelmause ein Reservoir darstellen konnen.

2.2.4.3 Naturliche BoDV-1-Infektion der Pferde und Schafe

Die naturlichen Endwirte der BD sind Pferde und Schafe. Wahrend 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) Verlaufe von BD unterschieden (Richt et al., 2000; Grabner et al., 2002). Reichelt
(2009) stellte bei 93,1% der 451 untersuchten equinen BD Falle in Bayern einen akuten
bis subakuten Verlauf und bei 3,5% der Falle einen perakuten Verlauf fest. Bei 3,4% der
betroffenen Pferde kam es zu Spontanheilungen (Reichelt, 2009). Der schwere Krank-
heitsverlauf ist durch Veranderungen der Psyche, des Sensoriums sowie des Empfin-
dungs- und Bewegungsvermdgens in unterschiedlichen Auspragungen 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 gepragte Fut-
teraufnahme darstellt. Auch Leerkauen und standiges Gahnen werden beobachtet. Beim
Hengst und Wallach ist der Penis haufig ausgeschachtet. Im Endstadium ist mit Stérun-
gen des Gleichgewichtes und der Hirnnervenfunktionen, einem neurogenen Torticollis,
Vorwartsdrangen, konvulsiven Krampfen, 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 Verhaltensauffalligkeiten und Bewe-
gungsstorungen im Vordergrund stehen (Heinig 1969; Rott u. Becht, 1995). Die multifo-
kale Verteilung der Lasionen im ZNS fiihrt zu einer Variabilitat der klinischen Auspragung
bei betroffenen Pferden und Schafen (Grabner et al., 2002). Sowohl bei den Pferden als
auch bei den Schafen bleibt ein Grofteil der Tiere mit Anti-BoDV-1-Serumantikérpern

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

Die naturliche 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 natirlich infizierten Pferden ist variabel und kann von zwei Wochen
bis Uber 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 Virustibertragung werden von einem Grof3teil der Autoren ausge-
schlossen (Staeheli et al., 2000; Werner et al., 2000; Durrwald et al., 2006; Herden et
al., 2013; Weissenbdck et al., 2017). Bei 80 bis 90% der erkrankten Pferde und bei 50%
der Rinder und Schafe verlauft 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 natlrlicher 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, verzégerte immunpathologische Reaktion provoziert. Durch die T-
Zell-vermittelte Immunpathogenese induziert die Entziindung 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-KeiSs et al., 2008; zusammengefasst
in Herden u. Richt, 2009: Herden et al., 2013).

Makroskopisch kénnen im Gehirn teilweise eine leptomeningeale Hyperamie, ein Ge-
hirnédem 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 Veranderungen sind vor allem in der grauen Gehirnsubstanz (GroRhirnrinde,

Hippocampus, Thalamus, Bulbus olfactorius, Nucleus caudatus, periventrikulare Areale
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der Medulla oblongata), der Retina und dem Rickenmark zu finden (Herden et al., 2013).
Eine nicht-eitrige Poliomeningoenzephalitis und Myelitis, Immunzellinfiltrate im Pa-
renchym, perivaskulare Infiltrate, eine Astrozyten- und Mikrogliaaktivierung und die pa-
thognomonischen intranuklearen eosinophilen Einschlusskérperchen (Joest-Degen-
schen-Kerneinschlusskorperchen) in den Neuronen vor allem im Hippocampus charak-
terisieren die BD (Joest u. Degen 1909 u. 1911). Die perivaskuldren und parenchymat-
Osen Infiltrate bestehen Uberwiegend aus T-Lymphozyten (CD4+ und CD8+ T-Zellen)
und Makrophagen mit einer Beteiligung von Plasmazellen im spaten Krankheitsstadium
(Deschl et al., 1990; Caplazi u. Ehrensperger, 1998; Herden et al., 1999). Sowohl auf
den Entzindungszellen wie auch teilweise auf den Neuronen und Astrozyten kénnen

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 Variabilitdt nicht pathognomonisch
fur die BD (Grabner et al., 2002). Intra vitam kann die BD beim neurologisch auffalligen
Pferd durch das Vorhandensein von Anti-BoDV-Antikorpern im Liquor cerebrospinalis
und im Serum bestatigt werden (Grabner et al., 2002). Eine hochspezifische Methode ist
dabei der indirekte Immunofluoreszenztest (IIFT), bei dem die Sensitivitat 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 Verfigung. In der Frihphase 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 Héhe der Antikdrpertiter korreliert aber nicht
mit der klinischen Symptomatik (Herzog et al. 1994; Grabner et al., 2002). Klinisch un-
auffallige Pferde kdnnen Anti-BoDV-Antikdrper im Serum, jedoch nie im CSF aufweisen
(Grabner et al., 2002). Der Western Blot kann die Spezifitat der anti-BoDV-1-Antikdrper
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 fur 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 mononuklearen Zellen des peripheren Blutes als Diag-
nosemaoglichkeit 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 Veranderungen sowie durch den Nachweis von BoDV-1-An-
tigen mit Hilfe von mono- und polyklonalen Antikérpern in der Immunhistologie oder mit-
tels Western Blot bestatigt (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 Sensitivitat von 100%,
wahrend diese bei der Virusisolierung 87% und beim RNA-Nachweis im Liquor lediglich
28% betragt (Grabner et al., 2002). Diese Diskrepanz ist groftenteils auf den Zustand
des Probenmaterials (z.B. Transportbedingungen und Probengefalie) zuriickzufiihren
(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) gehort zu den WeiRzahnspitzmausen (Crocidura) in
der Ordnung der Insektenfresser (Eulipotyphla). Feldspitzmause kommen in gro3en Tei-
len Europas und im sudwestlichen 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 flachendeckend 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-
Iicke, die sich von Bohmen bis zu den franzdsisch-italienischen Westalpen erstreckt und
die bayrischen Alpen sowie die Gebiete sudlich der oberbayrischen Seen einschlief3t.
Der héchste Nachweisort in Bayern liegt mit 680 m t. NN in Kaufbeuren im Ostallgau
(Kraft, 2008). In Baden-Wirttemberg gilt die westliche Schwabische Alb mit 830 m G. NN
als héchster Nachweisort (Nagel u. Nagel, 2005). In Malix in der Schweiz gibt es aber
auch Nachweise von Feldspitzmausen auf 1130 m G. NN (Hilbe et al., 2006).
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| ¥ Nachweise von C. leucodon

Abb. 5 Nachweise von Feldspitzmausen in Bayern von 1990 bis 2004 (modifiziert nach
Kraft, 2008)

Feldspitzmause bevorzugen eine schittere Vegetation und eine hohe Sonneneinstrah-
lung. Sie sind an extensiv genutzte Flachen gebunden und ziehen sich vor allem im
Herbst und Winter zum Schutz vor der Witterung in Stéalle und Hauser zurlck (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 grol3, hat eine Schwanzlange 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 weilllichen 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 Ultraschalltdne) sind gut ausgebildet,
wahrend das Sehvermdégen gering ist (Churchfield 1990; Jenrich et al., 2010). Der cha-
rakteristische Geruch, der zur Kommunikation und Abwehr von Feinden dient, wird durch
Hautdrisen verursacht (Churchfield 1990). Die groRte dieser Hautdrisen ist die Flan-
kendrise, die sich beidseits vom Rippenbogen bis zu den Hinterldufen erstreckt und sich

aus Schweil3- und Talgdriusen zusammensetzt (Churchfield 1990).

Aus dem Fell

herausragende Ohren Scharfe Farbgrenze

Weilte Zahne - Wimpernhaare

Abb. 6 Charakteristika der Feldspitzmaus (C. leucodon)

C. leucodon sind Einzelganger und leben territorial. Die Reviere einzelner Individuen,
die eine GroRe von 60 bis 400 m? aufweisen kénnen, tiberlappen sich meist deutlich. Bei
einem Treffen von zwei sich unbekannten Feldspitzmausen kann es neben Drohgebar-
den sogar zu Beildereien kommen (Nagel u. Nagel, 2005). Ihre Hauptaktivitat entfalten
sie in den frihen Morgen- und Abendstunden (Nagel u. Nagel, 2005). Die Feldspitz-
mause erndhren sich hauptsachlich von weichhdutigen Insekten (Insecta), von deren
Larven, aber auch von Schnecken (Gastropoda), Asseln (Isopoda), Spinnentieren (Ara-
chnida) und anderen GliederfliRern (Arthropoda), sowie von Wenigborstern (Oligoch-
aeta) wie Regenwirmern (Lumbricidae). Teilweise werden auch kleine Wirbeltiere (Ver-

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

Der natlrliche Hauptfeind der Feldspitzmaus ist die Schleiereule (Tyto alba). Dartber
hinaus stellen den Feldspitzmausen 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 gefahrdet. In landwirtschaftlichen Regionen
zahlt die Ausbringung von Pestiziden und Insektiziden zu den gréfiten Bedrohungen.
Ansonsten geht auch von der allgemeinen Vernichtung und Zersiedelung der Lebens-
raume eine groRe Gefahr aus (Shenbrot et al., 2016). Nobach et al. (2015) beschreiben
eine erfolgreiche Haltung und Zucht von Feldspitzmausen, die sich durch den Zuchter-

folg bis zur F2-Generation auszeichnet.

2.3.2 Naturliche 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 Antikdrpern 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 iber eine Lange 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 Nahe von Chur in der
Schweiz, untersuchen (Puorger et al., 2010). Dabei konnte BoDV-1-Antigen in der IHC
mit zwei monoklonalen Antikérpern (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 Talgdri-
sen, im Ubergangsepithel der Urethra und im bronchiolaren Epithel in der Lunge zu fin-
den. Nicht aufgefuhrt waren Informationen zum BoDV-1-Antigen in mesenchymalen Zel-

len (glatte Muskulatur, Bindegewebe).

Die beiden BoDV-1-infizierten Feldspitzmause zeigten keine histopathologischen Veran-
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
durchgefuhrt. Die Sequenzierung Uber 1824 Nukleotide beinhaltete die Gene BoDV-N,
X und P. Die Analyse der Sequenzen von zwei Feldspitzmausen und einem Schaf aus
demselben Betrieb ergab eine Differenz von lediglich sechs bis neun Nukleotiden zwi-
schen den beiden Spezies und zwischen den beiden Feldspitzmausen (Puorger et al.,
2010).

Durrwald et al. (2014) fanden in Sachsen-Anhalt 14 BoDV-1-positive C. leucodon. Ins-
gesamt wurden 107 Spitzmause, 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 Speicheldriisenepithel, im exokrinen
Pankreas, in den Epithelzellen der Maulhdhle, 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, aulder in einigen Hepatozyten, konnten Dirrwald 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. Durrwald et al. (2014) konnten allerdings bei zwei Feldspitzmausen BoDV-
1-RNA nur im Gehirn, im Magen und in der Lunge amplifizieren. Bei diesen zwei Feld-
spitzmausen konnte auch kein Antigen mittels IHC nachgewiesen werden. In der Tab. 1
ist eine Ubersicht Gber die positiven Befunde bei den Feldspitzmausen zu finden. Auch
in dieser Studie konnte die BoDV-1-Sequenz der C. leucodon Uber 1824 Nukleotide, die
Gene fir 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.
Durrwald et al. (2014) konnten zum ersten Mal BoDV-1 N Elemente im Genom von na-
turlich infizierten C. leucodon nachweisen. Insgesamt konnte bei drei der 14 BoDV-1
infizierten C. leucodon eine Genomintegration des Virus festgestellt werden (Durrwald
et al., 2014).
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In Oberdsterreich wurden von 2015 bis 2016 insgesamt 28 Spitzmause untersucht
(Weissenbdck et al., 2017). Bei sechs von neun untersuchten C. leucodon konnte eine
BoDV-1-Infektion festgestellt werden. Virales Antigen konnte mittels IHC (mit Antikor-
pern gegen BoDV-N) im Gehirn, im PNS, in der Epidermis, den Speicheldriisen, 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 entzindliche Veranderungen im
Gehirn oder den Organen mittels histologischer Untersuchung gefunden. Der Vergleich
von Nukleotidsequenzen von vier an BD-erkrankten Pferden und sieben Spitzmausen
aus der Region in Oberdsterreich ergab eine Homologie von 99,6% bis 99,9%. Die Se-
quenz Uber 1824 Nukleotide, die BoDV-N, -P und -X abdeckt, zeigt die starkste Homo-
logie (97.6% bis 98.5%) zum Cluster ,strain V*, der vor allem Thuringen und Niedersach-
sen in Deutschland abdeckt. Weissenbdck et al. (2017) verzeichnen zudem eine Integra-
tion von Borna-ahnlichen N und P Elementen in das Genom von zwei BoDV-1-infizierten
C. leucodon (Weissenbock et al., 2017).
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Tab. 1 Nachweise von BoDV-1-Antigen und -RNA bei C. leucodon

Oraan BoDV-1-Antigen- RNA-Nach- Referenz
9 Nachweis (IHC)* weis (PCR)
Neurone, Purkinjezellen, Hilbe et al. (2008), Puorger et al.(2010), Dilrr-
Gehirn Neuropil, Astrozyten, Ja : T . ’
; wald et al. (2014), Weissenbéck et al. (2017)
Oligodendrozyten
Periphere Nervenfasemn Ja Puorger et al.(2010), Dirrwald et al. (2014),
Nerven Weissenbock et al. (2017)
Auge Sehnerv, Neurone Ja Puorger et al. (2010)
Respiratorisches u. olfak- . .
Nase torisches Epithel Nein Puorger et al. (2010),Dirrwald et al. (2014)
. . Puorger et al. (2010), Durrwald et al. (2014),
Lunge Bronchialepithel Ja Weissenbck et al. (2017)
. Hilbe et al. (2006), Puorger et al. (2010), Diirr-
Herz Myokardiozyten Ja wald et al. (2014), Weissenbéck et al. (2017)
Niere Tubuluszellen Ja Puorger et al. (2010), Durrwald et al. (2014)
Nebenniere | Medullare Zellen Nein Puorger et al. (2010)
Leber Hepatozyten Ja Puorger et al. (2010), Durrwald et al. (2014)
Penis Epithelzellen Nein Puorger et al. (2010)
Hoden Leydigzellen Nein Puorger et al. (2010)
Neben- A .
hoden Myoepitheliale Zellen Nein Puorger et al. (2010)
Urethra Ubergangsepithel Nein Puorger et al. (2010)
Blase Epithelzellen Ja Puorger et al. (2010), Durrwald et al. (2014)
Uterus Myoepitheliale Zellen Nein Puorger et al. (2010)
Milz / Ja Durrwald et al. (2014)
Speichel- Epithelzellen, Nein Puorger et al. (2010), Durrwald et al. (2014),
drusen myoepitheliale Zellen Weissenbock et al. (2017)
Magen Hauptzellen Ja Dirrwald et al. (2014)
glatte Muskelzellen, Zellen
Darm des Plexus myentericus u. Ja Puorger et al. (2010), Dirrwald et al. (2014)
submucosus
Pankreas Drisenzellen Nein Durrwald et al. (2014)
Maulhohle  Epithelzellen Nein Dirrwald et al. (2014)
Skelett- 1 skelzellen Nein  Dirrwald et al. (2014)
muskulatur
Glatte Mus- Muskelzellen Nein Weissenbock et al. (2017)
kulatur
Fettgewebe | Fettzellen Nein (D2L(1)r1r\9/fld et al. (2014), Weissenbdck et al.
Haut Epidermis Ja Puorger et al. (2010), Durrwald et al. (2014),
(v.a. Keratinozyten) Weissenbock et al. (2017)
Talgdriisen : Drisenzellen Nein Puorger et al. (2010)
Haarfollikel : Epithelzellen Nein Duirrwald et al. (2014)
BlutgefaRe : Glatte Muskelzellen Nein Durrwald et al. (2014)
*IHC mit Antikdrpern gegen BoDV-N und BoDV-P bei Hilbe et al.(2006), Puorger et al. (2010) und Durr-
wald et al. (2014). Immunhistologie mit Antikdrpern gegen BoDV-N bei Weissenbdck 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

Rotflichse (Vulpes vulpes) haben ein groRes geographisches Verbreitungsgebiet und

kommen in ganz Europa mit Nachweisgebieten von 3000 m 4. NN vor (Dieterlen, 2005).

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

Neben Fichsen sind in Bayern, Baden-Wiirttemberg 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 Waschbaren (Procyon lotor) heimisch. In Teilen Bayerns
und Baden-Wirttembergs kommen neben den kleinen Karnivoren auch Luchse (Lynx

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

Beim Rotfuchs ist die Variabilitat der StreifgebietsgroRen aufgrund seiner grofden Ver-
breitung und des genetischen Polymorphismus groB3. Territorien sind ,private“ Streifge-
biete, die gegen Artgenossen verteidigt werden (Macdonald, 1993). Die durchschnittli-
che jahrliche Streifgebietsgrofle fur Rotfliichse in Mecklenburg-Vorpommern betragt
177,22 + 36,82 ha (Zoller, 2010). Allgemein reichen die Grélienangaben von zehn ha in
den urbanen Bereichen bis zu StreifgebietsgroRen zwischen 50 und 500 ha (Durch-
schnitt 40 ha) in gemaRigten klimatischen Bereichen aulerhalb stadtischer Ballungszen-
tren (Macdonald, 1993).

Als Nahrungsopportunisten stellen Flchse keine grolen Anforderungen an ihren Le-
bensraum. Sie leben in Waldern, auf Ackern und im Grasland und ziehen immer mehr
Richtung Siedlungsgebiete, wo sie von anthropogenen Ressourcen profitieren (Macdo-
nald, 1993; Contesse et al., 2004). Fichse ernahren sich hauptsachlich von reichlich
vorhandenen Nagetieren, insbesondere von Feldmausen (Lanszki u. Heltai, 2002;
Kidawa u. Kowalczyk, 2011). Mehrere Autoren beschreiben Funde von Spitzmausuber-
resten in Fazes von Flchsen (Kauhala et al., 1998; Lanszki u. Heltai 2002, Padial et al.,
2002). Dachse (Meles meles) ernahren sich hauptsachlich von Wirbellosen, kénnen sich
aber in Zeiten der Nahrungsknappheit auch von Spitzmausen ernahren (Kauhala et al.,
1998). Auch bei lltissen und Wieseln stehen Spitzmause auf dem Speiseplan (Dieterlen,
2005). Es gibt demzufolge regelmafRig Kontaktpunkte zwischen kleinen Karnivoren und

Feldspitzmausen.

Die Erhebung von serologischen Daten ist ein wirkungsvolles Mittel um die Gesundheit
in den Wildtierpopulationen zu (iberwachen (Akerstedt et al., 2010; Gilbert et al., 2013).

2.4.1.2 Naturliche BoDV-1-Infektion bei kleinen Karnivoren

Es gibt nur wenige Literaturdaten Uber BoDV-1-Infektionen bei kleinen Karnivoren, zu-
dem werden einige Berichte kontrovers diskutiert. Bei Untersuchungen von Rotflichsen
in Frankreich konnte bei sechs von 59 Flchsen 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 zweijahrigen Husky-Hlindin aus Vorarlberg, einem En-
demiegebiet in Osterreich, die an einer schweren, nicht-eitrigen Meningoenzephalitis er-
krankt war, wurden BoDV-1-RNA und -Antigen mittels nested-RT-PCR, Immunohistolo-
gie (IHC, monoklonale Antikdrper 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% (Weissenbodck 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 verof-
fentlicht (Okamoto et al., 2002). In Deutschland kénnen bei 10% der Hunde anti-BoDV-
Antikorper festgestellt werden (personliche Mitteilung, Herzog). Im nicht endemischen
Finnland wiesen einer von 92 untersuchten Hunden und zwei von 283 untersuchten Kat-

zen anti-BoDV-1 Antikérper 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 kénnen zwar die Prasenz von anti-BoDV-Antikérper im Serum der
erkrankten Tiere bestatigen, allerdings konnte weder BoDV-1-RNA noch -Antigen im Ge-

hirn von betroffenen Katzen nachgewiesen werden.

In Schweden wurde ein verhaltensauffalliger 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 Antikdrper 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 Gber BoDV-1 positive Waschbaren (Procyon lotor) berichtet, die im Zuge

der Schadlingsbekdmpfung untersucht wurden (Hagiwara et al., 2009). Insgesamt wie-
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sen 11 von 549 mittels Antigen-ELISA untersuchten Waschbaren anti-BoDV-1-Serum-
antikorper auf. Dieser Befund wurde mittels Western Blot bestatigt. Bei funf untersuchten
Gehirnproben der seropositiven Waschbaren wurden drei mittels nested-RT-PCR positiv
auf BoDV-1-RNA getestet. Die BoDV-P-Sequenzen (Uber 361 Nukleotide) der drei japa-
nischen Waschbaren wurden verdffentlicht. Es wurde kein Antigen-Nachweis mittels IHC
durchgefuhrt (Hagiwara et al., 2009).

2.4.2 Ursachen von nicht-eitrigen Enzephalitiden bei kleinen
Karnivoren

2.4.2.1 Enzephalitiden bei kleinen Karnivoren

Enzephalitiden kénnen viral, bakteriell, parasitdr oder durch Pilze und Algen bedingt
sein. Auch degenerative, ischamische und hypoxische Schaden bedingt durch Vaskuli-
tiden, Medikamente, Toxine, Autoimmunerkrankungen und Stoffwechselstérungen kon-
nen Enzephalitiden beglnstigen beziehungsweise auslésen (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 Flchsen gibt es immer wieder Berichte Uber unklare Enzephalitiden (Green et al.,
1930; Berg et al., 2007; Lempp et al., 2017). Berg et al. (2007) konnten trotz intensiver
Bemuhungen und der Untersuchung auf neun verschiedene Erreger keine Ursache flr
die nekrotisierenden Enzephalitiden bei acht Polarfichsen (Vulpes lagopus) finden. In
Norddeutschland konnten kirzlich bei neun von 79 untersuchten Flchsen, 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 granulomatése Enzephalitis. Bei
keinem der Tiere konnte mittels IHC oder PCR die Ursache der Enzephalitiden geklart
werden. Einzig ein Fuchs wies einen Serumantikorper-Titer von 1:160 gegen Canine
Staupeviren auf (Lempp et al., 2017). Bei den metagenomischen Untersuchungen konn-
ten bei zwei Fichsen 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 ungeklart
(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 ungeklarter nicht-
eitriger Meningoenzephalitis auf 18 verschiedene Erreger. Die Klarung 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 familiare Pradisposition vermutet (Callanan et al., 2002).

Das Signalement, die Anamnese, frihere Ergebnisse, die Symptomatik und die Lokali-
sation der Lasion im ZNS helfen oft nur wenig, um zur Diagnose zu fuhren (Tipold, 1995).
Oft kann erst anhand der post mortalen Untersuchungen zwischen infektidsen und nicht
infektidsen Menigoenzephalitiden unterschieden werden. Aber auch hier sind die Vertei-
lung der Lasionen im ZNS und das Vorhandensein von Einschlusskérperchen lediglich

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

2.4.2.2 Infektiose Ursachen

Neurotrope Viren nutzen den retrograden axonalen Transport entlang motorischer und
olfaktorischer Neurone sowie den hamatogenen Weg fur die Infektion des Wirtes (Maxie
u. Sameh, 2007; Ludlow et al., 2015; van Riel et al., 2015). Es sind unterschiedliche
virale Stategien beschrieben: das Uberwinden der Blut-Hirn- beziehungsweise Blut-Li-
quor-Schranke, die direkte Infektion der Zellen die die Barriere ausmachen wie z.B. das
Endothel, die Infektion Uber die Meningen und der Transport der Viren Uber infizierte
Leukozyten, die die Blut-Hirn-Schranke Uberwinden (Ludlow et al., 2015). Neurotrope
Viren I6sen in der Regel nicht-eitrige Meningoenzephalitiden aus, die durch perivasku-
lare mononukleare 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; Frolich 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 (Weissenbock 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

(Blomstrom et al., 2010) beschrieben.

Lyssaviren, die Erreger von Tollwut, sind die bekanntesten Vertreter der Familie der
Rhabdoviren. Bei den Paramyxoviren missen neben den Caninen Staupeviren (Van
Moll et al, 1995; Frolich 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 ausldsen, gehdren das Suide Herpesvirus 1, als Erreger der Aujeszkyschen
Krankheit, das Canine Herpesvirus 1 (Maxie u. Sameh, 2007) und noch nicht weiter cha-
rakterisierte a-Herpesviren (Widén et al., 2012). Zu den Flavivirus-induzierten Enzepha-
litiden gehdren z.B. die Frihsommer-Meningoenzephalitis, West-Nil-Enzephalitis und
Louping Il (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 kdénnen 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 zusatzlich an, dass
Karnivoren empfanglich sind fur das Ostliche-, Westliche- und Venezolanische-Pferde-
enzephalomyelitis-Virus. Viren, die zu den Alphaviren gehdren. Klopfleisch et al. (2007)
beschreiben eine Enzephalitis durch Influenza-A-Viren (H5N1) bei einem Steinmarder.
Auch Flchse kédnnen nach einer experimentellen intratrachealen Infektion mit Influenza-
A-Viren eine Enzephalitis bekommen (Reperant et al., 2008). Bei Nerzen kdnnen neu

entdeckte Astroviren neurologische Symptome ausldsen (Blomstrém et al., 2010).

Bakterielle oder mykotische Infektionen sind in der Regel gekennzeichnet durch eitrige
beziehungsweise granulomatdse und gelegentlich auch fibrinése Entziindungen (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 haufigste Erreger von ZNS-Mykosen bei Hunden (Malik et al., 1995). Dagegen
wird auch eine atiologische Beteiligung von Chlamydien an Enzephalitiden des Hundes
als mdglich erachtet (Werth, 1989). Bei Schwab et al. (2007) konnte allerdings mittels
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IHC kein Hinweis auf Chlamydien bei Hunden mit unklarer Enzephalitis gefunden wer-

den.

Die wichtigsten protozoaren Erreger bei kleinen Karnivoren sind: Toxoplasma gondii,
Neospora caninum und Enzephalitozoon cuniculi (Ssrensen et al., 2005; Maxie u.
Sameh, 2007; De Craeye et al., 2011) Diese Erreger kdnnen eine lymphohistiozytare bis
granulomatdse Enzephalitis, teils mit hochgradigen Nekrosen, induzieren. Die Protozoen
Acanthamoeba encephalitis und Sarcocystis canis sowie Babesien kdnnen sporadisch
eine Enzephalitis beziehungsweise zerebrale Infarkte oder Blutungen bei Karnivoren
ausldésen (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 Guritia paralysans bekannt
(Goméz et al., 2010).

2.4.2.3 Nicht-infektiose Ursachen

Nicht-infektidse Ursachen einer Enzephalitis kbnnen angeboren beziehungsweise gene-
tisch bedingt oder immunmediiert sein. Enzephalitiden kénnen auch als Reaktion auf

thermische Schaden oder post-traumatisch auftreten.

Beim Hund gibt es eine Reihe unklarer Enzephalitiden. Die granulomatbse 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 geho-
ren die nekrotisierende Meningoenzephalitis (NME, ,Pug-type®) und die nekrotisierende
Leukoenzephalitis (NLE , Yorkshire-type®). Die NME und NLE treten gehauft bei kleinen
Hunderassen insbesondere bei Mépsen 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, wahrend die GME hauptsachlich im Rhombence-
phalon lokalisiert ist (Park et al., 2012). Es werden sowohl autoimmune als auch heredi-
tare Mechanismen fiir die Pathogenese der GME, NME und NLE diskutiert (Amude et
al., 2010; Ushida et al., 2016). Immunhistologisch sind die Anteile der verschiedenen

Entziindungszellen im Zuge der Enzephalitiden vergleichbar bei GME, NME und NLE,
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wobei Makrophagen und CD3+ T-Zellen Gberwiegen (Kipar et al., 1998; Park et al.,
2012). Daher wird eine ahnliche Pathogenese dieser Erkrankungen vermutet (Park et
al., 2012). Bei Hunden mit einer GME oder NME wurden Autoantikbrper 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 Intermediarfilamente im Zyto-
plasma von Gliazellen, hauptsachlich 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-
sachlich bei Golden Retrievern und Rottweilern beschrieben (Williams et al., 2008). Das
Ansprechen auf eine Steroidtherapie 183t 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 entziindlichen ZNS-Erkrankungen bei jungen Hunden gehoren (Tipold,
1995).

Bei dem Eisbar (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 (Pruss et al., 2015). Knut zeigte epileptische Anfalle, Bewusstseins-
und Verhaltensstérungen und eine schwere, multifokale, lymphoplasmatische und eo-
sinophile Panmeningoencephalomyelitis (Szentiks et al., 2014). Es konnte ein hoher Ti-
ter an anti-NMDA-Rezeptor-Antikdrpern im CSF festgestellt werden (Pruss et al., 2015).
Bislang ist noch unbekannt, ob diese Form der Enzephalitis auch bei Karnivoren auftre-

ten kann.
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LETTERS

Bicolored White-
toothed Shrews as
Reservoir for Borna

Disease Virus,
Bavaria, Germany

To the Editor: Borna discasc (BD)
is a fatal neurologic disorder in horses
and sheep. The ctiologic agent. Borna
disease virus (BDV), belongs to the
order Mononegavirales, which is com-
posed of many reservoir-bound, highly
pathogenic, and zoonotic viruses.

To investigate whether small
mammals, especially bicolored white-
toothed shrews (Crocidura leucodon),
which act as BDV reservoirs in Swit-
zerland (/.2). harbor BDV in disease-
endemic areas in Bavaria, Germany,
we screened 120 small mammals (53

from the family Cricetidae, 41 from
the family Muridae. and 26 from the
family Soricidae) (Table). We also de-
termined whether BDV infections in
small mammals might have different
disease courses and whether shrew-to-
horse virus (ransmission occurs.

The small mammals were cap-
tured during pest control efforts in
stables in Upper Bavaria and Swabia
that had a history of acuie equine BD
during 1997-2012. These stables also
had a high probability for presence of
C. leucodon shrews as documented by
a recent distribution model (3).

BDV-specific serum antibodies
were identified by using an indirect
immunofluorescence test and blood
samples or thoracic or abdominal el-
fusions as described (4). Antibodies
against BDV were found in 8/105

specimens (Table) at serum dilutions
ranging from 1:40 for Mus musculus
mouse #1008, 1:80 for M. musculus
mouse #1014. 1:2.560 for C. leucodon
shrew #5063, 1:10,240 for C. leu-
codon shrew #2001, and 1:20.480 for
C. leucodon shrew #5017,

Amplification of viral RNA was
conducted by using real-time reverse
transcription PCR (RT-PCR) (5) or
nested RT-PCR (6) on 119/120 brain
samples. In 2/4 BDV-seropositive C.
leucodon shrews (#2001 and #5017)
BDV RNA was amplified from the
brain. The remaining 117 mice and
insectivores were negative for BDV
RNA, including 6/8 BDV-seroposilive
animals (Table).

Histologic and immunohisto-
chemical (IHC) analyses for detection
of BDV anligen were performed for

Table. Small mammals from 7 stables tested for Borna disease virus infection, Bavaria, Germany, 1997-2012*

No. positive for

No. positive for BDV

Stable, species Common name No. tested  antibodies against BDV RNA by RT-PCR
A
Sorex araneus Common shrew 2 0/2 0/2
Mus muscuius House mouse 17 213t 017
Apodemus sylvaticus Wood mouse 1 on on
Microtus sp. Vole 1 on on
B
Crocidura leucodon Bicolored white-toothed shrew 1 M m”n
Mus muscuius House mouse 2 0/2 0/2
C
Micromys minutus Harvest mouse 1 1M 01
Mus muscuius House mouse 3 0/2t 0/3
Myodes glareolus Bank vole 1 on 01
Microtus sp. Vole 1 0N 01
Microtus sp. Vole 2 0/2 0/2
Crocidura leucodon Bicolored white-toothed shrew 19 313t 119
Crocidura russuia Greater white-toothed shrew 1 on 01
Sorex araneus Common shrew 3 113 0/3
Micromys minutus Harvest mouse 1 01t 01
Mus musculus House mouse 6 0/6 0/6
Apodemus sylvaticus Wood mouse 5 0/5 0/5
Apodemus flavicoliis Yellow-necked mouse 1 on 01
Arvicola terrestris European water vole 1 oM 01
Microtus sp. Vole 34 0/321 0/34
F
Apodemus sylvaticus Wood mouse 1 (V4] 0/1
Myodes glareolus Bank vole 1 0/1 on
Arvicola terrestris European water vole 7 0/61 07
Microtus sp. Vole 2 01t 01t
G
Apodemus sylvaticus Woed mouse 3 0/3 0/3
Apodemus flavicoliis Yellow-necked mouse 1 01 0/1
Arvicola terrestris European water vole 1 on 01
Microtus sp. Vole 1 on 01

*BDV, Borna disease virus; RT-PCR, reverse transcription PCR.
1No blood or brain samples were available.
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small mammals that had antibodics
against BDV or BDV RNA. In addi-
tion, histologic and IHC analyses were
used to test 36/112 small mammals
negative for BDV (by indirect im-
munofluorescence test and RT-PCR).
including 15/16 C. leucodon shrews
from 3 stables (B. C. and E). in which
BDV-posilive mammals were cap-
tured. None of the small mammals
showed obvious gross or histologic le-
sions, even in the brain.

IHC analysis was performed by
using monoclonal antibody Bol8
against BDV nucleoprolein (BDV-N)
as described (7). The 2/2 C. leucodon
shrews (#2001 and #5017) harboring
viral RNA had BDV antigen in the
ceniral and peripheral nervous sysiem
(brain, spinal cord, spinal trigemi-
nal ganglia, and peripheral nerves).
Immunostaining of the skin showed
evidence ol BDV inlection, mainly
in epidermal keratinocytes and seba-
ceous glands, as well as in squamous
cpithelium and connective tissue of
the esophagus. In shrew #3017, renal
tubuli and glomeruli, as well as nu-
clei of bronchiolar epithelial cells, had
BDV-N. No evidence for viral antigen
was found in the other 42/44 small
mammals tested.

In situ hybridization was per-
formed by using established protocols
(8). Viral genomic RNA and mRNA
cncoding for the BDV-N gene were
found in the brain, spinal cord, gan-
glia, parotid gland, and scbaccous
glands of the skin of 2 shrews posi-
tive for BDV by RT-PCR. Thus. BDV
antigen and RNA were found in ner-
vous tissuc and peripheral organs of
2 C. leucodon shrews, as reported for
shrews in Switzerland (Z,2).

Viral dissemination into peripher-
al organs represents a prerequisite for
successful viral excretion and trans-
mission to other susceptible specics.
Simultaneous detection of wiral ge-
nomic RNA and mRNA can indicatc
viral replication and transcription in
peripheral organs. RNA from brains
of the 2 BDV-positive C. leucodon

Emerging Infectious Diseases » www.cdc.gov/eid = Vol. 19, No. 12, December 2013

shrews (#2001 and #5017) and from
1 horse that had BD and lived in the
same stable as shrew #5017 was se-
quenced as described (2). Comparison
of BDV sequence (GenBank acces-
sion no. KF275185) from C. leucodon
shrew #5017 with sequence (GenBank
accession no. KF275184) from the af-
fected horse showed 100% identity in
a 2,150-nt region (nt 17-2161 cov-
ering the N, X, and P genes and half
of the M gene). Moreover, the BDV
sequence showed 98% homology
with those of the BDV isolates of the
Baden-Wurllemberg and Bavaria II
group (9).

The 2 BDV-posilive shrews were
trapped in April (#2001) and July
(#35017) 2012 in difTerent stables in
the feeding area for hay (B for #2001)
or in the slorage area for feed (slable E
for #5017). which probably indicates
that this food was contaminated with
BDV. Viral shedding in shrews might
occur from skin, kidney. or gastroin-
testinal tract. which is similar to shed-
ding by persistently infecled. immu-
notolerant, nconatal Lewis rats (10).

In conclugion, BDV RNA, viral
antigen, and serum antibodics against
BDV were delecled in 2/20 (. feu-
codon shrews, indicating that this
shrew is reservoir of BDV in Bavatia.
‘Whether scropositivity without other
evidence of BDV infection indicates
different courses of infection in small
mammals, as known [or horses, is
not known and warrants further in-
vestigation. The absolute homology
of shrew and equinc BDV suggests
successful interspecies virus trans-
mission. Our study provides rcliable
evidence that . leucodon shrews
acts as rescrvoirs for BDV in discase-
endemic areas in Bavaria. Germa-
ny, argucs for a general role of this
shrew as a reservoir for mammalian
bornaviruscs.
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Abstract

viruses of the order Mononegavirales.

displaying encephalitis.

bornavirus-RT-PCR, NGS, Canine distemper, Germany

Background: Next to various known infectious and non-infectious causes, the aetiology of non-suppurative
encephalitis in red foxes (Vulpes vulpes) often remains unclear. Known causes in foxes imply rabies, canine
distemper, toxoplasmosis, Aujeszky's disease, as well as parvovirus, adenovirus, circovirus and flavivirus infections. In
this study, particular attention was paid on bornaviruses, since red foxes are predators of bicoloured white-toothed
shrews, a reservoir of Borna disease virus 1 (BoDV-1). In addition, foxes are known to be highly susceptible for

Methods: Analyses for the presence of anti-BoDV-1 antibodies, BoDV-1-RNA and antigen were performed on 225
blood and 59 brain samples, from a total of 232 red foxes. Foxes originated from BoDV-1 endemic and non-
endemic German areas. Additional investigations for the presence of rabies, canine distemper, toxoplasmosis,
Aujeszky's disease, parvovirus, adenovirus and flavivirus infections were carried out on 16 red foxes with non-
suppurative (meningo-) encephalitis. A metagenomic analysis was used on three representative brain samples

Results: Among 225 foxes, 37 displayed anti-BoDV-1 antibodies with titres ranging between 1:40 and 1:2560,
regardless of geographic origin. In 6 out of 16 foxes with encephalitis, canine distemper virus was detected. No
evidence of any of the other investigated agents was found in the 16 fox brains with encephalitis. Metagenomics
revealed no infectious agents, except for one already known canine distemper case.

Concdlusion: Red foxes can exhibit BoDV-1 specific antibodies without association with geographic origin or
encephalitis due to bornavirus infection. The encephalitis pattern was highly conspicuous for a viral infection, but
remained unclear in 10 out of 16 foxes. Thus, presently unknown infectious and non-infectious causes need to be
considered and further investigated, especially since foxes also tend to occur in human proximity.

Keywords: Borna disease, BoDV-1, Red fox, Non-suppurative encephalitis, Indirect immunofluorescence test, Pan-

Background

Red foxes (Vulpes vulpes) are known to suffer regularly
from non-suppurative encephalitis. However, the under-
lying cause remains unclear in a remarkable number of
cases, even though several infectious and non-infectious
causes for encephalitis in canines are known to date.
This is a known problem in other canines, felines and
cattle as well [1-7]. Infectious or non-infectious causes
can induce neuroinflammation. Non-infectious causes

* Correspondence: Christiane Herden@vetmed.uni-giessende
'Institute of Veterinary Pathology, JustusLiebig-University, Giessen, Germany
Full list of author information is available at the end of the article

O BioMed Central

are, for example, post-traumatic processes, autoimmune
diseases, genetic and metabolic disorders or damages in-
duced by toxic agents. In terms of infectious encephal-
itis, suppurative or granulomatous inflammation are
usually caused by bacterial or mycotic infections. Fibrin-
ous, haemorrhagic and mixed inflammation also tend to
occur due to bacterial or viral infections. However, non-
suppurative encephalitis is most commonly of viral ori-
gin [8] and characterised by perivascular mononuclear
cuffing, glial proliferation and, in many cases, neuronal
degeneration and satellitosis [6, 8, 9].

® 2016 The Author(s). Open Access This article s distributed under the terms of the Creative Commons Attribution 4.0
Intermational | icense (http/creativecommons.arg/licenses/by/4.0/), which permits unrestricted use, distribution, and
reproduction in any medium, provided you give appropriate credit 1o the ariginal author(s) and the soarce, provide a link 1o

the Creative Commons license, and indlicate f changes were made. The Creative Commons Public Domain Cedication waiver
(http//creativecommons.org/publicdomain/zera/1.0/) applies 1o the data made available in this article; unless otherwise stated.
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It is known that red foxes play a role in spreading
pathogens which is of importance due to their adapta-
tion to human environments and to their invasion into
urban life. Thus, viral pathogens causing encephalitis
with unclear pathogenic and potential zoonotic potential
could represent a serious threat for humans and animals
alike [10, 11]. Viral agents known to induce (meningo-)
encephalitis in canines comprise Rhabdoviridae [12],
Paramyxoviridae [13, 14], Herpesviridae [15], Parvoviri-
dae [5, 16], Flaviviridae [5], Arboviridae [17], Bornaviri-
dae (18] and Circoviridae [19]. Protozoal and bacterial
agents, like Toxoplasma gondii, Neospora caninum,
Encephalitozoon cuniculi and Listeria monocytogenes can
occasionally induce widespread non-suppurative menin-
goencephalitis also in canines [8, 20, 21]. Next to infec-
tious agents, non-infectious causes have been considered
as well to explain unclear encephalitis in canines [6, 22].

A causative pathogen of non-suppurative encephalitis
in mammals is Borna disease virus 1 (BoDV-1), which
belongs to the family of Bornaviridae within the order of
Mononegavirales. Infection with BoDV-1 leads to Borna
disease (BD), a lethal neurological disease in accidental
hosts such as horses and sheep [23]. Numerous studies
have shown other mammals, including farm (cattle,
goats) and companion animals (dogs), to occasionally
succumb to natural BD [23, 24]. BD was also reported in
free ranging animals [23, 24]. Moreover, canines, espe-
cially red foxes are highly susceptible for viruses of the
order of Mononegavirales (Rhabdoviridae, Paramyxoviri-
dae), which can cause fatal neurological diseases. In
addition, foxes are predators of the bicoloured white-
toothed shrew Crocidura leucodon (C. leucodon), which
represent a reservoir for BoDV-1 in Germany and
Switzerland [25-29]. As these shrews shed the virus via
various routes — including saliva, urine, faeces and skin
— foxes have to be exposed to high amounts of infec-
tious BoDV-1 during predation [29].

Knowledge on bornaviruses has expanded remarkably
over the last years and new avian, reptile and mamma-
lian bornaviruses have been found [30]. Recently, a new
mammalian bornavirus (variegated squirrel 1 bornavirus,
VSBV-1), found in variegated squirrels (Sciwerus variega-
toides) in Germany caused fatal encephalitis in three
squirrel breeders and represented the first bornavirus
with proven lethal zoonotic capacity [31]. Evidence of a
highly pathogenic and zoonotic bornavirus places new
demands in public health security, especially since the
source of the new virus remains unknown so far. There-
fore, it is vital to increase knowledge around the poten-
tial association of encephalitis cases of unknown origin
in foxes with such newly discovered agents.

Reports on BoDV-1 infection in canines are sparse. In
a study comprising foxes from France, viral BoDV-1
RNA was detected in 6 among 59 brains by nested PCR.
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These positive results could, however, not be reproduced
by others [32]. In another study from Austria, BoDV-1
infection in a 2-year-old female dog with a non-
suppurative meningoencephalitis from Vorarlberg, an
endemic area in Austria, was confirmed by detection of
viral antigen and RNA by immunohistochemistry, in situ
hybridization and nested PCR procedures, respectively.
[18]. Another canine case was described in Japan, where
a 3-year-old dog with a severe neurological disorder was
diagnosed with clinical BD but no BoDV-1 specific se-
quences were published [33]. Besides, in Germany, about
10 % of the dogs display anti-BoDV-1 antibodies
(personal communication S. Herzog). To our knowledge,
there are no other studies on the prevalence of anti-
BoDV-1 antibodies in canines. In another small carni-
vore, the cat, BoDV-1 is suspected to cause a severe
neurological disease called “staggering disease” [34]. In
other studies, BoDV-1 RNA and/or antigen was not
found in respective cat material [35]. Considering the
new findings in bornavirus research, reinvestigation of
cat material by novel metagenomics approaches might
be an option.

To sum up, red foxes can play a role in spreading
pathogens (Mononegavirales, among others) and can
have contact to reservoir species such as BoDV-1
shedding shrews due to their lifestyle [10]. However,
the outcome of contact exposure with viruses such as
BoDV-1 in foxes remains unknown. There is need for
examination on whether foxes can represent any kind
of clinically inconspicuous reservoir, spill over host or
accidental host with non-suppurative meningoenceph-
alitis. The occurrence of a new zoonotic bornavirus
with unknown reservoir and origin underlines the
need for further epidemiological surveys on borna-
virus infection in potential contact animals. Beside
this, it is important to assess so far unknown infec-
tious and non-infectious causes for encephalitis in red
foxes, a need for which this study accounts as well.
As foxes are a widespread wild life species in Central
Europe, also in urban areas, knowledge on the aeti-
ology of unknown non-suppurative encephalitis in this
species is of high importance.

Methods

Samples from red foxes

Brain and blood samples from wild red foxes (Vuipes vulpes)
were collected from 2013 to 2014 in three federal states
(Bavaria, Baden-Wuerttemberg and Hesse) in Germany, in
collaboration with State Veterinary Institutes and private
hunters, in endemic and non-endemic regions for BoDV-1.
Brain samples, initially intended for rabies virus investiga-
tion, comprised parts of the hippocampus, thalamus and
cerebral cortex. Private hunters were encouraged to collect
blood samples in the hunting season immediately after the
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foxes’ death. The State Veterinary Institutes of Aulendorf
(Staatliches Tierdrztliches Untersuchungsamt Aulendorf,
STUA), Freiburg (Chemisches und Veterindruntersuchung-
samt Freiburg, CVUA) and Giessen (Landesbetricb Hes-
sisches Landeslabor, LHL) and private hunters in Bavaria,
Baden-Wuerttemberg and Hesse collected 59 brain and 225
blood samples from 232 red foxes (Vulpes vuipes). Add-
itionally, the LHL Giessen provided formalin fixed tis-
sue sections from three red foxes with encephalitis of
unknown origin (#41, #42, and #43). Blood samples
were collected in serum separating tubes (BD Vacutai-
ner”, Becton, Dickinson and Company, USA and
Monovettes®, Sarstedt, Germany). After visual control
of complete coagulation, the serum separating tubes
were deep-frozen. Overall, sample collection included
road kill and foxes that were found dead. Information
about age, sex and clinical signs was requested.

Serology for the detection of anti-BoDV-1 antibodies

An indirect immunofluorescence test (IIFT) detected
BoDV-1-specific serum antibodies as described else-
where [36, 37]. To sum up, after thawing, the 225
blood samples were centrifuged at 2500 rpm for
10 min to obtain serum. Several dilutions of sera
were incubated on slides with acetone-fixed MDCK-
cells (Madin-Darby canine kidney), persistently
infected with BDV-H1766 (horse strain). After incuba-
tion for 30 min at 37 °C, cells were exposed for
30 min with a fluorescein isothiocyanate (FITC)-con-
jugated rabbit anti-dog IgG (Dianova, Germany), again
at 37 °C. To confirm the specificity of the anti-BoDV-
1 antibodies, sera of 8 out of 37 selected seropositive
foxes underwent further western blot analysis as de-
scribed by Richt et al. [38].
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Histology and immunohistochemistry for the detection of
BoDV-1 antigen

Tissue sections of 4 pum were routinely stained with
haematoxylin and eosin and evaluated for the presence
of inflammatory or degenerative lesions.

For immunohistochemistry (IHC) detecting BoDV-1 anti-
gen, the standard avidin-biotin-peroxidase complex (ABC)
method was used, applying a monoclonal anti-BoDV-1
antibody (Bol8) and a polyclonal anti-BoDV-1 antibody
(p24), as described elsewhere [39-41]. For further detail on
antigen retrieval methods, dilution and the origin of the
antibodies, see Table 1. Positive controls consisted of mam-
mals infected with the respective agent, mostly samples
from infected dogs. Brain tissue of a naturally infected
horse was used as a control for BoDV-1 infection.

RT-PCR assays for the detection of BoDV-1 RNA

RNA extraction and real-time reverse transcription poly-
merase chain reaction were performed using the com-
mercially available kits QIAsymphony RNA Kit and
OneStep RT-PCR kit (both Qiagen, Germany). The com-
mercially available kit RNeasy FFPE Kit (Qiagen) was
used for RNA isolation from formalin-fixed material.
Amplification of BoDV-1 RNA was carried out by one-
step real time RT-PCR approaches [42]. For questionable
results from RT-PCR a nested PCR was applied accord-
ing to existing protocols [43].

As baseline, all fox brain samples were checked for the
suitability of the ¢DNA by a GAPDH-PCR (glyceralde-
hyde-3-phosphate dehydrogenase-PCR). (Details of the
protocols are available upon request).

Pan-bornavirus-RT-PCR
Additionally, a bruad—rangeAbOrnaviruszT—PCR was de-
signed to cover all known mammalian and most of the

Table 1 Antibodies used for the detection of infectious agents by immunohistochemistry

Infectious agent  Abbreviation Primary antibody

Dilution  Antigen retrieval Method  Origin of primary antibody

Borna disease BaDV-1 monoclonal mouse-anti-p38 (B018)
virus

Borna disease BoDV-1 polyclonal rabbit- anti-p24 (p24)
virus

Canine distemper DV monoclonal mouse-antl-CDV

virus

Porcine SHV-1 polyclonal rabbit-anti-SHY-1

herpesvirus-1

Canine adenovirus  CAV-1 monoclonal anti-canine adenovirus
1 (CAVA-1A)

PV monoclonal anti-parvevirus (CPY1-

2A1)

Canine parvovirus

Toxeplasma gondii  None polyclonal rabbit-anti-toxoplasma

gondii

1:500°  None Dr. Herzog, Giessen, Germany

1:2000" None Dr, Richt, Kansas, USA

1:6000° None Dr. Orwall, Huddinge, Sweden

1:2000" None Dr. Eskens, Giessen, Germany

1:100°  Protease-induced epitope Custorn Monoclanals Intermational
retrieval Corp, USA

14007 Protease-induced epitope  Custom Monoclonals Intemational
retrieval Corp., USA

1:800°  Protease-induced epitope  DAKQ, Hamburg, Germany

retrieval

“ in tris-buffered saline (TBS) containing bovine serum albumin (BSA) 1 %, "in TBS containing 20 % swine serum
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avian bornaviruses. RNA was extracted using the
QIAmp Viral Mini Kit (Qiagen) according to the manu-
facturer’s instructions. Conserved nucleotide sequences
of all available bornaviruses were used for primer design.
Samples were analysed for the presence of bornaviruses,
by amplifying a 61-bp fragment of the P-gene and the
end of the X-gene using the following primer set: for-
ward primer Borna-2048-F: 5'-CGC GAC CMT CGA
GYC TRG T-3' and reverse primer Borna-2118-R: 5'-
GAC ARC TGY TCC CTT CCK GT-3' (Biomers.net,
Germany). The RT-reaction was performed with the
QuantiTect Reverse Transcription-Kit (Qiagen) employ-
ing 1000 ng RNA and the manufacturer’s primer-mix
followed by PCR with the PCR Multiplex PCR kit
(Qiagen) according to manufacturer’s instructions and a
primer concentration of 0,25 pg/pl. Cycling conditions
consisted in an initial activation of the Taq Polymerase
at 95 “C for 15 min, followed by 45 cycles of denatur-
ation at 94 °C for 30 s, annealing at 60 °C for 30 s and
extension at 72 °C for 30 s, finally for 10 min. Amplified
PCR-products were separated on a 2 % agarose gel with
3,6 pl/100 ml Midori-Green (Biozym, Germany) and a
standard length (pUC 8 Mix Marker, Thermo Fischer
Scientific, USA). The pan-bornavirus-RT-PCR constantly
detected BoDV-1, parrot bornavirus 2 and 4 (PaBV-2
and PaBV-4) and VSBV-1. The sensitivity of the pan-
bornavirus-RT-PCR protocol was determined by amplifi-
cation of serial dilutions of PaBV-2 in purified fox
control RNA (700 ng/pl) and RNase-free water, followed
by agarose gel electrophoresis. The detection limit was
0.01 ng/ul PaBV-2 in 700 ng/pl fox RNA.

Methods used for the detection of other pathogens

The State Veterinary Institutes screened all brain samples
for the presence of rabies virus, using an immunofluores-
cence test (IFT) as a standard method recommended by
the WHO and OIE. Immunohistochemistry was used for
the presence of antigens of canine distemper virus (CDV),
porcine herpesvirus 1 (SHV-1), canine adenovirus 1
(CAV-1), canine parvovirus (CPV) and of Texoplasma
gondii (Table 1). The State Veterinary Institutes Giessen,
Freiburg and Aulendorf routinely conducted RT-PCR as-
says for CDV RNA according to established protocols
[44]. At the Institute of Veterinary Pathology in Giessen, a
pan-flavivirus-RT-PCR protocol [45] and an adopted PCR
assay for the amplification of CPV [46] was used.

Metagenomics, next generation sequencing (NGS)
Representative brain samples of three red foxes with
high anti-BoDV-1 antibody titres and encephalitis were
sequenced, using a MiSeq instrument [Illumina] as de-
scribed before [31]. Sequence analysis with RIEMS as-
sembled the sequences [47].
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Statistical analysis

For comparison of detection of seropositive foxes in en-
demic and non-endemic administrative districts, a hypoth-
esis test, the two-proportion z-test, with a significance
level equal to 0.05 was used.

Results

Origin of fox samples

The State Veterinary Institutes and private hunters in
Bavaria, Baden-Wuerttemberg and Hesse collected sam-
ples from 232 red foxes (59 brain, 225 blood samples)
and formalin fixed tissue sections from three red foxes
with encephalitis of unknown origin (#41, #42, and #43).
Private hunters provided 81 frozen blood samples from
40 hunting districts in 10 administrative districts in
Germany. Sample collection was scattered geographic-
ally, depending on the location of the State Veterinary
Institutes and the private hunters involved in the study
including samples from known endemic and non-
endemic areas. Among 232 carnivores, 64 small carni-
vores originated from Bavaria (Swabia, Upper Bavaria,
and Middle Franconia), 132 from Baden-Wuerttemberg
(Tubingen and Freiburg) and 36 from Hesse (Kassel,
Giessen and Darmstadt). See Fig. 1 for further details on
the sampled districts.

Serology for detection of anti-BoDV-1 antibodies

An indirect immunofluorescence test (IIFT) was carried
out for 225/232 red foxes. Among 225 foxes, 37 exhib-
ited anti-BoDV-1 antibodies, representing a prevalence
rate of 16.4 % in the investigated districts in Germany.
Sera with anti-BoDV-1 antibodies caused a brilliant
granular fluorescence in the nucleus of BoDV-1 infected
MDCK cells. In Bavaria, 7/63 foxes displayed anti-
BoDV-1 antibodies, in Baden-Wuerttemberg 23/131 and
in Hesse 7/31. For an overview of results for seropositive
foxes in endemic and non-endemic districts see Table 2
and Fig. 1. Statistical analysis showed the p-value (0.36)
to be higher than the significance level (0.05), which is
why the null hypothesis cannot be rejected. No statisti-
cally significant difference has been found between the
detection of seropositive foxes in endemic and non-
endemic areas in the investigated areas in Germany.
Serum antibody titres in foxes ranged from 1:40 to
1:2560 (median 1:160). The red fox #21 with a titre of
1:2560 was an adult female from the administrative dis-
trict of Reutlingen, an endemic region in Baden-
Wuerttemberg. Among the 37 seropositive foxes,
hunters observed no clinical symptoms in 23 canines.
However, eight foxes showed signs of illness: two had a
mange dermatitis and six were emaciated. No informa-
tion on clinical symptoms was available for six foxes. For
further details on age, gender and clinical symptoms of
seropositive foxes, see Table 3.
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Baden-
Wauerttemberg

7 sampled districts |

Fig. 1 Distribution of seropesitive foxes and foxes with encephalitis in Bavaria, Baden-Wuerttemberg and Hesse

@ seropositive fox
fox with encephaltis

@ seropositive fox
with encephalitis

Bavaria

Histology and immunchistochemistry for the detection of
BoDV-1 antigen

By histology, 59 brains from red foxes were analysed.
Mild to moderate autolytic changes and freezing
artefacts were obvious in all cases. In total, 16/59 foxes
displayed a non-suppurative encephalitis (Fig. 2). Exactly
seven of the 16 foxes had a non-suppurative mono-
nuclear meningoencephalitis and the other nine dis-
played a non-suppurative mononuclear encephalitis. In
the 9/16 cases with encephalitis only, no meninges were
present. Histopathology revealed perivascular mono-
nuclear infiltration and microglia activation. Among 16
red foxes with encephalitis, seven displayed anti-BoDV-1

antibodies, four were seronegative and for five, no blood
samples were available. The hunters noticed no signs of
a neurological disorder in the foxes with encephalitis.
However, no information on clinical symptoms was
available for four foxes, as they were found dead. For
further information on origin, age, gender and clinical
symptoms of foxes with encephalitis see Table 3 and
Fig. 1.

No evidence of BoDV-1 antigen was found in the
foxes by immunochistochemistry. There was no detec-
tion of the viral nucleoprotein in 59 foxes using a
monoclonal antibody. Among 34 foxes tested with the
polyclonal serum for the detection of the viral

Table 2 Origin of fox blood samples and geographical distribution of seropositive foxes

Total number of fox blood samples used for IIFT

Seropositive foxes

Administrative  Total number of Total from Total from non-

Total number of

Total number of Total number of serapositives

district blood samples  endemic endemic regions sercpositive foxes  seropositives from endemic fram non-endemic regions
regions regions

Bavaria 63 32 31 7 5 2

Baden- 131 56 75 23 12 1

Wuerttemberg

Hesse 31 0 31 7 Q 7

Germany 225 88 137 37 17 20
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Sample Administrative district Age Sex Clinical Histology liFT IHC IHC BoDV-1 Pan borna virus
m/f signs Bo18 p24 PCR PCR
Bavaria
1 LKR Gunzburg adult  m no signs nd 1180 nd. nd. nd. nd.
£ LKR Glnzburg adult ~ m no signs nd 1640 nd. nd. nd. nd.
3 LKR Augsburg Juvenile n.d. no signs nd 140 nd. nd. nd. n:
4 LKR Unterallgau Juvenile nd. no signs nd 1160 nd. nd. nd. nd.
LKR Unterallgéu Juvenite nd. no signs = 180 - = = =
6 LKR Unterallgau adult  f found encephalitis® <110 - = = -
dead
7 LKA Oberallgau adult  m nd, nd 1:640 nd. nd. nd. nd.
8 LKR Oberallgau adult n.d. no signs nd 1160 nd. nd. nd. nd.
Baden-Wuerttemberg
9 LKR Waldshut Jjuvenile m road kill = 1160 - = nd. nd.
10 LKA Breisgau- adult  f road kil - 1160 — - - -
Hochschwarzwald
1 LKR Breisgau- juvenile m found meningoencephalitis 1:160 — = = =
Hochschwarzwald dead
12 LKR Lorrach adult m rnange - 140 - - - -
13 LKR Tuttlingen Jjuvenile n.d. no signs = 1640 — = = o
14 LKR Tiibingen adult m emadation — 1160 — nd, = =
15 LKR Tiibingen adult m no signs = 140 - = = =
16 Zollernalbkreis nd. nd. no signs encephalitis® 1160 - - - -
17 Zollernalbkreis adult  m no signs nd 1:640 nd. nd. nd. nd.
18 Zollernalbkreis Juverile nd. no signs nd 1160 nd. nd. nd. nd.
19 Zollemalbkrets nd. nd. no signs nd 1640 nd. nd, nd. nd.
20 LKR Reutlingen adult m ne signs 2= 1160 — =+ = =
21 LKR Reutlingen adult  f no signs encephalitis® 12560 — - - -
22 LKR Reutlingen adult  f no signs encephalitis” 1160 — = = =
23 LKR Reutlingen adult  m nosigns. — 1160 — - - -
24 LKR Reutlingen nd. n.d. no signs = 1150 — nd. = =
25 LKR Reutlingen Juvenile m emaciation - 1160 — nd - -
26 LKR Reutlingen adut m no signs encephalitis® 1160 - - -
el LKR Reutlingen adult  f emaciation encephalitis® EIE0/ = Ex = =
28 LKR Ravensburg Juvenile m emaciation — 1640 — —= = =
29 LKR Ravenshurg adult  f emaciation — 16 — nd. = =
30 LKR Kenstanz nd. nd. nd. - 1640 - - - -
31 LKR Kanstanz adult  m no signs meningoencephalitis <1:10 — - - -
3% Bodenseekreis adult m emaciation — 1640 — - = =
33 n.d. Baden-Wuerttemberg nd. nd emaciation  encephalitis” <110 — - — -
Hesse
34 LKR Giefiern adult  nd no signs nd 140 nd, nd nd. nd
5 LKR GieBen adult  nd. no signs nd 1160 nd. ngd. nd. .
36 LKR Gieien Juvenile n.d. found = 140 — = = =
dead
37 Wetteraukreis nd. nd. no signs = 1180 - = = =
38 Wetteraukreis nd. nd. no signs nd 140 nd. nd. nd. nd.
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Table 3 Further investigations for the presence of BoDV-1 in seropositive foxes or foxes with encephalitis (Continued)

39 Wetteraukreis nd, nd. no signs - 160 — - - =

40 Schwalm-Eder-Kreis Juvenile nd. mange meningoencephalitis 1:160 - = = =

41 LKR GroB-Gerau adult n.d. ne signs meningoencephalitis nd = = = =5

42 LKA BergstraRe adult  nd. found meningoencephalitis n.d = = nd. nd.
dead

43 Main-Kinzig-Kreis adult  nd. no signs meningoencephalitis n.d - - - -

44 Stadt Frankfurt a. M. adult  nd. found meningoencephalitis n.d = - - -
dead

45 LKR Darmistadt-Dieburg adult  nd. no signs encephalitis” nd = = = =

46 Werra-Meilner-Krels adult n.d. no signs encephalitis® <110 - = = =

+ positive test result, —negative test result, n.d. not “no mening ilabls

phosphoprotein, 28 were negative and six fox brains
could not be considered further, due to autolytic
changes.

RT-PCR assays for the detection of BoDV-1 RNA

All seropaositive (for BoDV-1 antibodies) foxes as well as
foxes with (meningo-) encephalitis were analysed for the
presence of BoDV-1 RNA in the brain by real time RT-
PCR. Among 47 foxes, 33 brain samples meeting the
previously mentioned conditions were tested. Brain sam-
ple #42 failed in the DNA quality check, since GAPDH
could not be amplified and was therefore not further
analysed. All 32 foxes remained negative for BoDV-1
RNA, except for three cases. Foxes #40, #41 and #43 ex-
hibited questionable results (ct values near threshold) by
the applied real time RT-PCR assay. However, no BoDV-
1 RNA could be amplified in the subsequent nested
PCR. BoDV-1 RNA was also not found in any of the 32
fox brains using the pan-bornavirus-RT-PCR (fox #42 is
excluded).

Immunohistochemistry for detection of other viral and
parasitic agents

Among 16 red foxes with non-suppurative encephalitis, six
were positive for canine distemper virus (CDV) by RT-PCR
(#16, #21, #22, #26, #27, #33) but CDV antigen was de-
tected only in 5/6 red foxes (Fig. 3) (#21 was negative). All
CDV-positive foxes originated from Baden-Wuerttemberg,

see Table 4 for further details. Among six red foxes with
CDV infection, five were also positive for anti-BoDV-1 anti-
bodies (#16, #21, #22, #26, and #27). Brain sample #42
failed in the DNA quality check and was not used for PCR
assays. The State Veterinary Institutes provided negative re-
sults for rabies virus for all 16 foxes with unclear encephal-
itis. All foxes with encephalitis remained negative for
antigens of parvovirus, adenovirus, porcine herpesvirus 1
and Toxoplasma gondii. Furthermore, infection with West
Nile virus (WNV), tick-borne encephalitis virus (TBEV) or
any other flavivirus could not be confirmed due to 15/15
negative pan-flavivirus-RT-PCR results (fox #42 is ex-
cluded). Thus, the cause of the non-suppurative (meningo-)
encephalitis remains unclear in 10/16 red foxes. See Table 4
for an overview of pathogens tested.

Metagenomics, next generation sequencing (NGS)

Among 16 foxes with (meningo-) encephalitis, three fox
brains (#11, #21, #40) were further analysed by a metage-
nomic analysis. All three foxes displayed high anti-BoDV-
1 antibody titres (1:160-1:2650) and a mild to moderate
non-suppurative (meningo-) encephalitis. Foxes #11 and
#21 originated from Baden-Wuerttemberg and fox #40
from Hesse. Fox #21 originated from the Swabian Alb,
known to be endemic for BoDV-1. The other two foxes
(#11 and #40) originated from non-endemic regions. NGS
did not detect bornavirus-like sequences. No other infec-
tious agents were obvious as cause for the encephalitis.

Fig. 2 Meningoencephalitis in red foxes. a Mononuclear perivascular cuffs in the brain. b Gliosis. € Non-suppurative meningitis
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immunchistochemical staining. b Negative control

Fig. 3 Detection of CDY antigen by immunohistochemistry in a red fox. a Canine distemper virus antigen was detected i fox #33 by

However, NGS confirmed the canine distemper virus in-
fection of fox #21.

Discussion

The present study focusses on the aetiology of unclear
non-suppurative encephalitis in red foxes (Vulpes vulpes)
in different federal states of Germany (Bavaria, Baden-
‘Wuerttemberg and Hesse) with in particular BoDV-1 as
a possible cause. This was based upon the fact, that
foxes are known predators of bicoloured white-toothed
shrews, a confirmed reservoir of BoDV-1. In addition,

foxes are highly susceptible for infections with other vi-
ruses of the order Mononegavirales. The recent detec-
tion of a new zoonotic bornavirus in variegated squirrels
[31] enhances the necessity to investigate for the pres-
ence of so far unknown agents such as VSBV-1, also in
the wild, and in potential contact animals in particular.
Anthropogenic food resources play a big role in the
diet of foxes living near human settlements. Therefore,
population densities of foxes increase due to their op-
portunistic character and loss of their natural habitats
[11]. This is why public health issues in general demand

Table 4 Investigation on causes for fox encephalitis other than BoDV-1

v Rabiesvirus  SHV-1 CAV-1 Flaviviridae cpy T. gondii
Sample  Administrative district BCR HC  IFT HE IHC Pan flavivius PCR~ IHC ~ PCR HC
Bavarla
6 LKR Unteraligau = = - = = = - . -
Baden-Wuerttemberg
1 LKR Breisgau-Hochschwarzwald - - = = = = - e =
16 Zollernalbkrels: + 4 - - — = = = =
21 KR Reutlingen =+ = - - - — P -
22 L KR Reutlingen + + - - - - = o L
26 LKR Reutlingen % + = - = = & = =
27 LKR Reutlingen + + - - - - = = =
31 LKR Konstanz = = - = = = s = =
L nd. Baden-Wuerttemberg = + - - = - - = =
Hesse
a0 Schwalm-Eder-Kreis - - - - - - = - -
41 LKR GroR-Gerau = - = - - = = == =
42 LKR Bergstralie nd - =3 = = nd = nd. -
43 Main-Kinzig-Kreis = = = = - == = = =
44 Stadlt Frankfurt a. M. - - - - = = = - =
45 LKR Darrmstadt-Dieburg — - - - - - = = —
46 Werra-Meiiner-Kreis - - = = = = = = =

CDV canine distemper virus; SHV-1 porcine herpesvirus 1, CAV-1 canine ad
+ positive test result, —negative test result, n.d not determined

1, CPV canine parvovit
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further research on the causes of non-suppurative en-
cephalitis in animals such as foxes, as they can easily get
into contact with humans, farm and pet animals. Red
foxes mainly feed on abundant rodents, but in times of
food shortages, they also feed on insectivores. Shrew re-
mains in faeces of the red fox have regularly been found
[48, 49]. BoDV-1 positive C. leucodon shrews shed high
amounts of virus via skin and excretions [29] so that
contact of foxes with BoDV-1 during predation is likely.
The susceptibility of predators to infectious agents car-
ried by small mammals such as BoDV-1 remains largely
unknown. In principle, foxes could be resistant, develop
only specific antibodies as sign of exposure, could act as
spill over or accidental host, or they could become a
new reservoir species. Typically, in reservoirs, the infec-
tion is clinically inconspicuous despite shedding of high
amounts in virus, while in accidental hosts such as
horses, sheep and recently in humans, bornavirus infec-
tion manifests itself by a strict neurotropism and pro-
gressive non-suppurative meningoencephalitis [23, 31].
Studies from experimentally infected rats revealed a T-
cell mediated immunopathogenesis as key pathogenesis
in diseased animals whereas in reservoir species immu-
notolerance mechanisms have been assumed [50-52].
This also indicates that the outcome of BoDV-1 infec-
tion differ significantly depending on the status of the
immune system,

Several foxes (16/59) displayed a non-suppurative
(meningo-) encephalitis highly suspicious for a viral aeti-
ology. The hunters did not observe any neurological
symptoms in 9/16 foxes with encephalitis. However, 3/
16 foxes displayed signs of disease (emaciation and
mange) and 4/16 foxes with encephalitis were found
dead. Foxes with encephalitis originated from all three
administrative districts included in the study and did
therefore not follow any geographical link. Further stud-
ies in larger cohorts will have to address whether there
might be hotspots for fox encephalitis in Germany. The
German national rabies legislation prescribes that
hunters have to shoot foxes with signs of disease or with
abnormal behaviour. In addition, hunters bring more
frequently carcasses of wild mammals to the veterinary
inspection offices when they were found dead without
signs of external trauma. Bias caused by these factors
probably increased the probability to find foxes with en-
cephalitis in this study.

By IIFT, 164 % of the red foxes displayed anti-BoDV-1
antibodies. Western blot analysis of 8/37 seropositive
foxes confirmed the specificity of the anti-BoDV-1 anti-
bodies. In general, endemic areas are defined by the con-
stant presence of diseases or infectious agents in a
geographic area or a population group [53]. There are
no official data on endemic areas for BoDV-1 infection
in Baden-Wuerttemberg, since there is no reporting
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obligation and no long-term data are available. However,
the Swabian Alb in Baden Wuerttemberg has already
been regarded as endemic area [54]. For Bavaria, more
data on BD in horses are available, due to a reporting
obligation up until 2011 [55]. Due to limited sample
number in the present study, the statistical compari-
son of seropositive foxes from endemic and non-
endemic areas could only serve as a rough and global
comparison providing general trends. Interestingly,
the presence of BoDV-1 specific serum antibodies in
foxes did not correlate with their origin from endemic
areas, represented by a no significant difference be-
tween detection of seropositive foxes in endemic and
non-endemic areas (p > 0.05).

The administrative district of Swabia in Bavaria is en-
demic for BoDV-1 infection containing populations of
BoDV-1 shedding C. leucodon [27, 29]. In Swabia, seven
red foxes were positive for anti-BoDV-1 antibodies. At
the Swabian Alb in Baden-Wuerttemberg, four foxes
were seropositive. However, foxes with anti-BoDV-1
antibodies were also detected in non-endemic regions.
In Hesse, 7/31 foxes displayed anti-BoDV-1 antibodies
but no BD was reported in horses in the last decades in
the respective areas. Interestingly, BoDV-1-infected rab-
bits were found in the last decades in one region (per-
sonal communication S. Herzog). Studies on the
presence of reservoirs are lacking for these districts.
However, Diirrwald et al. [28] also report presence of
BoDV-1 positive C. leucodon in endemic regions in east-
ern Germany without equine BD cases in the last de-
cades. In the present study, titres of seropositive foxes in
the endemic regions ranged from 1:40 to 1:2650, the
highest titre was found in fox #21 originating from the
Swabian Alb. Another canine, a female badger from
Baden-Wuerttemberg, was also positive for anti-BoDV-1
antibodies with a titre of 1:160 and did not exhibit en-
cephalitis (data not shown).

Among six foxes with confirmed CDV-infection, five
displayed additional anti-BoDV-1 antibodies. Cross reac-
tion with antibodies against CDV is highly unlikely since
specificity of anti-bornavirus antibodies was confirmed
by Western blot. Therefore, a coincidental connection
between CDV and BoDV-1 could be assumed. CDV is a
highly immunosuppressive agent, causing lymphocyte
loss and leucopenia in the acute stage [56], thereby in-
creasing the susceptibility for opportunistic infections,
e.g. for toxoplasmosis [57]. Therefore, further investiga-
tions on co-infections with BoDV-1 are necessary.

No BoDV-1 antigen (N, P) was found by THC in the
brain of the foxes with encephalitis. The combination of
detection of two most abundantly expressed viral pro-
teins ensure the detection even of BoDV-1 variants, e.g.
mutations in the N gene or other bornaviruses. The fox
#21 with the highest anti-BoDV-1 antibody titre was
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further investigated by in situ hybridization for detection
of BoDV-1 RNA (according to established protocols
[40]), but no genomic or mRNA was detected in the
brain (data not shown). BoDV-1 RNA was not amplifi-
cated by PCR in the brain tissue by any of the applied
PCR assays. In addition to the usual PCR approaches
(real time RT-PCR and nested PCR), a newly developed
pan-bornavirus-RT-PCR for a rapid, sensitive and eco-
nomic screening of all known bornaviruses was used. As
there is no knowledge on the duration of potential infec-
tion, the explanation for negative PCR results could be a
low level viral persistence or also presence of virus only
in specific brain areas not sampled. Moreover, even
though an abundantly expressed housckeeping gene was
amplificated, the sample quality and differences in sam-
ple storage could have interfered with amplification of
viral sequences,

Histopathology strongly suggested a viral aetiology of
the red fox encephalitis. Beside BoDV-1 [18], viral causes
of encephalitis in canines are rabies virus [12], canine
distemper virus (CDV) [13, 14], canine adenovirus 1
(CAV-1) [9], porcine herpesvirus 1 (SHV-1), canine
parvovirus (CPV) [5, 46], West Nile virus (WNV) [5] or
tick-borne encephalitis virus (TBEV) [58]. A fox circo-
virus [19] and La Crosse virus [17] have also been de-
tected in canine encephalitis cases. Schwab et al. [5]
found canine parainfluenza virus (CPIV) antigen in the
brain of one dog and encephalomyocarditis virus
(EMCV) in four dogs with encephalitis. Toxoplasma
gondii [21], Neospora caninum [21] and Encephalitozoon
cuniculi can also occasionally cause non-suppurative en-
cephalitis. Widén et al. [15] demonstrated an up to now
unclassified a-herpesvirus in arctic foxes with unclear
encephalitis.

Among 16 cases of non-suppurative encephalitis in this
study, six were due to CDV as confirmed by detection of
viral RNA and antigen. One CDV infection (fox #21) was
confirmed by metagenomic analysis. All red foxes affected
by canine distemper originated from Baden-Wuerttemberg
and substantiated the fact that canine distemper is a well-
known infection in wild carnivores in Germany [13, 59]. All
foxes were negative for rabies virus, CAV-1, SHV-1, CPV
and Toxoplasma gondii. In addition, no flavivirus-RNA was
amplified, so that WNV or TBEV infection seem unlikely.

Interestingly, no infectious agents were found for 10/
16 foxes with non-suppurative (meningo-) encephalitis.
Considering the retrospective nature of the study, the
collected brain samples consisted of hippocampal areas
for rabies virus investigation, some of them with add-
itional presence of cerebral cortex, thalamus and menin-
ges. Therefore, infections with agents with a certain
tropism might have been missed. Several other possible
causes of fox encephalitis have not been addressed in
this study and could be object for further investigations,
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eg. CPIV, EMCV, Neospora caninum, Encephalitozoon
cuniculi or La Crosse virus which, however, occurs so
far only in the United States. Widén et al. [15] found a
herpesvirus in arctic foxes with necrotizing encephalitis.
Bexton et al. [19] were the first to describe encephalitis
probably due to circovirus infection in foxes in England.
To date, it remains unclear if circovirus infections are a
definite cause for encephalitis or if they act as contribu-
tory complicating factors, as in pigs. Recently, a certain
number of unclear encephalitis in mammals have been
resolved due to metagenomics [31, 60]. However, in the
present study even with the metagenomic analysis, car-
ried out for three characteristic samples with encephal-
itis, it was not possible to detect an infectious agent.
Therefore, it could be possible that non-infectious causes of
encephalitis play an important role in foxes, as known for
other canines such as dogs where non-infectious encephal-
itis could represent a breed-specific condition [6]. Further-
more, several idiopathic conditions are known in dogs, e.g.
granulomatous meningoencephalitis [22] and recently,
Pruess et al. [61] reported encephalitis due to autoanti-
bodies, a non-human anti-NMDA receptor encephalitis in
a polar bear. Immune-mediated non-suppurative encephal-
itis has already been suspected in several cases of unclear
encephalitis cases and several authors suggest that they
might occur primarily or result from a virally triggered
process [5, 6].

Conclusions

Several common pathogens causing encephalitis in foxes
have been taken into account in this study and a meta-
genomic analysis extended the ubiquitous applied meth-
odo!ﬂgies, Nevertheless, in 10/16 foxes the cause for
encephalitis remained unclear. Concerning borna-
viruses, foxes can exhibit BoDV-1 specific serum anti-
bodies without any further evidence of infection and
seroprevalence of BoDV-1-specific antibodies in foxes
was determined for the first time. In total, 37/225 red
foxes exhibited anti-BoDV-1 antibodies in endemic
and non-endemic regions in Germany. Thus, foxes
can have contact exposure and most likely undergo
abortive infection with seroconversion only and do
not serve as reservoir for BoDV-1. Canine distemper
virus caused non-suppurative encephalitis in 6/16
foxes but no further pathogens were found in the
other foxes with unclear encephalitis. Thus, either so
far unknown infectious agents, most likely a virus, or
non-infectious causes have to be considered as causes
fox encephalitis in the investigated districts in
Germany. Non-infectious causes could also play a
more important role than expected. This study is
intended as a base for standardized large-scaled inves-
tigations for further clarification on fox encephalitis.
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5 Zusatzliche Untersuchungen

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

Insgesamt haben 16 Pferdebetriebe an dieser Studie teilgenommen und Kleinsauger
aus ihrer Schadlingsbekampfung fir die Untersuchungen zur Verfigung gestellt. Fast
alle Betriebe (n=13) befinden sich in Bayern und haben Falle von equiner BD in den
Jahren 1994 bis 2014 gemeldet (siehe Tab. 2). In Tab. 2 sind auch drei Betriebe aus
Baden-Wirttemberg und Hessen aufgelistet, durch die ein Vergleich der Daten ermog-

licht wird.

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

. . @ Anzahl der Equine Betriebsinfo*
Betrieb Landkreis Bundesland Pferde BD-Fille Ja/Nein
Betrieb 1 LKR Augsburg Bayern >40 2001, 2011 Ja
Betrieb 2 LKR Gunzburg Bayern 1-5 2002, 2011 Ja
Betrieb 3 LKR Augsburg Bayern 6-20 1997 Ja
Betrieb 4 LKR Unterallgéu Bayern 21-40 2012, 2014 Ja
Betrieb 5 LKR Glinzburg Bayern 620 %8(1):13 2012, Ja
Betrieb 6 LKR Augsburg Bayern >40 2011 Ja

. LKR Aichach- 2001, 2002,

Betrieb 7 Friedberg Bayern >40 2007, 2008 Ja
Betrieb 8 KR Weilheim- Bayern 6-20 2012 Ja
Schongau

. LKR Neumarkt
Betrieb 10 i d. Oberpfalz Bayern 6-20 2002, 2013 Ja
Betrieb 12 LKR Eichstatt Bayern >40 2000, 2014 Ja
Betrieb 13 | Hochtaunuskreis Hessen 21-40 keine Ja
Betrieb 14 = LKR Giinzburg Bayern 1-5 1994 Ja
Betrieb 9 LKR Gilinzburg Bayern 0 keine Nein

. LKR Erlangen- . .
Betrieb 11 Hachstadt Bayern 0 keine Nein

. Schabische Alb, Baden- . .
Betrieb 15 iverse LKR Wirttemberg 0 keine Nein

. Hessen, . .
Betrieb 16 diverse LKR Hessen 0 keine Nein
*Das Arbeitsblatt Betriebsinformationen wurde ausgefiillt
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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 Kleinsauger aus dessen Schadlingsbekampfung unter-
sucht. Der Betrieb 15 befindet sich auf der Schwabischen Alb in Baden-Wirttemberg,
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 Schadlingsbekampfung durchgefuhrt haben. Auf
der Abb. 8 (S. 59) sind die Landkreise in Bayern, Baden-Wirttemberg und Hessen her-
vorgehoben, aus denen die Kleinsduger stammen. Die Anzahl der Pferde in den von BD
betroffenen Stallen in Bayern variiert in dieser Studie von zwei bis 60, mit einer durch-
schnittlichen Anzahl von 27 Tieren. In vier Stallen wird von einer einzigen BoDV-Infektion
im Betrieb berichtet. Sieben Stalle hatten jeweils zwei bis vier BD Falle in den 20 Jahren
von 1994 bis 2014.

Alle pferdehaltenden Betriebe mit Fallen von BD haben ein Formular mit Betriebsinfor-
mationen ausgeflllt (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 Uberwiegt Stroh, und ausgemistet wird in sechs Betrieben taglich, 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 funf Betrieben regelmalig
und bei weiteren vier Betrieben ein- bis zehnmal im Jahr. Nur zwei Betriebe haben kaum
Kontakte zu anderen Pferden. In einem Grofteil der Betriebe kommen Hunde (n=8) und
Katzen (n=7) vor. Drei Betriebe haben eine Hobbygeflligelhaltung und auf einem Betrieb
gibt es zusatzlich zu den Pferden und dem Geflligel einen Esel und eine Ziege. Nutztiere
gibt es auf keinem der Betriebe. In der Umgebung der Betriebe Gberwiegen Acker- und
Wiesenlandschaften. Zugangsmadglichkeiten fir Kleinsduger 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 Schadlingsbe-

kdmpfung wird in zwolf Betrieben bei Hinweisen auf einen Befall mittels Giftkdder und

54



Zusatzliche Untersuchungen

Totschlagfallen durchgefiihrt. In zwei Betrieben wird eine standige Schadnagerbekamp-

fung mittels Giftkddern durchgefiihrt.

5.2 Untersuchung auf potentielle BoDV-1-Infektionen bei
Kleinsaugern in Bayern, Baden-Wurttemberg und
Hessen

Die Gesamtzahl der untersuchten Kleinsauger belief sich auf 337 (87 Soricidae, 122
Muridae, 128 Cricetidae). Die Tiere stammten aus der Schadlingsbekampfung von 16

Betrieben in Bayern, Baden-Wiurttemberg und Hessen.

In dem Artikel “Bicolored white-toothed shrews as reservoir for Borna disease virus, Ba-
varia, Germany” von Bourg et al. (2013) (siehe Veréffentlichung 1), wurden die Daten
von 120 Kleinsaugern (53 Cricetidae, 41 Muridae, 26 Soricidae) aus sieben Betrieben (1
bis 6, 8) aus den Regierungsbezirken Schwaben und Oberbayern in Bayern veroffent-
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 zusatzlich weitere 109 Kleinsauger aus Bayern, Baden-Wirttemberg
und Hessen nach den gleichen Schemata wie bei Bourg et al. (2013) mittels etablierten
Protokollen untersucht. Die Kleinsduger wurden auf anti-BoDV-1-Antikérper mittels IIFT
und auf BoDV-1-RNA mittels RT-gPCR 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-Kei3s et al; 2008). Uberdies wurden noch
weitere 107 Kleinsauger auf das Vorhandensein von anti-BoDV-1-Antikdrpern unter-
sucht. Die einzelnen Tiere aus Baden-Wirttemberg und Hessen wurden mitaufgefuhrt.
Die Tab. 3 gibt eine Ubersicht tber die verdffentlichten und unveréffentlichten Kleinsau-

gerdaten.
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Tab. 3 Ubersicht der verdffentlichten und unveréffentlichten Kleinsaugerdaten (n=337)

Anzahl Tiere | Anzahl C. leucodon Testmethoden Referenz
120 20 IIFT, RT-PCR, I[HC*, ISH* Bourg et al. 2013
1 1 IIFT, RT-PCR, IHC, ISH Nobach et al. 2015
109 9 IIFT, RT-PCR, IHC*, ISH* unveroffentlicht
107 0 IIFT unveréffentlicht

*Bei BoDV-1 positiven Tieren u. Kontrollen

Siehe Tab. 4 firr eine Ubersicht aller Kleinsauger und den Anteil an Spitzmausen und C.

leucodon aus den einzelnen teilnehmenden Betrieben.

Tab. 4 Anzahl aller Kleinsauger aus den jeweiligen Betrieben in Bayern, Baden-Wirttemberg

und Hessen
Betrieb Landkreis Bundesland Anzg_\hl An_zghl Anzahl C.
Kleinsauger Soricidae leucodon

Betrieb 1 LKR Augsburg BY 22 2 0

Betrieb 2 LKR Guinzburg BY 1 1

Betrieb 3 LKR Augsburg BY 0 0

Betrieb 4 LKR Unterallgau BY 27 0 0

Betrieb 5 LKR Guinzburg BY 80 30 25

Betrieb 6 LKR Augsburg BY 28 0 0

Betrieb 7 LKR Aichach-Friedberg BY 0 0 0

Betriebg =K~ Weilheim- BY 12 3 0

Schongau

Betrieb 9 LKR Guinzburg BY 8 0 0
. LKR Neumarkt

Betrieb 10 in der Oberpfalz BY 29 1 1
. LKR Erlangen-

Betrieb 11 Hochstadt BY 44 24 2

Betrieb 12 | LKR Eichstatt BY 10 0

Betrieb 13 | Hochtaunuskreis HE 6 3 0

Betrieb 14 | LKR Giinzburg BY 1 1 1
. Schéabische Alb,

Betrieb 15 diverse LKR BW 49 16 0

Betrieb 16 | Hessen, diverse LKR HE 13 4 0

Total 337* 87 30

*inklusive 121 bereits verdffentlichte Kleinsduger (Bourg et al., 2013; Nobach et al., 2015)

Zu den 87 Soricidae (Spitzmausen) zahlten 30 C. leucodon. Alle C. leucodon stammten

aus Bayern und der grofite Teil davon (n=25) kam aus dem Betrieb 5 aus dem Landkreis
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Gulnzburg. Zwei C. leucodon stammten aus dem Betrieb 11 aus dem Landkreis Erlan-
gen-Hoéchstadt sowie jeweils eine aus den Betrieben 2 und 14 aus dem Landkreis Glinz-
burg und eine aus dem Betrieb 10 aus dem Landkreis Neumarkt in der Oberpfalz. In
einigen Betrieben in Bayern, genau wie in Baden-Wurttemberg und Hessen, wurden mit-

tels Schadlingsbekampfung keine Feldspitzmause gefangen (Tab. 3).

Die Tab. 5 zeigt eine Ubersicht aller verfligbaren Blut- und Gehirnproben und die Resul-
tate der Nachweise von BoDV-1-RNA und anti-BoDV-1-Antikérpern sowohl von den ver-

offentlichten als auch den unveréffentlichten Kleinsdugern (n=337).

Tab. 5 Zusammenfassung aller verfligbaren Kleinsdugerproben und Resultate (n=337)

Herk Art Art Anzahl Verfugbare IIFT Verngbare PCR
unft Tiere*  Blutproben | positiv | Gehirnproben | positiv
BY ' C.leucodon  Feldspitzmaus 30 (21) 20/30 5/20 30/30 5/30
C. russula Hausspitzmaus 1(1) 11 0/1 11 0/1
S. araneus Waldspitzmaus 24 (5) 22/24 2/22 15/24 0/15
S. minutus Zwergspitzmaus 7 6/7 1/6 317 0/3
S. coronatus | S¢habracken- 2 2/2 0/2 1/2 0/
Spitzmaus
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 | Rételmaus 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) Vo 11 2/2 0/2
Microtus sp.  Wilthimduse 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 11 0/1 0/1 0/0
S. coronatus f;’t’j’n‘;; acker- 2 212 012 012 0/0
M. musculus | Hausmaus 20 20/20 0/20 0/20 0/0
A. sylvaticus : Waldmaus 1 11 01 0/1 0/0
A. terrestris Schermaus 2 2/2 0/2 0/2 0/0
Microtus sp.  Wiithimduse 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 11 11 11 0/1
M. musculus | Hausmaus 7 717 /7 0/7 0/0
A. sylvaticus = Waldmaus 4 4/4 0/4 3/4 0/3
A. flavicollis Gelbhalsmaus 1 11 0/1 11 01
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)
verdffentlichter Kleinsduger an (n=121)
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Die morphologische Unterscheidung zwischen Feldmausen (Microtus arvalis) und Erd-
mausen (Microtus agrestis) war nicht immer méglich (Jenrich et al., 2010). Da keine ge-
netische Bestimmung (mittels Sequenzunterschieden im Cytochrom b-Gen) durchge-

fahrt wurde, wurden in der Studie beide Spezies als ,Microtus sp.“ bezeichnet.

Von den 310 verfuigbaren Blutproben wiesen 16 spezifische anti-BoDV-1-Antikdrper auf.
Dabei handelte es sich um flnf seropositive Nager (Muridae und Cricetidae) und elf se-
ropositive Spitzmause (Soricidae). Sowohl in Bayern als auch in Baden-Wirttemberg
und Hessen gab es seropositive Kleinsauger, in Endemie- wie auch in Nichtendemiege-
bieten. Es standen 229 Gehirnproben fir die Untersuchung auf BoDV-1-Antigen und -
RNA zur Verfigung. Dabei konnten insgesamt funf 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 Feldspitzmause und der seropositiven Kleinsauger dargestelit.
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Abb. 8 Seropositive Kleinsauger und BoDV-1-positive C. leucodon in Bayern, Baden-
Wiirttemberg 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 Kleinsaugern aus Bayern sind
acht Kleinsauger 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-Antikdrpern bei C. leucodon #2001 (400x). Die weil3en
Pfeile zeigen die granulare Fluoreszenz im Zellkern der BoDV-1-infizierten MDCK-Zellen (Hun-
denierenzellen). Balken: 10 pm.

Abb. 10 Nachweis von Anti-BoDV-1-Antikdrpern bei S. minutus #11001 (400x). Die weil3en
Pfeile zeigen die granulare Fluoreszenz im Zellkern der BoDV-1-infizierten MDCK-Zellen. Balken:
50 pym.

60



Zusatzliche Untersuchungen

Die Tab. 6 listet die Ergebnisse der weiterfiihrenden Untersuchungen der unveroffent-

lichten BoDV-1-positiven Kleinsauger aus Bayern, Baden-Wirttemberg und Hessen auf.

Tab. 6 Bisher unverdffentlichte BoDV-1-positive Kleinsduger aus Bayern, Baden-W rttemberg
und Hessen

Kenn- Her-  BoDV-1 IHC

ung Art Herkunft kunft PCR HFT (Bo 18) ISH
5071 C. leucodon LKR Gunzburg BY positiv <1:10 positiv positiv
5077 | C. leucodon LKR Gunzburg BY positiv k.A. positiv positiv
9001 . A. sylvaticus LKR Gunzburg BY negativ positiv* | negativ /
11001 : S. minutus LKR Erlangen-Héchstadt | BY negativ positiv* | negativ /
11014 : S. araneus LKR Erlangen-Héchstadt | BY negativ 1:320 negativ /
12006 : Microtus sp. LKR Eichstatt 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 Eﬁixigﬁrg' HE negativ positiv* | negativ /

* Probenmenge nicht ausreichend fur Titration

Insgesamt funf Soricidae, darunter eine Waldspitzmaus (S. araneus, #11014) und eine
Zwergspitzmaus (S. minutus, #11001) aus dem Landkreis Erlangen-Hochstadt in Bay-
ern, wiesen anti-BoDV-1-Antikérper auf. Auch in Baden-Wirttemberg 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-Antikdrper getestet. Bei den
Muridae und Cricetidae wurden eine Waldmaus (A. sylvaticus, #9001) aus dem Land-
kreis GUnzburg und eine Wihlmaus aus dem Landkreis Eichstatt (Microtus sp. #12006)
positiv auf anti-BoDV-1-Antikdrper getestet. Die Probenmenge reichte aber nicht fur 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 Gunzburg,
in dem auch die BoDV-1-positiven C. leucodon #5017 und #5072 gefangen wurden. C.
leucodon #5071 wies keine anti-BoDV-1-Antikérper auf, allerdings konnten sowohl
BoDV-1-RNA wie auch -Antigen festgestellt werden (Tab. 7). Von C. leucodon #5077
war keine Blutprobe verfiigbar, 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 unveréffentlichten
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 (mé&nnlich)

C. leucodon #5077 (mannlich)

IHC
(Bo 18)

ISH gen. RNA

ISH mRNA

IHC (Bo 18)

ISH gen. RNA

ISH mRNA

Gehirn

+++

+(+)

+++

+++

+

++(+)

Periphere
Nerven, Kopf

+++

+++

+

+

Trigeminus-
ganglion

++

++

++

+++

++

+++

Speicheldriise

fraglich

fraglich

Auge

++

k.A

k.A

Sehnerv

+++

k.A

k.A

k.A

k.A

k.A

Tranendrise

fraglich

fraglich

fraglich

k.A

fraglich

++

Herzmuskel

Lunge,
Bronchial
epithel

Trachea

Osophagus

+(+)

Thymus

k.A

Zunge, Keratin

(+)

Leber

fraglich

fraglich

Milz

k.A

k.A

Darm, glatte
Muskulatur

k.A

k.A

fraglich

Nerven und
Ganglien im
Darm

k.A

k.A

+++

Niere,
Tubulusepithel

fraglich

Hoden

Nerven in Bgw.
um den Hoden

Knochen

Knorpel

Skelett-
muskulatur

Haut, Keratin

Sy

Talgdrisen

fraglich

Flankendriise

k.A.

k.A

k.A

k.A

Nasenepithel

++

++(+)

fraglich

Nerven um das
Nasenepithel

+++

+

+++

+

Rickenmark

+(+)

+

+++

+

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 mannlichen 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 Rickenmark, 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 zusatzlich im Sehnerv, in den Nerven
um das Nasenepithel und den Hoden dargestellt werden. BoDV-1-RNA konnte im Plat-
tenepithel des Osophagus und im Epithel in der Nase markiert werden. Fraglich blieben
die Nachweise von Antigen in der Tranendrise sowie von RNA in der Speichel- und
Tranendrlse, in den Hepatozyten, im Tubulusepithel der Niere und in den Talgdrisen.
Bei C. leucodon #5077 war das Verteilungsmuster dhnlich. 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 Tra-
nendrise 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 Tranendruse,
im Nasenepithel und im Zahnhalteapparat sowie der Nachweis von mRNA in der Spei-
cheldrise und im Zahnhalteapparat. Gefrierartefakte und autolytische Prozesse in eini-
gen Organen, wie beispielsweise im Darm und der Speicheldrise, 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 Antikérper 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 weil3en Pfeile
markieren in allen 6 Bildern Beispiele fur ein positives Signal. A, C u. E: VergréRerung 40x. B, D
u. F: Vergroferung 100x. Balken: 100 ym.
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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 Antikérper Bo 18 (weilde Pfeile). VergroRerung 100x. Balken: 100 um.
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5.3 Untersuchung auf potentielle BoDV-1-Infektionen bei
Flchsen (Vulpes vulpes), Dachsen (Meles meles) und
Marderartigen (Mustelidae)

Die Ergebnisse der Untersuchungen von 232 Flichsen (Vulpes vulpes) sind in dem Arti-
kel ,Screening red foxes (Vulpes vulpes) for possible causes of encephalitis* (Veroffent-
lichung 2) von Bourg et al. (2016) aufgefuhrt. Dabei konnten bei 37 Flchsen aus Ende-
mie- und Nichtendemiegebieten in Bayern, Baden-Wirttemberg und Hessen anti-BoDV-
1-Antikorper 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 Fiichse nachgewiesen werden. Auch metage-

nomische Analysen konnten keine BoDV-1-Infektion feststellen.

Abb. 13 Nachweis von anti-BoDV-1-Antikdrpern beim Fuchs. Die weilen Pfeile zeigen die
granulare Fluoreszenz im Zellkern der BoDV-1-infizierten MDCK-Zellen (Hundenierenzellen).
Diese markieren die Anwesenheit von anti-BoDV-1-Antikérpern beim Fuchs #T8 (Titer von
1:640). Balken: 10um.

Im Zuge der Fuchsbeprobungen haben einige Jager und Untersuchungsamter in Bay-

ern, Baden-Wirttemberg 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 lltis (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-Wirttemberg und drei aus
Hessen. Ein adulter, weiblicher Dachs (#XS755) aus dem Ortenaukreis in Baden-Wrt-
temberg wies anti-BoDV-1-Antikorper mit einem Titer von 1:160 auf. Der Ortenaukreis
gilt als nicht endemische Region fur BoDV-1-Infektionen. Der verhaltensauffallige Dachs
wurde im ,Chemischen und Veterinaruntersuchungsamt 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-Wirttemberg
und Hessen

Herkunft Spezies Anzahl IIFT positiv
BY Dachs 6 0/6
BY Wiesel 1 0/1
BY litis 1 0/1
BW Dachs 2 1/2
HE Dachs 3 0/3
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6 Diskussion

6.1 Charakterisierung des Reservoirs fur BoDV-1 in
Bayern

6.1.1 Die Feldspitzmaus als Reservoir fur BoDV-1

6.1.1.1 Vorkommen von BoDV-1-positiven Feldspitzmausen in
Endemiegebieten in Bayern

Neurotrope RNA-Viren werden haufig durch inapparente, persistierende Infektionen in
naturlichen Reservoiren erhalten. Koevolutionare Mechanismen in der Wirt-Virus-Inter-
aktion sowie Spill-over-Infektionen spielen hierbei eine groRe Rolle (Streicker et al.,
2012; Geoghegan et al., 2017). Auch fur das neurotrope Borna Disease Virus wurde
schon lange ein Vorkommen in natirlichen Reservoiren angenommen (Staeheli et al.,
2000; Sauder u. Staeheli, 2003; Kolodziejek et al., 2005; Dirrwald et al., 2006) und im
Jahr 2006 erstmals in der Schweiz bestatigt (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 véllig 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 Kleinsauger ein-
schlief3t, wurden BoDV-1-Antigen und -RNA im ZNS, PNS und in der Peripherie in flunf

C. leucodon erstmals auch aus Endemiegebieten in Bayern nachgewiesen.

Die héchste Dichte an C. leucodon befindet sich im Nord- und im Stidwesten sowie zent-
ral im Siden von Bayern (Kraft, 2008) (siehe Abb. 5, S. 22). Im Gegensatz zu den Regi-
onen in Nordwestdeutschland, wo C. leucodon erhebliche Bestandseinbuf’en 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 héher als in zuféllig ausgewahlten Gebieten in Bayern (Encarnagao et

al., 2013). Mit Hilfe des Habitatmodells von Encarnacgéo et al. (2015) kénnen Endemie-
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gebiete mit einer Wahrscheinlichkeit von 70% prognostiziert werden. Die wichtigsten Ha-
bitatfaktoren fur die Feldspitzmaus sind die mittlere Jahrestemperatur, der Jahresnieder-
schlag und weitlaufige Agrar- und Siedlungsflachen in der Umgebung (Encarnacéo et
al., 2015). Das Vorkommen der Feldspitzmaus bis 680 m 4. 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 Hohenlagen bis 1130 m U. NN festgestellt werden (Hilbe et al.,
2006; Puorger et al., 2010). Die Populationsdynamik der Feldspitzmaus steht auch im
Einklang mit dem jahrlich 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 beschrankten sich daher auf Einsendungen von
Probenmaterial an das Institut fir Virologie der JLU Gielden. In der Region um Augsburg
wurden bis 2009 vermehrt Falle von equiner BD registriert (Reichelt, 2009). Auch in den
Jahren 2015 und 2016 stammten 19 von 41 gemeldeten Pferden aus dem Regierungs-
bezirk Schwaben (personliche Mitteilung, Herzog). Die BoDV-1-positiven C. leucodon
aus dieser Studie stammten aus dem Landkreis Gunzburg 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 selbstandig in der Feldspitzmauspopulation halt, ohne

auf eine Infektion der Endwirte angewiesen zu sein (Durrwald et al., 2014).

6.1.1.2 Unterschiedliche Infektionsmuster bei Feldspitzmausen

Bei fiinf BoDV-1-positiven C. leucodon (#2001, #5017, #5072, #5071 und #5077) aus
dem Landkreis Gunzburg 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 Osterreich 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; Dirrwald et al., 2014; Weissenbdck
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et al., 2017). Da auch in den Ausscheidungsorganen der Haut inklusive Flankendrise
und Talgdrisen sowie in der Niere, in der Lunge und in den Speichel- und Tranendriisen
BoDV-1-Antigen und -RNA gefunden wurden, ist eine Virusausscheidung sehr wahr-
scheinlich ahnlich 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 fir eine periphere virale Replikation. Dies ist eine Voraus-
setzung fir eine erfolgreiche virale Ausscheidung und Ubertragung auf andere Spezies.
Die erfolgreiche Ausscheidung von infektiosem Virus bei C. leucodon konnte von
Nobach et al. (2015) bestatigt werden.

Die beiden C. leucodon #5071 und #5077 spiegeln entweder verschiedene Infektions-
verlaufe oder verschiedene Zeitpunkte der BoDV-1-Infektion wieder. Bei einer C. leuco-
don (# 5071) waren BoDV-1-Antigen und -RNA fast ausschlief3lich 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 fur
eine frihe Phase der Infektion oder flr eine Elimination des Erregers. Diese C. leucodon
wies keine anti-BoDV-1-Antikdrper auf. Bei der zweiten C. leucodon (# 5077) wurde ein
ahnliches 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 Verfligung.
Auch Durrwald et al. (2014) wiesen bei zwei C. leucodon nur im Gehirn, im Magen und
in der Lunge BoDV-1-RNA mittels RT-PCR nach, wahrend 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-Antikor-
per konnten nach intranasaler Infektion von Lewis-Ratten erst ab Tag 20 gefunden wer-
den (Morales 1988). Bei den Spitzmausen #5071 und #5077 kdnnte es sich also im Ge-

gensatz zu den zuvor untersuchten C. leucodon um eine Fruhinfektion handeln (Bourg
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et al., 2013, Nobach et al., 2015). Verschiedene Infektionswege oder individuelle Unter-
schiede im Immunstatus kénnten allerdings auch eine Ursache des abweichenden Mus-

ters sein.

Annlich wie bei den PTI-Ratten zeigten die fiinf BoDV-1-positiven C. leucodon keine ent-
zundlichen oder degenerativen Lasionen im Nervensystem oder in den peripheren Or-
ganen. Ob sie allerdings subtile Veranderungen im Sozialverhalten zeigen, Lern- oder
Gedachtnisschwierigkeiten haben, wie es fur die PTI-Ratten beschrieben ist, wird Ge-
genstand weiterfihrender Untersuchungen im Tiermodell sein. Bei den taglichen 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 friherer Studien an experimentell
infizierten Ratten tberein und spricht fiir den intranasalen Ubertragungsweg 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 Uber 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 Wildfangen von C. leucodon in der Haltung gezeigt,
dass es eine Virusausscheidung uber Hautsekrete, Kot, Urin, Tranenflissigkeit und
Speichel gibt. Eine horizontale Ubertragung im Reservoir erscheint daher méglich, da es
durch den territorialen Charakter von C. leucodon haufig zu Beildereien kommt und im
Speichel BoDV-1-RNA festgestellt wurde (Nagel u. Nagel, 2005; Nobach et al., 2015).
Die kontinuierliche Ausscheidung Uber die Haut bringt mit sich, dass neugeborene C.
leucodon von persistent BoDV-1-infizierten Muttern direkt nach der Geburt Erregerkon-
takt haben und sich mit BoDV-1 infizieren kdnnten. Aufgrund des Nachweises von BoDV-
1-Antigen und -RNA im Uterus einer C. leucodon (#5072) kann auch eine vertikale oder
sexuelle Ubertragung vermutet werden. Dirrwald 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-Antikdrper auf,
ohne dass virales Antigen oder RNA nachgewiesen wurden. Die beiden Tiere kénnten

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-Empfanglichkeit, 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 Mausstammen nachgewiesen (Herzog et al., 1991; Hallensleben et al.,
1998; Wu et al.,, 2013). Eine Erklarung fur die unterschiedlichen Infektionsverlaufe
konnte sein, dass es sowohl zu persistenten Infektionen im Neugeborenenalter durch
eine Immuntoleranz wie auch zu Spill-over-Infektionen in den C. leucodon kommen kann
(Weissenbdck et al., 2017). In diesem Sinne sind weiterflihrende Studien Uber das Im-
munsystem der C. leucodon und die Bedeutung der EBLN fur die Viruspersistenz und

Ubertragung notwendig.

6.1.1.3 Bestatigung der Feldspitzmaus als Reservoir flir BoDV-1

Die Sequenzierung des BoDV-1-Genomes von C. leucodon #5017 aus dem eigenen
Untersuchungsmaterial konnte die Reservoirtheorie weiter bestatigen. Es bestand eine
Nukleotidsequenzhomologie von 98% (tUber 2150 Nukleotide, Abdeckung der Gene flr
BoDV-N, -X und -P und der Halfte von BoDV-M) zwischen der Spitzmaussequenz und
BoDV-1-Isolaten aus dem Baden-Wirttemberg-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
Eichstatt, Erlangen-Hochstadt und Neumarkt in der Oberpfalz BoDV-1-positiv. Diese Re-
gionen gehéren zum BoDV-Bayern-1-Cluster und hatten einen Vergleich zwischen zwei

endemischen Regionen in Bayern ermdglicht (Kolodziejek et al., 2005).

Die Feldspitzmaus konnte als ein Reservoir fir BoDV-1 in Bayern bestatigt werden
(Bourg et al., 2013). Der Nachweis einer dauerhaften und kontinuierlichen Ausscheidung
von BoDV-1 in der Feldspitzmauspopulation stammt aus Untersuchungen von naturlich
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 zusatzlich 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 nattirliche BoDV-1-Reservoire im Vorder-
grund der Uberlegungen (Sauder u. Staeheli, 2003; Dirrwald et al., 2007; Kinnunen et
al., 2007 u. 2011). Allerdings ermdglichen der territoriale Charakter, das Sozialverhalten
und die geringe Dispersionsdistanz von C. leucodon, im Gegensatz zu Nagetieren, eher
epidemiologische Hotspots (Durrwald et al., 2014). Auch Fledermause (Chiroptera) wur-
den immer wieder als naturliche Reservoire fur Mononegavirales bestatigt (Drexler et al.,
2012). Die Theorie Uber das Vorkommen von BoDV-1-Infektionen bei Flederm&usen und
Nagetieren sowie ihr Potential als Erregerreservoir wird durch Nachweise von endoge-
nen Borna-ahnlichen Elementen in ihrem Genom bestarkt (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. Moglicherweise schitzen
die EBLN den Wirt auf bisher ungeklarte 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 Kleinsaugerreservoire

Eine Arbeitsgruppe in Finnland zeigte, dass wildlebende M. glareolus (Rételmause) anti-
BoDV-1-Antikorper aufweisen kénnen und empfanglich fir experimentelle BoDV-1-In-
fektionen sind (Kinnunen et al., 2007; Kinnunen et al., 2011). Das Verteilungsmuster von
BoDV-1 ist zwar primar neurotrop bei intrazerebral infizierten neonatalen M. glareolus,
aber BoDV-1 konnte auch im Urin und in den Fazes festgestellt werden. Kinnunen et al.
(2011) gehen davon aus, dass M. glareolus ein Reservoir fur BoDV-1 darstellen kénnte.
Im Zuge der eigenen Studie konnten keine Anzeichen einer BoDV-1-Infektion bei den
untersuchten M. glareolus gefunden werden. Allerdings stand mit funf M. glareolus nur

eine geringe Anzahl an Tieren zur Verfigung.

Weissenbdck et al. (2017) beschrieben kirzlich 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 ahnlicher als jenen des Reservoirwirtes C. leucodon. Im Gegensatz zu den
Endwirten lagen allerdings keine entzindlichen Veranderungen im Gehirn vor. Es han-

delt sich daher héchstwahrscheinlich um eine Spill-over-Infektion durch eine hohe Virus-
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last im endemischen Gebiet (Weissenbdck et al., 2017). In der vorliegenden Arbeit konn-
ten bei zwei (von 24 mittels IIFT getesteten) bayerischen S. araneus anti-BoDV-1-Anti-
korper gefunden werden. Es konnte allerdings weder BoDV-1-RNA noch -Antigen im
Gehirn und der Peripherie festgestellt werden. Spill-over-Infektionen spielen eine grof3e
Rolle beim Wirtswechsel von RNA-Viren (Schlegel et al., 2012). Weitere Untersuchun-
gen von wildlebenden Kleinsdugern in den Endemiegebieten sind aus diesem Grund

anzustreben.

6.1.2 Nachweis von BoDV-1-spezifischen Antikdrpern bei
wildlebenden Kleinsaugern

Im Zuge der Studie (Bourg et al., 2013; zusatzliche Untersuchungen in dieser Arbeit)
wurden seroepidemiologische Daten Uber das Vorkommen von anti-BoDV-1-Antikérpern
bei wildlebenden Kleinsaugern erhoben. Daflir wurde ein indirekter Immunofluoreszenz-
test (IIFT) durchgefuhrt. Schlegel et al. (2012) zeigten, dass der Kaninchen-anti-suncus-
IgG mit Seren von Crocidura sp. und Sorex sp. reagiert. Bei den Mausen wurde ein
Ziege-anti-Maus-IgG verwendet. Bislang untersuchten nur Vahlenkamp et al. (2002)
Mause in einem Stall mit BD bei Schafen in Stidostdeutschland. Sie konnten allerdings

keine anti-BoDV-1-Antikorper nachweisen.

Seroepidemiologische Untersuchungen ermdglichen einen gro3en Probendurchlauf und
werden regelmafig im Zuge von Wildtiergesundheitsprogrammen angewendet. Serolo-
gische Assays erkennen Antikorper, die durch Infektionen oder Impfungen induziert wer-
den und kdnnen auch vergangene Expositionen mit den Erregern nachweisen. Die Ein-
schrankungen der Serologie sind eine eventuelle geringe Prazision der Antikdrper sowie

unspezifische Kreuzreaktionen (Gilbert et al., 2013).

Insgesamt wurden bei 16 Kleinsaugern anti-BoDV-1-Antikdrper nachgewiesen. Neben
C. leucodon konnten auch bei Waldspitzmausen (S. araneus), Hauspitzmausen (Croci-
dura russula), Hausmausen (Mus musculus), einer Zwergmaus (Micromys minutus), ei-
ner Waldmaus (Apodemus sylvaticus) und einer Wiihimaus (Microtus sp.) anti-BoDV-1-
Antikorper detektiert werden. Es konnte jedoch weder BoDV-1-Antigen noch -RNA bei

diesen Kleinsdugern aul3er bei den C. leucodon festgestellt werden. Keiner der Kleinsau-
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ger zeigte charakteristische histologische Veranderungen, wie beispielsweise eine Ent-
zindung oder Degeneration im Nervensystem. Die Antikorper-Titer reichten bei den
Feldspitzmausen bis zu 1:20480 (#5017) und bei den anderen Kleinsaugern bis zu 1:320
(#11014 und #15001). Aufgrund der geringen Korpermasse und Blutvolumens war eine
Titerbestimmung nicht immer moglich. Zum Teil wurden blutige Thorakal- und Abdomi-
nalergisse fur die serologischen Untersuchungen genutzt. Demzufolge darf die Titerbe-

stimmung nur als Anhaltspunkt dienen.

Die Verteilung der seropositiven Kleinsduger zeigt, dass sowohl in Endemiegebieten,
wie beispielsweise der Schwabischen Alb oder dem Regierungsbezirk Schwaben, aber
auch in Nichtendemiegebieten BoDV-1-spezifische Antikérper auftreten (siehe Abb. 8,
S. 59). In Hessen, wo seit Jahrzehnten keine equinen Bornafalle mehr aufgetreten sind,
wurden zwei seropositive Hausspitzmause gefunden. Ob es auch hier Reservoirpopula-
tionen gibt, in denen sich BoDV-1 ohne Ubertragung auf Pferde oder Schafe halten kann,

muss daher weiter untersucht werden.

Es gibt mehrere mégliche Erklarungen fiir die rein seropositiven Kleinsauger. Vermutlich
handelt es sich bei diesen Tieren um Spill-over-Wirte, bei denen die Infektion nicht an-
geht. Spill-over-Infektionen spielen eine grofe Rolle bei der Evolution von RNA-Viren
(Schlegel, 2012). Erklarungen hierfur sind verschiedene genetische Hintergrinde, 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 Kleinsdugern
vermutlich um immunkompetente Tiere. Ein Grofdteil der seropositiven Kleinsduger ge-
horten zu der Familie der Soricidae, weshalb man deren Vertreter besonders beriick-
sichtigen sollte, um eventuelle weitere naturliche Reservoire fir 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 Kleinsauger stammen aus Schadlingsbekdmpfungsmafinahmen von
Pferdestallen in denen in den Jahren 1994 bis 2014 Falle von klinischer BD bei Pferden
aufgetreten sind. Von zwdlf verschiedenen Betrieben konnten zudem Daten Uber die
Stalle, die Umgebung und die Haltungsbedingungen erhoben und analysiert werden. Zu
den anderen vier Betrieben waren keine weiteren Informationen verfuigbar, 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 Gber 40 Pferden hatten equine BD-Falle
registriert. In vier Stallen wurde von einer einzigen BD-Erkrankung im Betrieb berichtet.
Sieben Stalle hatten jeweils zwei bis vier equine BD-Falle in den letzten 20 Jahren. Al-
lerdings wird die Aufklarungsrate bei Todesfallen mit neurologischem Ursprung nur zu
einem geringen Prozentsatz aufgeklart, und einige BD-Erkrankungen somit wahrschein-
lich nicht diagnostiziert. Aulierdem gibt es verschiedene Verlaufsformen der equinen BD.
Am haufigsten kommen klinisch inapparente Falle vor (Richt et al., 2000; Staeheli et al.,
2000; Grabner et al., 2002; Herden et al., 2013; Tizard et al., 2016). Die Seropravalenz
liegt bei 22,5% in den endemischen Gebieten und bei bis zu 50% in betroffenen Stallen
(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 Ubertragung zwischen Endwirten keine Rolle spielt (Kolodziejek et al., 2005; Diirr-
wald et al., 2006; Weissenbdck 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 Gefligelhaltung und bei einem
Betrieb (1) gab es noch einen Esel und eine Ziege. Fast alle Boxen wurden taglich ge-
reinigt, mit Ausnahme von zwei Stallen (Betriebe 5 und 7), bei denen die Pferde in Mat-
ratzenhaltung standen. In einem der Stélle 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 Kleinsduger gefan-
gen werden, allerdings gab es hier mindestens vier equine Bornafalle. Auch Durrwald et
al. (2006) sehen einen Zusammenhang zwischen den hygienischen Bedingungen und
dem Vorkommen equiner BD. In der Umgebung der Betriebe waren hauptsachlich
Ackerland und Wiesen zu finden, weniger Siedlungen und Waldflachen. Diese Beobach-
tungen passen mit den Habitatbedingungen des Reservoirwirtes C. leucodon Uberein
(Kraft, 2008; Encarnacao et al., 2013). Zugangsmdglichkeiten fur Kleinsauger gab es auf
fast allen Betrieben im Stall und in der Futterkammer, und somit bestand jederzeit die
Moglichkeit des Eindringens von Kleinsdugern. Eine Schadlingsbekdmpfung wurde fast
ausschlieBlich Gber die Hofkatzen oder bei Hinweisen auf einen Befall mit Hilfe von Gift-
kédern (funf Betriebe) oder Totschlagfallen (zwei Betriebe) durchgefihrt. Ein Grolteil
der Kleinsauger, die von den Betrieben zur Verfligung gestellt wurden, waren demzu-

folge Totfunde durch Katzenfange.

6.1.3.2 Mdgliche Ubertragungswege von der Feldspitzmaus auf das
Pferd

Im Frihjahr und Frihsommer wird eine Anhaufung von klinischer BD bei Pferden regis-
triert (Durrwald et al., 2006; Reichelt, 2009). Allgemein geht man von einer Inkubations-
zeit von zwei bis vier Monaten bei einer naturlichen equinen BoDV-1-Infektion aus (Rott
u. Becht, 1995; Katz et al., 1998). Viele Pferde werden im Herbst und Winter im Stall
gehalten. Ungunstige Witterungsbedingungen und die Nahrungsmittelknappheit in die-
sem Zeitraum stimulieren auch die Feldspitzmause zum Rickzug in Stalle und Gebaude
(Kraft, 2008). In dieser Zeit des intensiven Kontakts kann es zu einer Virusubertragung
mit Infektion der Endwirte kommen. Da alle positiven C. leucodon in den Futterkammern
oder in der Nahe der Futterplatze gefangen wurden, besteht die Méglichkeit einer Ver-
unreinigung des Futters durch die Ausscheidungen der Reservoirwirte. Nobach et al.
(2015) bestatigten, dass BoDV-1-positive C. leucodon kontinuierlich infektioses Virus
Uber mehrere Wege ausscheiden, inklusive Uber den Urin und den Kot. Die positiven
Tiere kdnnen somit eine Infektionsquelle fur die Pferde darstellen. Bornaviren kénnen
bei einer Temperatur von 4°C Uber drei Monate infektids bleiben. Allerdings werden sie
durch die gangigen Desinfektionsmethoden inaktiviert (Danner et Mayr, 1979; Herden et
al., 2013).
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Der wichtigste Beweis fiir eine Beteiligung der Feldspitzmaus bei der Ubertragung der
Infektion auf Pferde ist die Sequenzhomologie. Bei einer Feldspitzmaus aus dem Betrieb
5 im Landkreis Gunzburg in Schwaben gab es eine 100% Homologie Uber eine Lange
von 2150 Nukleotiden (Gene fur BoDV-N, -P, -X und die Halfte 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 Stallen zeigt jedoch, dass zusatzliche Fakto-
ren fur eine erfolgreiche BoDV-1-Infektion und eine nachfolgende klinische Erkrankung
des Fehl-/Endwirts eine Rolle spielen missen. Die Infektionsdosis und die Virulenz des
Feldvirus oder die Genetik, das Alter und der Immunstatus des Tieres kdnnten hier eine
Rolle spielen (Herden et al., 2013). Die Pravalenz der BoDV-1-infizierten C. leucodon
variierte je nach Endemiegebiet in der Schweiz, Deutschland und Osterreich von 5 bis
100% (zusammengefasst in Nobach et al., 2015). Dies weist auf eine unterschiedliche
Durchseuchungsquote in den Feldspitzmauspopulationen hin. Auch kénnen soziale
Unterschiede in der Populationstruktur, eine plétzliche Vermehrung der C. leucodon oder
ihr vermehrter Riickzug in die Stélle eine Rolle bei der Ubertragung auf die Endwirte
spielen (Weissenbock et al., 2017). Obwohl in Ostdeutschland BoDV-1-positive C.
leucodon vorkommen, gibt es keine aktuellen Artikel tUber die equine BD (Durrwald et
al., 2014). Im mitteldeutschen Endemiegebiet (Sachsen, Thiuringen und Sachsen-An-
halt) war die BD bis zum Jahr 2000 stark rucklaufig und beschrankte sich auf Einzelfalle.
Seit der Aufhebung der Meldepflicht (2011) sind keine gesicherten Daten mehr verflg-
bar. Der letzte Fall aus der Klinik fur Pferde der Universitat Leipzig datiert aus dem Jahre
2013 (personliche Mitteilung, Uhlig).

Zusammenfassend lasst sich sagen, dass die vorliegende Studie zuverlassige Hinweise
auf eine BoDV-1-Ubertragung vom Reservoirwirt C. leucodon auf den Endwirt Pferd in
Bayern liefert. Weiterflihrende Untersuchungen zur Ausscheidung bei den C. leucodon
und Ubertragung 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 Futtertrégen anstatt vom Boden gefittert werden, um eventuelle

Kontaminationen des Futters durch Ausscheidungen von BoDV-1-positiven C. leucodon
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auszuschlie®en. Das Futter sollte hygienisch in geschlossenen Boxen oder Raumen ge-
lagert, und die Einstreu regelmaRig gewechselt werden. Auf eine konsequente Schad-

lingsbekampfung ist zu achten.

6.2 Verlauf von BoDV-1-Infektionen bei kleinen
Karnivoren (Rotfuchs, Dachs, Marderartige)

6.2.1 Vorkommen von anti-BoDV-1-Antikdrpern bei kleinen
Karnivoren

Blut- und Gehirnproben von 232 Flichsen (Vulpes vulpes), elf Dachsen (Meles meles)
und zwei Marderartigen (Mustela nivalis und Mustela putorius) aus Bayern, Baden-W rt-
temberg und Hessen wurden auf anti-BoDV-1-Antikérper und BoDV-1-RNA untersucht
(Bourg et al., 2016). Bei den serologisch positiven Tieren wurde zusatzlich eine histolo-
gische und immunhistologische Untersuchung angeschlossen. Alle kleinen Karnivoren
mit einer Enzephalitis wurden auf acht verschiedene Erreger untersucht. Insgesamt zeig-
ten 37 Flchse und ein Dachs anti-BoDV-1-Antikérper mit Titern von 1:40 bis 1:2560. Es
liegen bislang kaum weitere Daten zu Seropravalenzen bei Flichsen 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-Antikorper kdnnen 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 Fuchsen eine nicht-eitrige Enzephalitis festgestellt. Die perivas-
kularen, mononuklearen Infiltrate und Gliaknétchen 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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Flchsen mit Enzephalitis wurden zudem anti-BoDV-1-Antikérper nachgewiesen. Es fan-
den sich allerdings weder BoDV-1-Antigen noch -RNA im Gehirn der Karnivoren. Zu-
satzlich zu den gangigen 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 Flichsen mit Enzepha-
litis wurde am Friedrich-Léffler-Institut in Riems (Deutschland) durchgefiihrt. Diese
konnte allerdings keine bornavirusspezifischen Sequenzen in den Gehirnproben der
Flchse 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).

Unveréffentlichte Daten von Zimmermann et al., die von Kolodziejek et al. (2005) be-
schrieben wurden, bestatigen 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 Antikor-
pern gegen BoDV-N) bei neun Fiichsen mit nicht-eitriger Enzephalitis aus Norddeutsch-
land nachweisen. Ob es sich bei den Nachweisen von BoDV-1-RNA im Gehirn von Flch-
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 Osterreich (Weissenbdck et al., 1998) und einem Hund in Deutsch-
land (unverdffentlichte 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 verdffentlicht
(Okamota et al., 2002). Bislang gibt es keine Nachweise von endogenen Bornavirus-

ahnlichen Nukleoprotein-Elementen im Genom von kleinen, wildlebenden Karnivoren.

6.2.2.2 Mogliche Ursachen der Enzephalitiden

Amude et al. (2010) erlautern die Mdglichkeit 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 verzdgerte neu-

ropathologische Reaktion bei viralen Infektionen. Somit kann auch die auf die Infektion
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folgende Immunantwort zu einer irreversiblen Schadigung im ZNS fiihren. Es kann nicht
vollstandig ausgeschlossen werden, dass Bornaviren eine Rolle bei der Entstehung der
Enzephalitiden der Flichse gespielt haben. In diesem Zusammenhang werden auch im-
mer wieder canine Staupeviren erwahnt, und bei sechs von 16 Flichsen mit einer nicht-
eitrigen Enzephalitis wurde eine Infektion mit dem caninen Staupevirus mittels RT-PCR
und IHC bestatigt. Die Staupeinfektion von Fuchs #21 konnte mittels metagenomischer
Analyse bestatigt werden. Weitere zehn Enzephalitiden bei den Flchsen sind atiologisch
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 Tollwutriickstellproben aus veterinarmedizinischen
Untersuchungsamtern. Die Proben bestanden also hauptsachlich 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 flihrte dazu, dass
meistens nicht das gesamte Gehirn zur Untersuchung vorlag und so teilweise nicht die
optimale Gehirnregion fur den bestimmten Erregernachweis vorhanden war. Diese Tat-
sache kdnnte zu falsch-negativen Resultaten gefuhrt haben. Es besteht auch die Mog-
lichkeit, dass bislang unbekannte neurotrope Erreger bei den Flchsen eine Rolle ge-
spielt haben oder eine Speziesbarriere Uberschritten 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-Antikérper 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 Antikorper einen Hinweis auf immunvermittelte Enzepha-
litiden geben kdnnten, sollte die Untersuchung der CSF auf anti-GFAP-Antikérper in Zu-
kunft bei Fliichsen miteingeschlossen werden. In dieser Studie lagen allerdings nur Ge-
hirn- und Blutproben vor. Auch andere Autoimmunerkrankungen wie die Anti-NMDA-En-
zephalitis, die bei Eisbar Knut diagnostiziert wurde, kénnten eine gréRere Rolle bei der
Entstehung von Enzephalitiden bei Karnivoren spielen als bisher angenommen (Priss
et al., 2015). Zudem kdénnten hereditare Erkrankungen, wie sie beim Hund bekannt sind,

von Bedeutung sein (Maxie u. Sameh, 2007).
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6.2.2.3 Fichse als Reservoir fir BoDV-1?

Soweit bisher untersucht, stellen Flichse und andere kleine Karnivoren somit im Gegen-
satz zu C. leucodon kein Reservoir fir BoDV-1 dar. Sowohl in den endemischen als auch
in den nicht-endemischen Regionen in Bayern, Baden-Wirttemberg und Hessen konn-
ten allerdings anti-BoDV-1-Antikérper bei kleinen Karnivoren festgestellt werden. Flichse
sind jedoch Naturherde fur viele Infektionen. Vor allem Enzephalitiden bleiben 6fters trotz
modernster Nachweismethoden heutzutage immer noch ungeklart (Bourg et al., 2016;
Lempp et al., 2017). Durch das Vorkommen der Fichse in der Nahe des Menschen
kdénnen sie ein potentielles Risiko fur bisher nicht bekannte oder auch potentiell zoono-
tische Erreger darstellen. Grol¥flachige Untersuchungen von Fuchsen zur Aufklarung

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 Erregeribertragung zwi-
schen dem Reservoirwirt C. leucodon und kleinen Karnivoren, vor allem Flichsen, aus-
zuarbeiten. In den untersuchten Gebieten in Deutschland kommen C. leucodon und
kleine Karnivoren flachendeckend vor, dies sowohl in BoDV-1-Endemie- als auch in
Nichtendemiegebieten (Dieterlen, 2005; Kraft, 2008). Flchse haben eine grolie Streif-
gebietsgréfie und legen besonders in Zeiten der Nahrungsknappheit viele Kilometer zu-
rick (Macdonald, 1993). Diese Eigenschaft kdnnte eine Virusverschleppung beglinsti-
gen. Zwischen den C. leucodon und den kleinen Karnivoren besteht sowohl ein direkter
Kontakt tber die Nahrungskette als auch ein indirekter Kontakt tber die Nutzung der
gleichen Lebensraume. Die Hauptnahrungsquelle von Fiichsen sind Wiihimause (Micro-
tus sp.), welche die gleichen trockenen und extensiv genutzten Flachen bewohnen wie
C. leucodon (Lanzki u. Heltai, 2002; Kraft, 2008; Kidawa u. Kowalczyk, 2011). Auferdem
steht die Feldspitzmaus auch auf dem Speiseplan von Flichsen und kleinen Karnivoren,
wie zahlreiche Funde von Spitzmausresten in den Fazes von Rotflichsen, Dachsen so-
wie lltissen 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 Feldspitzmause haufig in die Nahe von menschlichen Siedlungen zurlick (Kraft,
2008). Auch Flchse und kleine Karnivoren ziehen immer mehr in die Nahe 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 Ubertragung
von BoDV-1 durch positive C. leucodon auf kleine Karnivoren in Endemiegebieten ware
somit Uber mehrere Wege maglich, insbesondere da C. leucodon BoDV-1 Uber 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 Kleinsduger und kleine Karnivoren stammten
aus den BoDV-1 Endemiegebieten. Auch in Nichtendemiegebieten, wie in Hessen und
in Teilen Baden-Wirttembergs, gab es sowohl seropositive Kleinsaduger als auch sero-
positive Flichse. Dies wird in der Literatur auch fir die Endwirte Pferd und Schaf be-
schrieben (Herzog et al., 1994; Grabner et al., 2002). Grinde hierflr kbnnen exogene
und endogene Faktoren sowie unterschiedliche Viruseigenschaften sein. Herzog et al.
(1994) vermuten, dass stabile equine BoDV-1-Varianten mit veranderter Pathogenitat

eine Rolle spielen kdnnten.

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. WeiterfiUhrende Untersuchungen zur Be-
deutung der seropositiven kleinen Karnivoren wie die Untersuchung von weiteren Orga-
nen kdnnten Klarheit bringen. Spill-over-Infektionen, wie bei einer S. araneus aus Oster-
reich (Weissenbdck et al., 2017) kdnnten allerdings jederzeit stattfinden und zeichnen
neurotrope RNA-Viren aus. Epidemiologische Studien in Kombination mit virusdkologi-
schen Fragestellungen sind demzufolge essentiell fur das weitere Verstandnis Uber die
Verbreitung, den Erhalt und die Ubertragung 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, ausgeldst. Vor allem Pferde und Schafe kénnen an
dieser todlich endenden Krankheit, die eine Meningoenzephalitis auslost, erkranken.
Aufgrund epidemiologischer Untersuchungen wird seit langerem ein naturliches Virusre-
servoir in den Endemiegebieten vermutet. In der Schweiz wurde BoDV-1 im Jahre 2006
bei Feldspitzmausen (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-
l&ufe der Infektion bei den Kleinsaugern gelegt. Zusatzlich sollten zuverlassige Nach-
weise einer BoDV-1-Ubertragung von der Spitzmaus auf das Pferd erbracht werden. In
einem zweiten Teil der Studie wurde untersucht, ob sich Fiichse (Vulpes vulpes), Dachse
(Meles meles) und andere kleinen Karnivoren durch den Kontakt mit BoDV-1-infizierten

Feldspitzmausen anstecken und als Reservoir fungieren kdnnen.

FUr den ersten Teil der Studie wurden insgesamt 337 Kleinsauger, davon 87 Soricidae,
122 Muridae und 128 Cricetidae aus der Schadlingsbekampfung von 16 Pferdebetrieben
beziehungsweise von Privatpersonen aus Bayern, Baden-Wirttemberg 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 Zugange zu Stallen und Futterkam-
mern gab, die ein Endringen von Kleinsdugern ermdglichten. Die Kleinsauger wurden
auf anti-BoDV-1-Serumantikérper mittels indirektem Immunofluoreszenztest (IIFT) und
auf BoDV-1-RNA mittels RT-gPCR und nested-RT-PCR untersucht. BoDV-1-positive
Tiere und Kontrolltiere wurden zusatzlich 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 funf C. leucodon waren BoDV-1-RNA und -Antigen im zentralen und peripheren Ner-
vensystem, sowie in peripheren Organen und Geweben nachweisbar. Von diesen funf

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 verfugbar. Zwei C. leucodon waren
nur serologisch positiv. Die BoDV-1-positiven C. leucodon stammten aus zwei Betrieben
im Landkreis Glinzburg 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. Zusatzlich konnte eine 98% Homologie zu anderen Feldisolaten
aus dem Cluster Baden-Wiurttemberg und Bayern |l festgestellt werden (Uber 2150
Nukleotide). Desweiteren wurden noch bei sechs Soricidae, vier Muridae und einer

Cricetidae anti-BoDV-1-Antikorper mit Titern bis zu 1:320 festgestellt.

Im zweiten Teil der Studie wurden Blut- und Gehirnproben von 232 Rotfiichsen, elf Dach-
sen, einem Mauswiesel (Mustela nivalis) und einem lltis (Mustela putorius) aus Bayern,
Baden-Wdirttemberg und Hessen auf anti-BoDV-1-Serumantikérper, 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 reprasentativen Gehirnproben wur-
den weiterhin angewendet. Insgesamt lagen bei 38 von 238 untersuchten Kleinsau-
gerseren (37 Fuchse und ein Dachs) anti-BoDV-1-Antikorper vor. Die Titer reichten von
1:40 bis 1:2650. Die positiven IIFT-Resultate wurden mit Hilfe eines Western Blots be-
statigt. Es konnte kein statistisch signifikanter Unterschied zwischen dem Vorkommen
von seropositiven Flichsen aus Endemie- und Nichtendemiegebieten festgestellt wer-
den. Histologisch wiesen 16 Rotflichse 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 Flichsen wurde eine Staupeinfektion festgestellt, allerdings
konnte bei den restlichen zehn Tieren die Ursache der Enzephalitis nicht geklart werden.
Tollwut, Staupe, Aujeszky’sche Krankheit, Toxoplasmose, Parvovirose, sowie Infektio-

nen mit Flaviviren und caninen Adenoviren konnten ausgeschlossen werden.

Abschliellend kann C. leucodon als Reservoirwirt fur BoDV-1 in Bayern bestatigt wer-
den. Es kann von einer BoDV-1-Ubertragung von infizierten C. leucodon auf das Pferd
ausgegangen werden. Die BoDV-1-Infektion der Kleinsauger kann sich in unterschiedli-
chen Infektionsverlaufen manifestieren. Flichse und Dachse stellen aufgrund bisher vor-

liegender Daten kein Reservoir fur 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-Wirttemberg 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-gPCR 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 Glinzburg 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-Wirttemberg and Bavaria Il (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-Wirttemberg
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 Ubergabe von Kleinsdugern aus der Schad-

lingsbekampfung der Betriebe ausgefilllt.
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NR:

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 (Neuzugénge, Gruppenwechsel,
Turniere, Lehrgdnge, Wanderreitstation)
o Regelmalig
o 5-10*im Jahr
o 1-4*imJahr
o Weniger

1.4. Andere Tierarten in dem Betrieb
Rinder
Esel
Schweine
Hunde
Katzen
Sonstige:

O O 0O O O O

1.5. Umgebung des Betriebes
o Waldgebiet (Entfernung zum Wald in km )
Ackerlandschaft
Wiesenlandschaft
Siedlungsbereich
Sonstiges

O O O O
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2. Haltung

Haltung
o Reine Boxenhaltung

Boxen- und Paddockhaltung (s. 2.2.)
Boxen- und Weidehaltung (s. 2.3.)
Offenstall
Sonstiges

O O O O

2.2.
2.3.
2.4.
2.5.

Auslaufflache in m?
Weideflache in m?

Entfernung zwischen Weideflache und Stall/Box:

Isolation des Stalles

o Eindringen von Nagern schwer méglich (Tlren und Fenster Tag und
Nacht geschlossen)

o Tagsuber Turen und Fenster im Stallgebdude offen

o Weitere Zugange (Spalten und Locher) offen

o Unterstand ohne Turen und Fenster

3. Hygiene
Einstreu
o Stroh
o Spane
o Spezialmatten
o Sonstiges

Zeitplan Ausmisten der Boxen/Reinigung von Paddocks, Unterstanden
o Mind. 1* taglich

3—6* pro Woche

1-2* pro Woche

Matratzenhaltung

Sonstiges

o O O O

Lagerung des Kraftfutters

o In einem geschlossenen Raum (s. 3.4.)
o Auf der Stallgasse

o In geschlossenen Boxen/Truhen

o Ohne Deckel/offene Futtersacke
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3.4. Isolation der Futterkammer
o Eindringen von Nagern schwer méglich (Turen und Fenster Tag und
Nacht geschlossen)
Tagsuber Turen und/oder Fenster der Futterkammer offen
Weitere Zugange (Spalten und Lécher) offen

4. Schadnagerbekdmpfung

4.1. Haufigkeit der Schadnagerbekampfung
o Standig Bekampfungsmalinahmen
o Jahrlich
o Nur bei Problemen oder Hinweis auf Befall

4.2.  Arten der Schadnagerbekampfung
o Katzen
Anzahl:
o Lebendfallen
Anzanhl:
o Totschlagfallen
Anzanhl:
o Auslegen von Gift
An wievielen Stellen:
o Sonstiges

4.3. In welchen Bereichen wird eine Schadnagerbekampfung vorgenommen
o Gesamter Betrieb (Innen- sowie Aul3enbereich)
o Futterkammer
o Scheune
o AuBenbereich
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 Ubersicht 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
3 X
4 X
5 X X
6 X
7 X
8 X
10 X
12 X
14 X

Nummer Kontakte zu betriebsfremden Pferden Andere Tierarten im Betrieb

Betrieb Rgim. 5-10*/Jahr | 1-4*/Jahr | Weniger Nutztiere Hunde Katzen Sonstige*
1 X X X X!
2 X X x?
3 X X
4 X X
5
6 X X X
7 X
8 X X x3
10 X X
12 X X X
14 X

*Sonstige: Geflligel (x', x?, x°) Esel (x"), Ziege (x")

Nummer Umgebung des Betriebes (vorwiegend)

Betrieb Wald Ackerland Wiesen Siedlung
1 X X
2 X X
3
4 X
5
6
7 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
Box+ Unter-

Betrieb Box Paddock Box+Weide : Offenstall | geschlossen ;| tags. offen | immer offen stand
1 X X X X
2 X X X
3 X X X
4 X X X
5 X X
6 X X X
7 X X X
8 X X
10 k.A. k.A. k.A. k.A.
12 X X X
14 X

k.A. keine Angabe
3. Hygiene

Nummer Einstreu Ausmisten, reinigen von Box/Paddock/Unterstand

Betrieb Spéane Stroh Matten Sonstiges | >1* tagl. 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
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

k.A. keine Angabe

Nummer Lagerung von Kraftfutter Isolation der Futterkammer

Betrieb eig. Raum Stallgasse Truhe offen geschlossen | tlw. offen Zurgglrtl-ge
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. Schadnagerbekdmpfung

Nummer Arten der Schadnagerbekampfung Haufigkeit der Malnahmen*
Totschlag-

Betrieb Katzen Lebendfallen fallen Giftkdder standig jahrlich 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

*Bekampfung durch Katzen nicht
eingeschlossen
Nummer Bereiche in denen Schadnager bekampft werden
Futter- Aulen-

Betrieb | Gesamtbetrieb kammer Scheune bereich Stallgasse
1 X X
2
3
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 Kleinsaugern auf anti-BoDV-1-
Antikorper 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-Hoéchstadt BY Negativ <1:10
11003 S. araneus LKR Erlangen-Héchstadt BY Negativ <1:10
12001 A. sylvaticus LKR Eichstatt 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 Unterallgau BY Negativ <1:10
4004 Microtus sp. LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4005 Microtus sp. LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4006 Microtus sp. LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4007 Microtus sp. LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4008 Microtus sp. LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4009 Microtus sp. LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4010 Microtus sp. LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4011 Microtus sp. LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4012 Hausmaus LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4013 Microtus sp. LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4014 Microtus sp. LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4015 Microtus sp. LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4016 M. glareolus LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4017 Microtus sp. LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4018 Microtus sp. LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4019 M. musculus LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4020 Microtus sp. LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4021 Microtus sp. LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4022 Microtus sp. LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4023 A. sylvaticus LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4024 Microtus sp. LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4025 Microtus sp. LKR Unterallgdu BY Negativ <1:10
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Kennung | Art Herkunft Herkunft | BoDV-1 PCR IIFT
4026 Microtus sp. LKR Unterallgau BY Negativ <1:10
4027 Microtus sp. LKR Unterallgau 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-Héchstadt BY Negativ <1:10
11005 A. sylvaticus LKR Erlangen-Hochstadt BY Negativ <1:10
11006 M. musculus LKR Erlangen-Hoéchstadt 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 Giinzburg BY Negativ <1:10
5074 S. minutus LKR Giinzburg BY Negativ k.A.
11007 S. araneus LKR Erlangen-Héchstadt BY Negativ <1:10
11010 S. araneus LKR Erlangen-Héchstadt BY Negativ <1:10
11011 S. araneus LKR Erlangen-Héchstadt BY Negativ <1:10
11012 S. araneus LKR Erlangen-Héchstadt BY Negativ <1:10
11013 S. araneus LKR Erlangen-Héchstadt BY Negativ k.A.
11015 S. araneus LKR Erlangen-Héchstadt BY Negativ <1:10
11016 S. araneus LKR Erlangen-Hoéchstadt BY Negativ k.A.
11017 A. flavicollis LKR Erlangen-Hoéchstadt BY Negativ k.A.
11018 A. flavicollis LKR Erlangen-Hoéchstadt BY Negativ <1:10
11019 S. coronatus LKR Erlangen-Hochstadt BY Negativ <1:10
12002 M. glareolus LKR Eichstatt BY Negativ k.A.
5076 A. sylvaticus LKR Gulnzburg BY Negativ <1:10
11020 A. terrestris LKR Erlangen-Héchstadt BY Negativ <1:10
11022 A. flavicollis LKR Erlangen-Héchstadt BY Negativ <1:10
5078 A. sylvaticus LKR Giinzburg BY Negativ <1:10
5079 C. leucodon LKR Giinzburg BY Negativ <1:10
14001 C. leucodon LKR Giinzburg BY Negativ <1:10
5080 C. leucodon LKR Giinzburg BY Negativ k.A.
11023 C. leucodon LKR Erlangen-Hoéchstadt BY Negativ k.A.

F5 A. flavicollis LKR Gielden HE Negativ <1:10
11008 C. leucodon LKR Erlangen-Hochstadt BY Negativ <1:10
11009 S. araneus LKR Erlangen-Hochstadt BY Negativ <1:10
11021 S. minutus LKR Erlangen-Hoéchstadt BY Negativ <1:10
9002 A. sylvaticus LKR Giinzburg BY Negativ <1:10
9003 A. sylvaticus LKR Giinzburg BY Negativ <1:10
9004 A. sylvaticus LKR Giinzburg BY Negativ <1:10
9005 A. sylvaticus LKR Giinzburg BY Negativ <1:10
9006 A. sylvaticus LKR Giinzburg BY Negativ <1:10
5075 C. leucodon LKR Giinzburg 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 Gunzburg BY Negativ <1:10
9008 A. sylvaticus LKR Giinzburg BY Negativ <1:10
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10.4 Kein Nachweis von anti-BoDV-1-spezifischen
Antikorpern bei 107 Kleinsaugern

Kennung Art Herkunft Herkunft IIFT
11024 S. minutus LKR Erlangen-Héchstadt BY <1:5
11025 A. sylvaticus LKR Erlangen-Héchstadt BY <1:10
11026 S. minutus LKR Erlangen-Héchstadt BY <1:5
11027 S. minutus LKR Erlangen-Héchstadt BY <1:5
11028 A. sylvaticus LKR Erlangen-Héchstadt BY <1:10
11029 M. glareolus LKR Erlangen-Héchstadt BY <1:10
11031 A. sylvaticus LKR Erlangen-Héchstadt BY <1:10
11032 A. sylvaticus LKR Erlangen-Héchstadt BY <1:10
11033 A. sylvaticus LKR Erlangen-Héchstadt BY <1:10
11034 A. sylvaticus LKR Erlangen-Héchstadt BY <1:10
11035 A. sylvaticus LKR Erlangen-Héchstadt BY <1:10
11036 A. flavicollis LKR Erlangen-Héchstadt BY <1:10
11037 A. terrestris LKR Erlangen-Héchstadt BY <1:10
12003 Microtus sp. LKR Eichstatt BY <1:10
12004 Microtus sp. LKR Eichstatt BY <1:10
12005 Microtus sp. LKR Eichstatt BY <1:10
12007 S. araneus LKR Eichstatt BY <1:5
12008 Microtus sp. LKR Eichstatt BY <1:10
12009 Microtus sp. LKR Eichstatt BY <1:10
12010 S. araneus LKR Eichstatt 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-Héchstadt BY <1:5
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Kennung Art Herkunft Herkunft IIFT
11039 S. araneus LKR Erlangen-Hochstadt BY <1:5
11040 A. sylvaticus LKR Erlangen-Héchstadt BY <1:10
11041 A. sylvaticus LKR Erlangen-Héchstadt BY <1:10
11042 S. minutus LKR Erlangen-Héchstadt BY <1:5
11043 S. araneus LKR Erlangen-Héchstadt BY <1:5
11044 S. araneus LKR Erlangen-Héchstadt BY <1:5
11051 S. araneus LKR Erlangen-Hochstadt 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 Veroffentlichungen und dem

Kapitel ,Zusatzliche Untersuchungen® fur die kumulative Dissertation

Verdffentlichung 1: BOURG M, HERZOG S, ENCARNACAO 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.

Veroffentlichung 2: BOURG M, NOBACH D, HERZOG S, LANGE-HERBST H, NESSE-
LER A, HAMANN HP, BECKER S, HOPER 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 Durchfiihrung der Studien, Auswertung der Resul-

tate und Manuskripterstellung

Manon Bourg konzipierte die Studien zusammen mit ihrer Betreuerin. Sie suchte eigen-
stdndig nach Kooperationspartnern fiir die Beschaffung der Proben von wildlebenden
Tieren und Ubernahm die Kommunikation mit den Kooperationspartnern von anderen
Universitaten und o6ffentlichen Instituten, den praktischen Tierarzten, den Jagern und
den Pferdebesitzern. Sie organisierte die Abholung der Kleinsduger und der Proben der
kleinen Karnivoren in Bayern, Baden-Wirttemberg und Hessen, die Dokumentation und
Probenlagerung, sowie den Austausch zwischen den beteiligten Laboren. AulRerdem

ubernahm 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 ubernahm die Bestimmung, Sektion und Probenentnahme bei den
Kleinsdugern. Zum Teil beprobte sie die kleinen Karnivoren eigenstandig 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 gehdrten zu Ihren Aufgaben. Sie half bei der Planung, Durchflihrung
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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 gondiiund

Suides Herpesvirus 1).

Manon Bourg war fur die Planung, Interpretation, Diskussion und Niederschrift der er-
Zielten Ergebnisse verantwortlich, die sie in zwei wissenschaftlichen Artikeln in peer-re-
viewed Fachzeitschriften veroffentlichte. 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 eigenstandig ein

und war fur die Revision mit den schriftlichen Stellungnahmen zustandig.

Folgende Untersuchungen wurden von Kollegen durchgefiihrt:
Indirekter Immunofluoreszenztest, Western Blot, BoDV-1-RT-gPCR und nested-
RT-PCR, Tollwut-IFT, Staupe-RT-PCR und NGS.
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